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The high biotechnological potential of Rhodospirillum rubrum for the production of
photosynthetic pigments like bacteriochlorophyll and carotenoids, the biopolyester poly-
hydroxybutyrate, diﬀerent vitamins, molecular hydrogen, and organic acids has been reco-
gnized for years. However, high productivities within photobiological cultivation systems
are dependent on the availability of light which is always the limiting factor to produce
high biomass concentrations and for this reason high product yields. In this study, the
fact that Rhodospirillum rubrum is also able to produce photosynthetic membranes under
oxygen-depleted conditions in the dark was very important and the main subject of the
present contribution.
A suitable and eﬃcient process strategy has been developed for high cell density culti-
vation under respiratory dark conditions concerning optimal nutrient feeding and various
process parameters (e.g., carbon dioxide supply, pH and pO2). Subsequently, an aero-
bic/anaerobic dual-phase process has been developed with increasing cell densities at the
switching time point. A very strong inhibitory eﬀect on photosynthetic membrane syn-
thesis has been observed, which decreases the production of pigments at cell densities
above A660 = 20 dramatically. But, the production of photosynthetic membranes and suc-
cinate were inversely correlated, resulting in high succinate amounts at high cell densities
(280 mM).
In addition to the optimisation of external cultivation process parameters, the quanti-
ﬁcation of intracellular metabolite pool sizes and 13C-metabolic ﬂux analysis were tools to
have a closer view inside the cell. Intracellular pool sizes are correlated with growth rates
controlled by the substrate. It could be shown, that the demand of intracellular precursor
(acetyl-CoA, succinyl-CoA and dihydroxyacetonephosphate/glyceraldehyde-3-phosphate)
is of major importance for high productivities and is dependent on substrate, oxygen con-
centration and phase of production. Nevertheless, a residual concentration of precursor
was always available.
Of special interest was the pathway for acetate assimilation in isocitrate lyase-negative
Rhodospirillum rubrum because of the question how metabolites of the TCA cycle are
replenished without the glyoxylate cycle with C2-substrates as carbon source. This work
demonstrates, that the ethylmalonyl-CoA pathway is responsible for acetate assimilation
in Rhodospirillum rubrum. Furthermore, the crotonyl-CoA carboxylase/reductase, which
is the key enzyme of this pathway, is regulated by oxygen. Relatively low activities were
found under anaerobic phototrophic conditions whereas high activities could be detected




Das hohe biotechnologische Potenzial des fakultativ photosynthetischen Bakteriums
Rhodospirillum rubrum für die Bildung zahlreicher Produkte, wie zum Beispiel photo-
synthetischen Membranen, Bacteriochlorophyll, Carotinoiden, Polyhydroxybutyrat, Coen-
zym Q10, Vitaminen, molekularen Wasserstoﬀ und organischen Säuren, ist bereits seit
vielen Jahren bekannt. In Photobioreaktoren verhindert jedoch oft eine unzureichende
Versorgung der Zellen mit Licht das Erreichen hoher Biomasse- und Produktkonzentra-
tionen.
Rhodospirillum rubrum ist in der Lage, auch im Dunkeln photosynthetische Membra-
nen auszubilden. Dafür ist eine Limitation der Sauerstoﬀzufuhr essenziell. Im Mittelpunkt
dieser Arbeit standen daher die Untersuchung und Charakterisierung des Wachstums und
der Produktbildung für mikroaerobe und anaerobe Bedingungen im Dunkeln. Die Ent-
wicklung und Optimierung eines geeigneten Fedbatch-Prozesses für das Erreichen hoher
Zelldichten bildete unter Berücksichtigung der eﬃzienten Zuführung von Substraten und
der Optimierung verschiedener externer Prozessparameter wie O2-Zufuhr, CO2-Zufuhr
und pH-Wert und einen Schwerpunkt dieser Arbeit.
Darüber hinaus dienten Methoden der Metabolomanalyse, wie die Bestimmung intra-
zellulärer Metabolitenkonzentrationen und 13C-Stoﬀﬂussanalysen, zur genaueren Charak-
terisierung zellulärer Kohlenstoﬀﬂüsse. So ist zum Beispiel die intrazelluläre Precursor-
Verfügbarkeit der einzelnen Produkte entscheidend für deren Produktivität. Intrazelluläre
Metabolitenkonzentrationen korrelierten mit der Wachstumsrate, welche durch das Sub-
strat bestimmt werden. Darüber hinaus konnte gezeigt werden, dass die Verfügbarkeit der
Precursor vom eingesetzten Substrat, der Sauerstoﬀkonzentration und der Produktions-
phase abhängig ist. Es konnte dennoch stets eine Restkonzentration an Precursor nach-
gewiesen werden.
Besonderes Interesse galt der Untersuchung der Acetatassimilation im Isocitratlyase-
negativen Bakterium Rhodospirillum rubrum, welches im Gegensatz zu vielen anderen
Bakterien somit keinen Glyoxylat-Zyklus aufweist und alternative Wege zur Auﬀüllung des
Citratzyklus' bei Wachstum auf C2-Substraten besitzen muss. In diesem Zusammenhang
konnte in dieser Arbeit gezeigt werden, dass der für andere Bakterien etablierte Ethyl-
malonyl-CoA-Weg von Rhodospirillum rubrum genutzt wird. Weiterhin konnte gezeigt
werden, dass die Aktivität des Schlüsselenzymes dieses Stoﬀwechselweges, die Crotonyl-
CoA Carboxylase/Reduktase, durch Sauerstoﬀ reguliert wird. Während unter anaeroben,
phototrophen Bedingungen nur geringe Aktivitäten vorhanden waren, fanden sich unter
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Das hohe biotechnologische Potenzial des fakultativ photosynthetischen Bakteriums
Rhodospirillum rubrum ist bereits seit vielen Jahren bekannt [Ramana and Sasikala,
1995a,b; Sandmann, 2001; Hallenbeck and Benemann, 2002]. Von besonderer Bedeutung
ist dabei die Ausbildung photosynthetischer Membranen (PM) unter O2-limitierenden
Bedingungen im Dunkeln [Schön and Ladwig, 1970]. Die in Photobioreaktoren bestehen-
de Wachstumslimitation durch eine unzureichende Lichtversorgung bei hohen Zelldichten
[Lee, 2001; Pulz, 2001] ist nicht vorhanden und hohe Biomassekonzentrationen sind in gän-
gigen Rührkesselreaktoren erreichbar. Damit steht ein System für die Herstellung photo-
synthetischer Produkte im industriellen Maßstab zur Verfügung.
1.1 Rhodospirillum rubrum
1.1.1 Allgemeines
R. rubrum gehört zu den fakultativ photosynthetischen α-Proteobakterien, ist spiral-
förmig, zwischen 0,8-10 µm lang (s.a. Abb. 1.1) und zählt als Gram-negatives schwefelfreies
Purpurbakterium zur Familie der Rhodospirillaceae. R. rubrum ist durch das Vorhanden-
sein von bipolaren Flagellen zur Motilität befähigt [Imhoﬀ et al., 2005; Imhoﬀ, 1995;
Pfennig, 1978].
Abb. 1.1: Rasterelektronenmikroskopische Aufnahme von R. rubrum S1 Wildtyp (links) und mit Nilrot an-
gefärbte Polyhydroxybutyrat-Granula in R. rubrum S1 Wildtyp (rechts). Linke Abbildung: http://genome.jgi-
psf.org/rhoru/rhoru.home.html, 25.06.2012.
In dem aquatischen Ökosystem See, dem natürlichen Vorkommen von R. rubrum
und anderen photosynthetisch-aktiven Mikroorganismen, treten verschiedenartige verti-
kale Schichten auf, denen unterschiedliche Gelöstsauerstoﬀkonzentrationen und Lichtin-
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tensitäten zugeschrieben werden können. Im unteren Bereich des Sees tritt der Prozess
des anaeroben Abbaus unter weitgehend dunklen Bedingungen auf, wohingegen im obe-
ren Bereich aerobe Bedingungen mit hohen Lichtintensitäten sind. Hier ﬁndet man Algen
und Cyanobakterien, die eine oxygene Photosynthese betreiben. Zwischen diesen beiden
Zonen beﬁndet sich unter der so genannten Chemokline ein Bereich, in dem die anoxyge-
nen Photosynthesebakterien leben. Abnehmende Lichtintensitäten und verschieden hohe
Gelöstsauerstoﬀkonzentrationen in dieser Zone des Sees haben im Zuge der Evolution
zu einer großen Stoﬀwechselvielfalt und Adaptationsmechanismen an diese wechselnden
Bedingungen in R. rubrum und anderen photosynthetischen Bakterien geführt [Pfennig,
1978].
Neben R. rubrum gibt es eine Reihe weiterer Bakterien, die sich in die Gruppe der
schwefelfreien Purpurbakterien beﬁnden und Gegenstand intensiver Forschung sind. Da-
zu gehören, in der Familie der Rhodobacteraceae, Rhodobacter sphaeroides und Rhodob-
acter capsulatus . Eine weitere Familie innerhalb der schwefelfreien Purpurbakterien bildet
die Familie der Bradyrhizobiaceae, in der Rhodopseudomonas palustris und
Rhodopseudomonas acidophila einzuordnen sind (s.a. Abb. 1.2). Die einzelnen Bakteri-
en unterscheiden sich zum einen durch ihre Morphologie und zum anderen durch ihre Art















Abb. 1.2: Phylogenetische Systematik ausgewählter photosynthetischer Bakterien, die aufgrund ihrer Ver-
wandtschaft zu R. rubrum im Rahmen dieser Arbeit zum Vergleich herangezogen werden.
Im Gegensatz zu den grünen Bakterien besitzen die meisten Purpurbakterien, darunter
auch R. rubrum, Flagellen und sind in der Lage auf photo- und chemotaktische Reize zu
reagieren. Diese Motilität ist ein weiterer Adaptationsmechanismus an die wechselnden
Umweltbedingungen in der Gewässerschicht der Chemokline [Pfennig, 1978].
Als photosynthetischer Mikroorganismus ist R. rubrum in der Lage im Licht unter
Ausschluss von Sauerstoﬀ zu wachsen. Im Gegensatz zu Algen, höheren Pﬂanzen und
Cyanobakterien entsteht bei der Photosynthese von R. rubrum kein molekularer Sauerstoﬀ
(anoxygene Photosynthese). Bezüglich der Kohlenstoﬀquelle wird zwischen photoauto-
trophen und photoheterotrophen Bedingungen unterschieden. Photoautotrophes Wachs-
tum erfolgt ohne organische Kohlenstoﬀquelle in Anwesenheit von CO2, molekularem
Wasserstoﬀ und molekularem Stickstoﬀ (Stickstoﬀﬁxierung) oder einer anderen anorga-
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nischen Stickstoﬀkomponente [Fuller, 1978]. Zur CO2-Fixierung unter diesen Bedingun-
gen verwendet R. rubrum den unter Abschn. 1.1.5 detaillierter beschriebenen reduktiven
Pentosephosphatweg (Calvin-Benson-Bassham-Zyklus, CBB-Zyklus). Für das Wachstum
unter photoheterotrophen Bedingungen müssen geeignete organische Kohlenstoﬀquellen,
z.B. in Form organischer Säuren wie Malat, Succinat oder Acetat, zur Verfügung stehen.
Organische Substrate werden zum einen direkt für den Zellaufbau assimiliert, zum anderen
zur Bildung von Reduktionsäquivalenten für die Reduktion von CO2 innerhalb des CBB-
Zyklus', wobei der Reduktion von NAD(P)+ zu NAD(P)H jedoch nur eine untergeordnete
Rolle zugeschrieben wird [Sojka, 1978].
In fakultativ photosynthetischen Bakterien wird die Biosynthese von Bacteriochloro-
phyll nicht nur durch die Anwesenheit von Licht, sondern auch durch Sauerstoﬀ reguliert
[Klug, 1993; Drews, 1965]. Die Regulation beruht auf der Derepression der Synthese der
Enzyme des Bacteriochlorophyll-Biosyntheseweges unter O2-limitierenden Bedingungen
und ist in Rb. sphaeroides gut beschrieben. Die betroﬀenen Enzyme sind die δ-ALA-
Synthase, die Mg-Protoporphyrin-Methyltransferase und die Mg-PPIX-Chelatase, die den
Einbau von Mg2+ in Protoporphyrin katalysiert [Lascelles, 1978; Burnham and Lascelles,
1963]. Der Transfer von aeroben Zellen zu O2-limitierten Bedingungen erfordert demnach
eine de-novo-Synthese dieser Enzyme [Gorchein, 1973; Lascelles, 1959].
Im Vergleich zu anderen photosynthetischen Bakterien (Schwefelpurpurbakterien, Grü-
ne Schwefelbakterien) kann R. rubrum als fakultativ photosynthetisches Bakterium auch
in Abwesenheit von Licht unter aeroben Bedingungen im Dunkeln wachsen [Anderson and
Fuller, 1967a]. Für die Endoxidation der aus dem Citratzyklus (TCA-Zyklus) gebildeten
Reduktionsäquivalente muss dabei ausreichend Sauerstoﬀ (pO2 > 5 %) anwesend sein
[Grammel et al., 2003]. Als Substrate kommen organische Säuren und Fructose als Zucker
in Frage (s.a. Abschn. 1.1.3). Die Ausbildung photosynthetischer Membranen ist hierbei
inhibiert und die Zellen haben einen pigmentlosen, weiß-rosa Phänotyp [Kaplan, 1978].
1.1.2 Aufbau und Funktionsweise photosynthetischer Membranen
R. rubrum besitzt, lokalisiert in den intracytoplasmatischen Membranen, eine so ge-
nannte Photosynthetische Einheit (PSU), die aus dem Reaktionszentrum (RC oder B800)
und dem umgebenden Lichtsammelkomplex LH-1 (B880) besteht [Karrasch et al., 1995;
Drews, 1985]. Das Reaktionszentrum besteht aus 3 Untereinheiten: L, M und H, wobei H
aus der Membran herausragt. Die L- und M-Untereinheit sehen sich strukturell ähnlich
und beﬁnden sich innerhalb der Membran (s.a. Abb. 1.3).
Die Pigment-bindenden Proteine der photosynthetischen Membran werden durch das
puf -Operon (LHα, LHβ, L-Untereinheit und M-Untereinheit) und durch das puhA-Gen
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(H-Untereinheit) codiert [Cheng et al., 2000]. Zellen, bei denen das puf -Operon deletiert
worden ist, können keine photosynthetischen Membranen mehr ausbilden und daher auch
nicht mehr im Licht wachsen [Hessner et al., 1991].
Abb. 1.3: Der RC-LH-1 Komplex in R. rubrum nach Fotiadis et al. [2004]. Violett: RC-H-Untereinheit. Türkis:
L-Untereinheit. Grau: M-Untereinheit. Orange und gelb: α- und β-Untereinheiten des LH-1 Komplexes. a:
kompletter RC-LH-1 Komplex. b: Komplex ohne RC-H Untereinheit. c: nur α- und β-Untereinheiten des LH-1
Komplexes.
R. rubrum besitzt im Gegensatz zu anderen photosynthetischen Bakterien nur einen
LH-Komplex, den LH-1-Komplex. Das System zur Photosynthese ist damit sehr einfach
aufgebaut und erlaubt überdies die Quantiﬁzierung der photosynthetischen Membranen
durch Messung einer einzelnen Absorption bei 880 nm [Brunisholz et al., 1984]. Andere
Purpurbakterien wie z.B. Rps. acidophila bilden neben dem LH-1 noch weitere Licht-
sammelkomplexe, die des Typs LH-2 (B800-B850) und LH-3 (B800-B820), die sich von
dem LH-1-Komplex unterscheiden. Der LH-3 Komplex in Rps. acidophila wird unter ver-
schiedenen Stressbedingungen gebildet, wie z.B. geringe Lichtintensitäten oder niedrige
Temperaturen (< 30 °C) [McLuskey et al., 2001]. Rb. sphaeroides bildet ebenfalls ne-
ben dem LH-1 Komplex einen weiteren Lichtsammelkomplex aus, den LH-2 Komplex
[Walz et al., 1998]. Rps. palustris weist ein low-light-B800 LH-2 auf, das einen erhöhten
Bacteriochlorophyll-Anteil und unterschiedliche Absorptions- und Circular Dichroismus-
Eigenschaften im Vergleich zu dem normalen LH-2 in Rps. palustris aufweist [Hartigan
et al., 2002].
Abb. 1.4 zeigt den Aufbau der photosynthetischen Membran in R. rubrum. Das
Reaktionszentrum (RC, rot) ist von dem Lichtsammelkomplex LH-1 (grün) umgeben.
Der LH-1-Komplex besteht aus ringförmig angeordneten 16α- und 16β-Polypeptid-
Untereinheiten [Karrasch et al., 1995].
Schon Cogdell et al. [1982] hatten durch Pigmentanalysen festgestellt, dass der LH-1-
Komplex in R. rubrum pro Paar Polypeptid-Ketten 2 Moleküle Bacteriochlorophyll und
1 Molekül Carotinoid enthält. Insgesamt ergeben sich so 32 Moleküle Bacteriochlorophyll
und 16 Carotinoidmoleküle, die in einem Lichtsammelkomplex enthalten sind [Cogdell
et al., 1982]. Das Reaktionszentrum von R. rubrum ähnelt dem von Rb. sphaeroides und
enthält ein so genanntes special pair  Bacteriochlorophyll (PA und PB) sowie zwei ak-
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zessorische Bacteriochlorophyll (BA und BB). Der LH-1-Komplex in R. rubrum ist be-
weglich und kann sich kreisförmig oder elliptisch um das Reaktionszentrum anordnen.
Dieser Flexibilität kommt eine entscheidende Bedeutung zu, da R. rubrum im Gegensatz
zu Rb. sphaeroides und Rb. capsulatus kein PufX-Polypeptid besitzt, dass den Transfer
von reduzierten Quinon vom RC auf den Cytochrom bc1-Komplex bewerkstelligt [Fotiadis
et al., 2004]. Eine Konformationsänderung des LH-1-Komplex könnte die Weiterleitung
der Elektronen ermöglichen. Im Licht werden Photonen von diesem LH-1-Komplex ab-
sorbiert und das RC in einen angeregten Zustand versetzt. RC reduziert Quinon (QB) zu
Hydroquinon (QBH2). QBH2 überträgt die Elektronen auf den Cytochrom bc1-Komplex,
der die freiwerdende Energie nutzt, um Protonen über die Membran ins Periplasma zu
pumpen. Über den membranassoziierten Cytochrom c2-Komplex können Elektronen vom
Cytochrom bc1-Komplex zurück zum RC geleitet werden. Der Gesamtprozess wird als
zyklischer Elektronentransport bezeichnet. Die ATPase nutzt den Protonenrückﬂuss ins
Cytoplasma zur Bildung von ATP [Hu et al., 1998].
Abb. 1.4: Schema des Photosynthese-Apparates in Purpurbakterien (nach Hu et al. [1998]). RC: Reaktions-
zentrum. LH-1: Lichtsammelkomplex-1. Q: Coenzym Q10. bc1: Cytochrom bc1.
Ein Teil der Elektronen wird vom reduzierten Hydroquinon QBH2 auf NAD(P)+ über-
tragen, so dass reduziertes NAD(P)H entsteht. Damit ist der Elektronenﬂuss nicht mehr
zyklisch, er wird als rückläuﬁger Elektronentransport bezeichnet. Für den rückläuﬁgen
Elektronentransport wird Energie in Form von ATP benötigt. NAD(P)H wird anschlie-
ßend zur Fixierung von CO2 innerhalb des CBB-Zyklus' genutzt.
Die photosynthetischen Membranen enthalten Pigmente wie Carotinoide und Bacterio-
chlorophyll. Auch das hydrophobe Coenzym Q10 beﬁndet sich in der Membran. Darüber
hinaus können sie auch als Expressionssystem für membranständige Proteine angewendet
werden. Butzin et al. [2010] berichten in diesem Zusammenhang über die Produktion des
rekombinanten Membranproteins MscL aus Pseudomonas aeruginosa, welches, exprimiert
in Escherichia coli , inclusion bodies bildet. Auf die Bildung von Carotinoiden, Bacterio-
chlorophyll u.a. Produkte wird unter Abschn. 1.3 eingegangen werden.
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1.1.3 Aufnahme von Kohlenstoﬀsubstraten
Mitglieder der Familie der Rhodospirillaceae können ein breites Spektrum organischer
Kohlenstoﬀquellen zum Wachstum nutzen, darunter: Fettsäuren, Aminosäuren, Alkohole,
Intermediate des TCA-Zyklus, Zucker, CO, CO2, Acetat oder Pyruvat [Sojka, 1978]. Die
folgenden Abschnitte sollen die von R. rubrum und weiteren Vertretern der schwefelfreien
Purpurbakterien verwendbaren Kohlenstoﬀquellen detaillierter erläutern. Ein Überblick
für R. rubrum ist in Tab. 1.1 zu ﬁnden.
Im Gegensatz zu Rb. capsulatus, ein anderer Vertreter der Rhodospirillaceae, wächst
R. rubrum nicht auf Glucose als C-Quelle, sondern nur auf Fructose [Conrad and Schlegel,
1974; Gibson and Wang, 1968]. Fructose wird durch ein Phosphoenolpyruvat-abhängiges
Phosphotransferase-System als Fructose-1-phosphat in die Zelle transportiert, das sich
allerdings vom PTS-System anderer Bakterien wie E. coli unterscheidet. So sind lediglich
zwei Proteinfraktionen für den Transport nötig, die beide Membran-assoziiert vorkommen
und es gibt keinen Hinweis auf die Existenz eines HPr-Moleküls als Phosphatcarrier [Saier
et al., 1971; Roseman, 1969].
R. rubrum zeigt Wachstum unter anaeroben Bedingungen im Licht und unter aeroben
Bedingungen im Dunkeln auf D- und L-Glutamat, das in erster Linie innerhalb des
TCA-Zyklus verstoﬀwechselt wird [Gibson and Wang, 1968]. In zellfreien Extrakten
wurde jedoch auch eine Vitamin B12-abhängige Glutamatmutase-Aktivität festgestellt,
die über β-Methylaspartat, Mesaconat und Citramalat Acetyl-CoA und Pyruvat bil-
det [Ohmori et al., 1974]. In Rb. sphaeroides konnte nur ein sehr geringer Unter-
schied der Glutamatmutase-Aktivität zwischen anaeroben Bedingungen im Licht (1304
cps Mesaconat) und aeroben Bedingungen im Dunkeln (1130 cps Mesaconat) (beide:
Glutamat/Malat-Medium) festgestellt werden. Die Aktivität ist allerdings mit Glutamat
als alleinige C-Quelle unter anaeroben Bedingungen im Licht stark erhöht (2190 cps Me-
saconat) und spiegelt die Bedeutung der Glutamatmutase unter anaeroben Wachstums-
bedingungen auf Glutamat wieder, wie sie auch schon für andere Bakterien wie Clostri-
dium tetanomorphum bekannt ist [Ohmori et al., 1974; Neil et al., 1992].
Die meisten photosynthetischen Bakterien sind nicht in der Lage Citrat als Kohlenstoﬀ-
quelle zu verwerten. Jedoch konnte Giﬀhorn et al. [1972] für Rhodopseudomonas gelatinosa
ein Citratlyase-abhängiges Wachstum unter photosynthetischen Bedingungen feststellen.
Die Citratlyase wird bei Anwesenheit von O2 schnell inhibiert, daher erfolgt das Wachstum
von Rps. gelatinosa auf Citrat lediglich unter anaeroben Bedingungen. Die Citratlyase ist
ein Enzym des reduktiven TCA-Zyklus. Auf Untersuchungen der Enzyme dieses Zyklus'
in R. rubrum wird unter Abschn. 1.1.5 detaillierter eingegangen werden.
Glycerin wird von den photosynthetischen Bakterien Rb. sphaeroides und Rps. palustris
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verwertet. Rb. sphaeroides zeigt dabei ein diauxisches Wachstumsverhalten beim Wachs-
tum auf Malat/Glycerin-Mischsubstrat unter kataboler Repression der Glycerinaufnahme
solange Malat vorhanden ist [Pike and Sojka, 1975].
Glycerin als C-Quelle hat für einen biotechnologischen Einsatz als Substrat einige Vor-
teile. Glycerin kann im Gegensatz zu Zuckern zusammen mit Ammonium- und Phosphat-
salzen hitzesterilisiert werden, ohne dass es zu einer Zersetzung kommt. Darüber hinaus er-
fordert der Einsatz konzentrierter Glycerinlösungen keine Erwärmung der Vorratsbehälter
und Zuleitungen wie bei Zuckerlösungen > 600 g/L [Cooper, 2009].
Tab. 1.1: Übersicht über Kohlenstoﬀ- und Elektronenquellen, die von R. rubrum unter
anaeroben, phototrophen Bedingungen genutzt werden können. +: Wachstum in den meisten
Stämmen vorhanden. : Wachstum in den meisten Stämmen nicht vorhanden. +/: zwischen
























Glycerin könnte außerdem eine geeignete C-Quelle speziell für die Carotinoid-Produk-
tion sein. So wurde für den Hefepilz Rhodotorula lactosa eine gesteigerte Produktion von
Biomasse und β-Carotin auf Glycerin als C-Quelle berichtet [Martelli et al., 1992], was
vermutlich darin begründet ist, dass Glycerin als Glycerin-3-phosphat in den Embden-
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Meyerhof-Parnas-(EMP)-Weg (vgl.a. Abschn. 1.1.5) eingeht und damit den DOXP-Weg
(1-Desoxy-D-xylulose-5-phosphat-Weg) für die Carotinoidbiosynthese füllt, der unter Ab-
schn. 1.3.1 genauer beschrieben wird. Für die Aufnahme von Glycerin in E. coli gibt es
keinen aktiven Transportmechanismus wie das PTS-System, vielmehr erfolgt der Trans-
port von Glycerin in die Zelle durch erleichterte Diﬀusion [Dills et al., 1980; Lin, 1976].
Neben Zuckern und organischen Säuren können Mitglieder der Rhodospirillaceae auf
Alkoholen wie Ethanol wachsen. R. rubrum besitzt eine induzierbare Alkohol-Dehydro-
genase für die Aufnahme von Ethanol [Sojka, 1978]. R. rubrum zeigt hier eine Adaptation
an das Leben in einer ökologischen Nische, da er in der Lage ist, die unter anaeroben Be-
dingungen akkumulierenden Ausscheidungsprodukte von anderen Bakterien (wie Ethanol,
Succinat, Malat, Acetat) zu verwerten.
Industriell eingesetzte Kohlenstoﬀquellen
In großtechnischen, mikrobiologischen Produktionsverfahren werden vorwiegend Kohlen-
hydrate als Kohlenstoﬀquellen eingesetzt [Teuber et al., 1994]. Zwei wesentliche Rohstof-
fe stellen Zucker (Sucrose oder Saccharose) und Stärke dar. Als pﬂanzliche Quellen für
Sucrose werden in erster Linie Zuckerrübe, Zuckerrohr und Zuckerhirse verwendet. Nach
Extraktion, Aufreinigung und Raﬃnation erhält man 93-96 % rohen Zuckersirup, der an-
schließend zu > 99 % reinen, weißen Zucker weiterverarbeitet wird. Der aus dem letzten
Schritt verbleibende Rest ist Abfall. Er wird als Melasse bezeichnet und enthält noch 40-
60 % Zucker [Peters, 2006]. Zuckerhirse besteht zu 63 % aus Sucrose, zu 21 % aus Glucose
und zu 16 % aus Fructose [Kaltschmitt et al., 2009].
Tab. 1.2: Durchschnittlicher Preis für verschiedene Kohlenhydrate. Wenn nicht anders an-
gegeben aus: Peters [2006].
Kohlenhydratquelle Gehalt an fermentierbaren Preis [$/kg]
Kohlenhydraten [%]
Saccharose 100 0,20  0,30
Melasse 40  60 0,15  0,25
Maisstärke 85 0,25  0,60
HFCS-42 42 0,25  0,461
HFCS-55 55 0,38  0,501
Fructose 100 1,00
Bernsteinsäure (100) 57,5 (43,3e/kg)2
Na-Succinat (100) 282,9 (213,0e/kg)2





Stärke besteht zu 10-30 % aus Amylose und zu 70-90 % aus Amylopektin, beide Be-
standteile sind aus Glucose-Monomeren aufgebaut. Hauptquelle für Stärke sind Pﬂanzen,
die Stärke akkumulieren, wie Weizen, Mais und Reis. Die meisten Bakterien sind nicht in
der Lage Stärke direkt zu verwerten. Aus diesem Grund muss Stärke als Feedstock enzy-
matisch oder mit Säure vorbehandelt werden und führt zu einem Gemisch, bestehend aus
Maltodextrinen, Maltose, Glucose und Isoglucose.
Letztendlich entscheidet der Preis der Feedstock-Lösungen über die Anwendbarkeit
jedes biotechnologischen Prozesses. Aus diesem Grund sind in Tab. 1.2 die Preise für ver-
schiedene Kohlenhydrate aufgelistet, welche als Feedstock für einen industriellen Prozess
in Frage kommen würden. Eisessig weist mit 17,5 M gegenüber Bernsteinsäure (0,5 M)
eine weitaus höhere Löslichkeit auf. Natriumsuccinat lässt sich bis 2 M lösen, ist jedoch
um ein vielfaches kostenintensiver als Bernsteinsäure. Maximal lösliche Fructoselösungen
erreichen ohne Erwärmen der Feedgefäße und Zuleitungen 3,3 M (600 g/L).
Für biotechnologische Anwendungen sind in den letzten Jahren verstärkt alternati-
ve Kohlenstoﬀquellen zu Stärke- und Sucrose-Feedstocks Gegenstand intensiver Unter-
suchungen geworden. Pﬂanzliche Biomasse (Lignocellulose wie z.B. Holz, Stroh) muss
zunächst durch Hydrolyse zu Pentosen und Hexosen gespalten werden, welche für Mikro-
organismen verwertbar sind. Abhängig von der Lignocellulose-Quelle erhält man da-
durch Substrate unterschiedlicher Zusammensetzung. Der Hauptbestandteil ist Glucose
(ca. 30 %), 20 % sind Xylose und Arabinose. In lediglich geringen Mengen sind Mannose,
Galactose und Uronsäuren vorhanden. Die restlichen Komponenten sind Lignin und an-
dere Rückstände, welche keine Kohlenstoﬀquellen darstellen [Lynd, 1996]. Die Pentosen
Xylose und Arabinose können nur von wenigen Mikroorganismen verwertet werden. So
wurde zum Beispiel Saccaromyces cerevisiae genetisch optimiert, so dass eine Aufnahme
dieser Substrate ermöglicht wird. Entwickelt wurde der Stamm IMS0003 zur Bioethanol-
Herstellung [Wisselink et al., 2009].
Neben der direkten Verwendung von Lignocellulose-Hydrolysaten besteht auch die
Möglichkeit der Vergasung von Biomasse zu Synthesegas. Die Hauptprodukte sind da-
bei CO und H2 (Nebenprodukte: CO2, CH4 und N2). R. rubrum ist neben verschiedenen
Clostridien und thermophilen Mikroorganismen (z.B. Moorella thermoacetica) in der La-
ge, CO über eine CO-Dehydrogenase und CO-induzierbare Hydrogenase zu verwerten [Do
et al., 2007]. Dies könnte von spezieller Bedeutung für zukünftige biotechnologische An-
wendungen von R. rubrum sein, da Synthesegas gegenüber Zucker-basierten Feedstocks
etliche Vorteile aufweist [Munasinghe and Khanal, 2010].
Auch Methanol kommt als Kohlenstoﬀsubstrat, begünstigt durch steigende Zucker-
preise, in Frage und wird bereits zur Kultivierung methylotropher Bakterien zur Pro-
duktion von Feinchemikalien eingesetzt [Schrader et al., 2008]. Es ist nicht bekannt, ob
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R. rubrum zur Methanol-Verwertung in der Lage ist.
1.1.4 Aufnahme von nicht-Kohlenstoﬀ Substraten
Für die Gewährleistung eines optimalen Wachstums ist nicht nur die Betrachtung der
Kohlenstoﬀquelle von entscheidender Bedeutung. Neben Spurenelementen und Vitaminen
spielt Stickstoﬀ für die Synthese von Aminosäuren, Nukleinsäuren und Cofaktoren und
Phosphat für die Bildung von Nukleinsäuren und Phospholipide eine bedeutende Rolle
für das bakterielle Wachstum [Fuchs, 2007a].
Ammonium
Die Stickstoﬀquelle ist ein wesentlicher Bestandteil des Nährmediums. Ammonium wird
für die Biosynthese von Aminosäuren benötigt und ist damit für die Proteinbiosynthese
und somit für den gesamten zellulären Stoﬀwechsel essenziell. Bei Schön [1968] wird dar-
über hinaus beschrieben, dass das Vorhandensein von Ammonium essenziell für die In-
duktion photosynthetischer Membranen auf Fructose unter anaeroben Bedingungen im
Dunkeln ist.
Die Ammoniumaufnahme erfolgt in R. rubrum mit Hilfe der ubiquitär vorkommenden
AmtB-Transporter (Methylammonium Permease) als NH3. Bei diesem Prozess wird NH4+
als gasförmiges NH3 aufgenommen, wobei ein Proton abgespalten wird, das im Medium
verbleibt. AmtB stellt dabei einen passiven Gaskanal dar, kein aktives Transportsystem
[Khademi et al., 2004].
In der Zelle wird NH3 entweder über das GS/GOGAT- oder GDH-System weiter ver-
stoﬀwechselt [Carlberg and Nordlund, 1991; Nordlund et al., 1985; Yelton and Yoch, 1981;
Bachofen and Neeracher, 1968]. GlnD (glnD-Genprodukt) stellt den primären Stickstoﬀ-
Sensor dar, ein Enzym, welches das PII-Protein (auch GlnB, glnB -Genprodukt) uridyliert
bzw. deuridyliert. Unter Stickstoﬀ-limitierenden Bedingungen uridyliert GlnD PII zu PII-
UMP. PII-UMP wiederum führt zur speziﬁschen Regulation von Genen, die an der Stick-
stoﬀassimilation beteiligt sind, wie z.B. glnA (Glutaminsynthetase), glnK (PII Signal-
transduktionsprotein) oder nifA (Transkriptionsfaktor für Gene der Stickstoﬀﬁxierung).
Die Uridylierung von PII führt dazu, dass PII-UMP nicht mit dem Sensor des 2-Kom-
ponentensystems Ntr, NtrB, interagieren kann. NtrB ist dadurch in der Lage NtrC (re-
sponse-Regulator) zu phosphorylieren. NtrC-P wiederum ist nun in der Lage als Trans-
kriptionsfaktor zu fungieren. Wenn hohe Mengen Stickstoﬀ vorhanden ist, wird PII durch
GlnD wieder deuridyliert, PII bindet an NtrB und blockiert dadurch die Genaktivierung
[Zhang et al., 2006].
Der intrazelluläre Stickstoﬀstatus in R. rubrum wird durch die intrazelluläre Kon-
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zentration von α-Ketoglutarat (α-KG) festgelegt, im Gegensatz zu E. coli , wo der in-
trazelluläre Glutaminlevel ausschlaggebend ist. Vielmehr wird die Deuridylierung durch
Glutamin und Mn2+-Ionen stimuliert [Jonsson and Nordlund, 2007]. In R. rubrum existie-
ren 3 paraloge PII-Proteine, glnB, glnK und glnJ [Zhang et al., 2001]. Allerdings ist nur
uridyliertes glnB in der Lage die Nitrogenase-Expression über den Transkriptionsfaktor
NifA zu regulieren.
Phosphataufnahme
Der genaue Aufnahmemechanismus von Phosphat wurde bisher für R. rubrum nicht
detaillierter beschrieben. Es ist zu vermuten, dass, ähnlich wie in E. coli , Phosphat entge-
gen eines Gradienten aktiv aufgenommen werden muss. In E. coli existieren 2 Aufnahme-
systeme für Phosphat, ein low-aﬃnity (Pit-System) und high-aﬃnity (Pst-System). Da-
bei wird das Pit-System konstitutiv exprimiert und das Pst-System durch anorganisches
Phosphat (Pi) induziert bzw. reprimiert [Jannson, 1988].
Darüber hinaus konnte für R. rubrum und Rb. sphaeroides das Vorkommen konden-
sierter Phosphate (Polyphosphate) als Speicherform für Pi gezeigt werden. Die Bildung
von Polyphosphaten erfolgte dabei sowohl unter phototrophen als auch unter chemo-
heterotroph, aeroben Bedingungen im Dunkeln. Rund die Hälfte des aufgenommenen
Phosphats wird in R. rubrum für die Synthese von Polyphosphaten verwendet [Weber,
1965]. Shadi et al. [1976] zeigten darüber hinaus, dass die Bildung von hochmolekularen
Polyphosphaten unter phototrophen Bedingungen in den Chromatophoren in R. rubrum
stattﬁndet und abhängig ist von ATP, aber nicht von Pyrophosphat. Pyrophosphat kann
in einem Energie-abhängigen Mechanismus in R. rubrum zur Synthese von ATP genutzt
werden, indem durch eine Phosphotransferase Pi von PPi auf ADP übertragen wird [Keis-
ter and Minton, 1971]. Polyphosphat-akkumulierende Bakterien ﬁnden Anwendung in der
Entfernung von Phosphat aus Abwässern zur Wiederaufarbeitung von Trinkwasser [Kuro-
da and Ohtake, 2005; Mino, 2000].
p-Aminobenzoesäure
p-Aminobenzoesäure (p-ABA) ist eine aromatische Carbonsäure mit einer Amino-
gruppe in para-Stellung zur Carboxylfunktion. p-ABA ist Bestandteil der Folsäure (Vit-
amin B9), das essenziell bei der Übertragung von C1-Gruppen, wie z.B. bei Methylierungs-
reaktionen ist [Stokstad and Koch, 1967]. In R. rubrum wird p-ABA auch zur Biosyn-
these von Coenzym Q10 verwendet (s.a. Abschn. 1.3.3). Hansen and Veldkamp [1973]
zeigten, dass p-ABA ein wichtiger Wachstumsfaktor für Rhodopseudomonas sulﬁdophila
und Rps. palustris ist. Hutner [1946] untersuchte ebenfalls R. rubrum und fand keine
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unbedingte Abhängigkeit des Wachstums von R. rubrum von p-ABA.
Vitamine und Spurenelemente
Hansen and Veldkamp [1973] konnten zeigen, dass Biotin (Vitamin B7) und Calcium
essenzielle Wachstumsfaktoren für R. rubrum darstellen. Darüber hinaus sind die Spuren-
elemente Eisen, Zink, Mangan, Cobalt, Vanadium, Molybdän, Nickel, Iridium und Rhe-
nium vorteilhaft für das Wachstum, jedoch nicht zwingend notwendig [Hutner, 1946].
1.1.5 Zentralstoﬀwechsel in R. rubrum
Der zentrale Kohlenstoﬀwechsel in R. rubrum ist im Grundprinzip dem bereits eta-
blierter und gut charakterisierter Modellorganismen wie E. coli oder Corynebacterium
glutamicum ähnlich. Der zelluläre Stoﬀwechsel in R. rubrum ist jedoch in Abhängigkeit
von extrazellulären Umweltfaktoren vielfältiger und weist einige Besonderheiten auf.
Im Folgenden soll der Zentralstoﬀwechsel in R. rubrum unter aeroben Bedingungen
im Dunkeln detaillierter beschrieben werden. In Abhängigkeit der Umgebungsbedingun-
gen verwertet R. rubrum verschiedene C-Quellen (s.a. Abschn. 1.1.3). Abhängig von der
Kohlenstoﬀquelle ist der zentrale Stoﬀwechsel unterschiedlich organisiert und reguliert.
Embden-Meyerhof-Parnas-Weg und Gluconeogenese
Bei Wachstum auf Fructose erfolgt die Substrataufnahme über ein speziﬁsches PTS-
System (s.a. Abschn. 1.1.3). Anschließend erfolgt der Abbau von Fructose-1-phosphat
(F1P) zu Pyruvat innerhalb des EMP-Weges. Dieser EMP-Weg sowie dessen Umkehrung
sind in Abb. 1.5 schematisch dargestellt. Wichtiges Enzym im ersten Teil dieses EMP-
Weg ist die 1-Phosphofructokinase (1-PFK), die in einer ATP-abhängigen Reaktion F1P
zu Fructose-1,6-bisphosphat (FBP) phosphoryliert [Conrad and Schlegel, 1974]. In Rb.
capsulatus ist die Aktivität der 1-PFK unter aeroben Bedingungen um das 2-fache hö-
her als unter phototrophen Bedingungen (beide Fructose als C-Quelle) und wird dabei
durch Fructose in hohem Maße induziert (um das 10-fache höhere Aktivität in induzier-
ten Zellen), jedoch nicht durch Glucose. Die Aktivität der 1-PFK wurde in R. rubrum
mit 18 nmol/mgProtein ·min unter phototrophen Bedingungen mit Fructose als C-Quelle
gemessen [Conrad and Schlegel, 1974].
Anschließend erfolgt die Spaltung von FBP in Dihydroxyacetonphosphat (DHAP) und
Glycerinaldehyd-3-phosphat (GAP) durch eine Aldolase. Über eine Trioseisomerase be-
steht ein Gleichgewicht zwischen DHAP und GAP und beide Formen können ineinander
übergehen, wobei das Gleichgewicht der Reaktion auf der Seite von DHAP liegt. Im nächs-































Abb. 1.5: Schema des Embden-Meyerhof-Parnas-Weges und der Gluconeogenese, sowie die Reaktion der F1P-
Aldolase. Außerdem sind die Abzweigungen in den oxidativen Zweig des Pentosephosphatweges verzeichnet. PTS:
Phosphotransferase-System, F1P: Fructose-1-phosphat, GAP: Glycerinaldehyd-3-phosphat, GA: Glycerinaldehyd,
FBP: Fructose-1,6-bisphosphat, DHAP: Dihydroxyacetonphosphat, F6P: Fructose-6-phosphat, G6P: Glucose-6-
phosphat, 1,3-bPG: 1,3-bis-Phosphoglycerat, 3-PG: 3-Phosphoglycerat, 2-PG: 2-Phosphoglycerat, PEP: Phosphoe-
nolpyruvat, 6-PG: 6-Phosphoglycerat.
entsteht 1,3-bis-Phosphoglycerat (1,3-bPG). Unter ATP-Bildung wird im nächsten Schritt
3-Phosphoglycerat (3-PG) generiert. Eine Isomerisierung von 3-PG zu 2-PG ist nötig, um
anschließend durch Wasserabspaltung Phosphoenolpyruvat (PEP) zu bilden. Die Pyruvat-
kinase bildet schließlich unter ATP-Bildung aus PEP Pyruvat. Die Gesamtgleichung für
den EMP-Weg ist:
Fructose + 2 NAD+ + 2 ADP + 2 Pi →
2 Pyruvat + 2 NADH + 2 ATP + 2 H+
Für die Metabolisierung von F1P gibt es noch eine weitere Möglichkeit: Die Spaltung
von F1P in DHAP und Glycerinaldehyd (GA) durch die F1P-Aldolase. GA wird unter
ATP-Verbrauch zu GAP phosphoryliert, so dass beide Metabolite in den EMP-Weg einge-
hen. Allerdings ist die F1P-Aldolase bisher lediglich für humane Leberzellen beschrieben,
wo eine F1P-Aldolase-Deﬁzienz zu Fructoseintoleranz führen kann [Froesch et al., 1963].
Pentosephosphatweg und KDPG-Weg
In Bakterien, wie z.B. E. coli oder C. glutamicum, die auf Glucose wachsen, wird
durch die Glucoseaufnahme Glucose-6-phosphat (G6P) gebildet, das über eine nachfol-
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gende Isomerisierung zu Fructose-6-phosphat (F6P) und anschließender Phosphorylierung
durch die 6-Phosphofructokinase als FBP in den EMP-Weg eintritt. G6P ist auch Aus-
gangspunkt des Pentosephosphatweges (PPP), der sich in einen oxidativen und einen
nicht-oxidativen Zweig gliedert. Des Weiteren kann G6P innerhalb des KDPG-Weg (oder
Entner-Doudoroﬀ-Weg) verstoﬀwechselt werden. R. rubrum bildet G6P aus FBP durch
die FBP-Phosphatase-Reaktion, eine gluconeogenetische Reaktion, die zu F6P führt. F6P
kann über eine Isomerisierung in G6P umgewandelt werden (vgl.a. Abb. 1.5).
Der KDPG-Weg stellt eine Alternativroute zum EMP-Weg dar und wandelt Glucose in
Pyruvat und GAP um. Die G6P-Dehydrogenase oxidiert G6P unter NADPH-Bildung in
einem ersten Schritt zu 6-Phosphoglucono-δ-lacton, das nachfolgend durch eine Lactonase
in 6-Phosphogluconat (6-PG) gespalten wird. Die Phosphogluconatdehydratase bildet aus
6-PG 2-Keto-3-desoxy-6-phosphogluconat (KDPG), das anschließend durch die KDPG-
Aldolase in Pyruvat und GAP gespalten wird. Für R. rubrum konnte jedoch gezeigt
werden, dass weder G6P-Dehydrogenase noch KDPG-Aldolase-Aktivität vorhanden sind















































































Abb. 1.6: Schema des nicht-oxidativen Zweiges des Pentosephosphatweges. Ribu5P: Ribulose-5-phosphat, R5P:
Ribose-5-phosphat, S7P: Sedoheptulose-7-phosphat, E4P: Erythrose-4-phosphat, Xylu5P: Xylulose-5-phosphat, GAP:
Glycerinaldehyd-3-phosphat, F6P: Fructose-6-phosphat. Schema modiﬁziert nach [Fuchs, 2007b] und [Yikrazuul,
2009].
Der oxidative Zweig des PPP-Weges entspricht dem KDPG-Weg in seinen ersten
zwei Reaktionen. Jedoch wird hier 6-PG mit der 6-PG-Dehydrogenase unter NADPH-
Bildung zu Ribulose-5-phosphat (Ribu5P) oxidiert und decarboxyliert. In der Gesamt-
bilanz werden aus G6P, 2 NADP+ und H2O: Ribu5P, 2 NADPH, 2 H+ und CO2 ge-
bildet. Ribu5P kann in Ribose-5-phosphat (R5P) umgewandelt werden. Die Reduktions-
14
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äquivalente werden für Biosynthesereaktionen verwendet, Ribose-5-phosphat wird in DNA
und RNA sowie verschiedenen Cofaktoren benötigt (NADH/NAD+, NADPH/NADP+,
ATP, ADP, AMP oder Coenzym A). Der nicht-oxidative Teil des PPP besteht aus re-
versiblen Transaldolase- und Transketolase-Reaktionen. Damit ist die Umwandlung von
Ribu5P in Intermediate des EMP-Weges möglich. Umgekehrt besteht jedoch ebenso die
Möglichkeit der Biosynthese von R5P über die reversiblen Reaktionen des nicht-oxidativen
PPP aus Intermediaten des EMP-Weges. Trotz des Fehlens der G6P-Dehydrogenase in
R. rubrum ist es somit möglich, das für schnell wachsende Zellen nötige Ribose-5-phosphat
zu bilden. In Abb. 1.6 sind die einzelnen Reaktionen ersichtlich [Fuchs, 2007b].
Stoﬀﬂussanalysen in C. glutamicum haben gezeigt, dass bei Wachstum auf Glucose
> 50 % des Kohlenstoﬀes über den PPP-Weg verstoﬀwechselt werden, um Vorstufen für
Biosynthesen zu bilden. Bei Wachstum auf Fructose dagegen spielt der PPP-Weg nur eine
untergeordnete Rolle und etwa 80 % der Fructose werden über den Embden-Meyerhof-
Parnas Weg verstoﬀwechselt. Darüber hinaus war das Wachstum geringer (µ = 0,48 h−1)
als auf Glucose (µ = 0,59 h−1) und ging mit der Produktion von sogenannten overﬂow -
Metaboliten wie Lactat und DHAP einher [Dominguez et al., 1998].
TCA-Zyklus
Das innerhalb des EMP-Weges gebildete Pyruvat wird durch den Pyruvat-Dehydro-
genase Komplex (PDH) oxidativ zu Acetyl-CoA decarboxyliert. Bei der Reaktion werden
NADH und CO2 gebildet. Der Nachweis und die Charakterisierung eines membrange-
bundenen PDH-Komplexes in R. rubrum erfolgte durch Lüderitz and Klemme [1977]. Die
PDH weist eine feedback -Inhibierung durch NADH (Ki = 5 µM) und Acetyl-CoA auf
(Ki = 40 µM) auf. Keine Eﬀekte hatten Zuckerphosphate, PEP und Intermediate des
TCA-Zyklus.
Das in der oxidativen Decarboxylierung gebildete Acetyl-CoA wird innerhalb des TCA-
Zyklus vollständig zu CO2 und Wasser abgebaut. Zusammen mit Oxaloacetat wird zu-
nächst durch die Citratsynthase Citrat gebildet. Die Citratsynthase wird in R. rubrum
durch KCl aktiviert, durch ATP und NADH jedoch inhibiert [Massarini et al., 1976].
Anschließend erfolgt die Isomerisierung von Citrat über Aconitat als Intermediat zu Iso-
citrat. Die Isocitrat-Dehydrogenase decarboxyliert Isocitrat unter NADPH-Bildung zu
α-KG. Dhillon and Silver [1972] reinigten die NADP-abhängige Isocitrat-Dehydrogenase
teilweise auf. Eine negative Regulation kann durch Glyoxylat, Oxaloacetat, ATP oder
Orthophosphat erfolgen. Als nächster Schritt erfolgt die oxidative Decarboxylierung von
α-KG zu Succinyl-CoA. Der die Reaktion katalysierende α-KG-Dehydrogenase-Komplex
ist ähnlich wie die PDH aufgebaut. Succinyl-CoA wird anschließend durch die Succinyl-


































Abb. 1.7: Allgemeines Schema des TCA-Zyklus und die dazugehörigen Enzyme, Energiemetabolite, Reduktions-
äquivalente sowie abgegebenes CO2. DH: Dehydrogenase, NADP+/NADPH: Nicotinamidadenindinukleodidphos-
phat, NAD+/NADH: Nicotinamidadenindinukleotid, GTP: Guanosintriphosphat, GDP: Guanosindiphosphat,
FAD+/FADH2: Flavinadenindinukleotid, Pi: anorganisches Phosphat.
aber durch Nukleosiddiphosphatkinasen zu ATP umgewandelt werden kann. Nachfolgend
wird Succinat zu trans-Fumarat unter FADH2-Bildung oxidiert. Die Enzymreaktion wird
durch die membranständige Succinat-Dehydrogenase katalysiert und ist in R. rubrum gut
charakterisiert [Carithers et al., 1977; Davies et al., 1977; Hateﬁ et al., 1972]. Die Fuma-
rase hydratisiert Fumarat stereospeziﬁsch zu L-Malat in einer trans-Additionsreaktion.
Anschließend kann L-Malat unter NADH-Bildung zu Oxaloacetat oxidiert werden. Die
Reaktion wird durch die Malat-Dehydrogenase katalysiert. Der vollständige Zyklus ist in
Abb. 1.7 ersichtlich. Die Gesamtgleichung für den Citratzyklus ist:
Acetyl-CoA + 2 NAD+ + NADP+ + FAD+ + GDP + Pi + 2 H2O →
2 CO2 + 2 NADH + NADPH + FADH2 + GTP + 2 H
+
Tab. 1.3 gibt alle Aktivitäten der Enzyme des Citratzyklus' unter aeroben Bedingun-
gen im Dunkeln im Vergleich zu phototrophen Bedingungen wieder. Bis auf die α-KG-
Dehydrogenase sind alle Enzymaktivitäten unter aeroben Bedingungen höher als unter
phototroph, anaeroben Bedingungen, bedingt durch die Anwesenheit von Sauerstoﬀ für




Tab. 1.3: Übersicht über die Aktivitäten verschiedener Enzyme des TCA-Zyklus auf Malat
als C-Quelle im Dunkeln und im Licht mit (NH4)2SO4 als Stickstoﬀquelle. Alle Angaben in
nmol/mgProtein ·min [Anderson and Fuller, 1967c].










Die Fixierung von CO2 spielt in R. rubrum zum einen für das Wachstum unter photo-
autotrophen Bedingungen [Anderson and Fuller, 1967a] und zum anderen für die Bildung
photosynthetischer Membranen oder organischen Säuren im Dunkeln eine große Rolle
[Schultz and Weaver, 1982]. Aus diesem Grund sollen an dieser Stelle die Möglichkeiten
der CO2-Fixierung in R. rubrum beschrieben werden.
Calvin-Benson-Bassham-Zyklus
Gut charakterisiert und untersucht ist die Rolle von CO2 für das Wachstum unter
photoautotrophen Wachstumsbedingungen in R. rubrum. Der unter diesen Bedingungen
aktive CBB-Zyklus ﬁxiert 1 Molekül CO2 mit 1 Molekül Ribulose-1,5-diphosphat un-
ter Bildung von 2 Molekülen 3-PG. Die Reaktion wird von der Ribulose-1,5-diphosphat
Carboxylase-Oxygenase (RuBisCO) katalysiert [Sirevag et al., 1977; Anderson and Fuller,
1967a]. Das instabile C6-Zwischenprodukt zerfällt in zwei C3-Moleküle 3-PG, welches an-
schließend unter ATP- und NADPH-Verbrauch zu Glycerinaldehyd-3-phosphat reduziert
wird, ein Zwischenprodukt des Embden-Meyerhof-Parnas-Weges (vgl.a. Abb. 1.8). Die
RuBisCO wird von drei Metaboliten negativ reguliert: Citrat, anorganischen Phosphat
und 3-PG, das Endprodukt der RuBisCO [Anderson and Fuller, 1969].
Reduktiver Citratzyklus
Noch nicht vollständig aufgeklärt wurde bisher der Beitrag der reduktiven Kohlen-
stoﬀdioxid-Fixierung über die RuBisCO unter photoheterotrophen Bedingungen im Licht.
Bei Anderson and Fuller [1967b] führten 14C-Markierungsstudien unter photoautotrophen
und photoheterotrophen Bedingungen mit L-Malat als C-Quelle zu unterschiedlichen 14C-
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Abb. 1.8: Calvin-Benson-Bassham-Zyklus in R. rubrum. 3-PG: 3-Phosphoglycerat, 1,3-bPG: 1,3-
bis-Phosphoglycerat. ATP: Adenosintriphosphat, ADP: Adenosindiphosphat, NADP+/NADPH:
Nicotinamidadenindinukleodidphosphat.
Verteilungen in den isolierten Produkten. So wurde ein 210-mal höherer Einbau von 14C
in Phosphatester (darunter PEP) unter photoheterotrophen Bedingungen (14C-Malat) be-
obachtet als unter photoautotrophen Bedingungen (14CO2), was darauf hin deutet, dass
der reduktive PPP-Weg unter photoheterotrophen Bedingungen nur eine untergeordnete
Rolle spielt. Höhere RuBisCO-Aktivitäten (35-mal höher) unter photoautotrophen Be-
dingungen bestätigen diese 14C-Markierungsversuche [Anderson and Fuller, 1967c].
Es wurde jedoch auch die Rolle eines reduktiven TCA-Zyklus zur CO2-Fixierung in
photosynthetischen Bakterien diskutiert [Buchanan et al., 1967; Evans et al., 1966; Bucha-
nan et al., 1964]. Dieser 1966 für Chlorobium thiosulfatophilum vorgestellte Zyklus ﬁxiert
in einem kompletten Umlauf 4 Moleküle CO2 zu einem Molekül Oxaloacetat. Ein Jahr
später wurde dieser neue Zyklus der Ferredoxin-abhängigen Kohlenstoﬀdioxid-Fixierung
auch in R. rubrum unter photosynthetischen Bedingungen nachgewiesen [Buchanan et al.,
1967].
Die Pyruvatsynthase setzt unter CO2-Fixierung Acetyl-CoA zu Pyruvat um. Das gebil-
dete Pyruvat kann anschließend zur Alaninbiosynthese verwendet werden oder weiter zu
Oxaloacetat carboxyliert werden. Die weiteren Schritte werden durch reversible Enzyme
des TCA-Zyklus bewerkstelligt. Die α-KG-Synthase ﬁxiert erneut 1 Molekül CO2 unter
Bildung von α-KG, welches durch die Isocitrat-Dehydrogenase reduktiv zu Isocitrat decar-
boxyliert wird. Ausgehend von Oxaloacetat und α-KG können 2 weitere Aminosäuren syn-
thetisiert werden: Aspartat und Glutamat. Eine besondere Rolle kommt dabei reduzierten






























Abb. 1.9: Reduktive TCA-Zyklus in R. rubrum (modiﬁziert nach Evans et al. [1966]).
duktiven TCA-Zyklus benötigt wird. Abb. 1.9 zeigt die einzelnen Reaktionen des redukti-
ven TCA-Zyklus. In Tab. 1.4 sind einzelne Enzymaktivitäten des reduktiven TCA-Zyklus
nach Buchanan et al. [1967] aufgelistet. Bis auf die Citratlyase wurden alle Aktivitäten
für photoheterotrophe (Succinat als C-Quelle) Zellen bestimmt. Die Citratlyase-Aktivität
wurde lediglich unter phototroph, autotrophen Bedingungen (H2/CO2) gefunden.
Unterstützt wird dieses Ergebnis durch 14C-Markierungsexperimente. 1,5-14C-Citrat
wird nach Zugabe von ATP und CoA zu 14C-Aspartat, das Produkt der Citratlyase-
Reaktion, umgesetzt. In photoheterotroph mit Succinat gewachsenen Zellen wurde kein
markiertes Aspartat gefunden [Buchanan et al., 1967]. Obwohl die Citratlyase-Aktivität
von Buchanan et al. [1967] in R. rubrum gemessen worden ist, sind spätere Arbeiten von
Ivanovsky et al. [1980]; Beuschner and Gottschalk [1972] entstanden, welche eindeutig die
Abwesenheit der ATP-abhängigen Citratlyase-Reaktion zeigen. Übereinstimmend wurde
allerdings das Fehlen der Citratlyase-Aktivität unter photoheterotrophen Bedingungen
gefunden, so dass zumindest für diese Bedingungen angenommen werden kann, dass keine
Citratlyase-Aktivität vorhanden ist.
Acetatassimilation
Bereits seit vielen Jahren ist bekannt, dass R. rubrum neben Succinat als C-Quelle
Acetat unter photoheterotrophen Bedingungen in zelluläres Material einbauen kann [Cu-
tinelli et al., 1951; Glover et al., 1952]. Im Gegensatz zu anderen Bakterien, die auf Acetat
wachsen können, besitzt R. rubrum keinen funktionellen Glyoxylatzyklus, da das essen-
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Tab. 1.4: Aktivitäten von Enzymen des reduktiven TCA-Zyklus in R. rubrum unter pho-
totrophen Bedingungen [Buchanan et al., 1967]. Außer Citratlyase (autotroph) alle Enzy-
maktivitäten mit Succinat als C-Quelle und in nmol/mgProtein · min.













zielle Enzym Isocitratlyase fehlt [Kornberg and Lascelles, 1960]. Ivanovsky et al. [1997]
schlugen den Citramalatweg zur Assimilation von Acetat in R. rubrum vor, der ausgehend
von Acetyl-CoA und Pyruvat Citramalat als Zwischenprodukt aufweist, das über Mesaco-
nat, Mesaconyl-CoA und β-Methylmalyl-CoA in Glyoxylat und Propionyl-CoA umgesetzt
wird. Propionyl-CoA wird dann in weiteren Schritten zu Succinat umgewandelt, das den
TCA-Zyklus auﬀüllt. Glyoxylat kondensiert mit einem weiteren Molekül Acetyl-CoA zu
Malat (s.a. Abb. 1.10/A).
Erst vor kurzem wurde von Erb et al. [2007] der Ethylmalonyl-CoA-Weg für
Methylobacterium extorquens vorgeschlagen, der ausgehend von 2 Molekülen Acetyl-CoA
und einer reduktiven Fixierung von CO2 mit der Bildung von Malat und Succinat den
TCA-Zyklus auﬀüllt. Schlüsselenzym in diesem metabolischen Weg ist die Crotonyl-CoA
Carboxylase/Reduktase (CCR), die in einem Schritt Crotonyl-CoA zu Ethylmalonyl-CoA
unter NADPH-Verbrauch carboxyliert (s.a. Abb. 1.10/B). Der Ethylmalonyl-CoA-Weg
weist neue ungewöhnliche Moleküle als Intermediate auf ((2R)-/(2S )-Ethylmalonyl-CoA,
(2S )-Methylsuccinyl-CoA oder Mesaconyl-CoA). Die entsprechenden Enzyme könnten un-
ter Umständen neue und unkonventionelle Reaktionen katalysieren und als Biokatalysa-
toren Verwendung ﬁnden [Alber, 2011]. Da für R. rubrum homologe DNA-Abschnitte zur
CCR aus Methylobacterium extorquens gefunden worden sind, ist es sehr wahrscheinlich,
dass R. rubrum ebenfalls den Ethylmalonyl-CoA-Weg für die Acetatassimilation nutzt.
Eine detaillierte Untersuchung der Acetatassimilation in R. rubrum wurde im Rahmen





























Abb. 1.10: Schematische Übersicht der beiden vorgeschlagenen Wege für die Acetatassimilation in
Isocitratlyase-negativen Bakterien. A: Citramalatweg, von Ivanovsky et al. [1997] für R. rubrum vorgeschlagen.
B: Ethylmalonyl-CoA-Weg, von Erb et al. [2007] für R. rubrum vorgeschlagen.
Anaplerotische Reaktionen
Neben dem CBB-Zyklus und dem reduktiven TCA-Zyklus besitzt R. rubrum Enzyme
für anaplerotische, CO2-ﬁxierende Reaktionen, die in Abb. 1.11 aufgezeigt werden. Die
reversible Carboxylierung von PEP zu Oxaloacetat durch die PEP-Carboxykinase wur-
de in R. rubrum unter phototrophen Bedingungen nachgewiesen und das entsprechende
Enzym wurde aufgereinigt. Die Reaktion ist GTP (ITP)-abhängig und wird durch ATP
















Ppc:   PEP-Carboxylase
Pck:   PEP-Carboxykinase
Pyc:   Pyruvat-Carboxylase
Odx:  Oxaloacetat-Decarboxylase








Abb. 1.11: Anaplerotische Reaktionen im Zentralstoﬀwechsel. Die grau gekennzeichneten En-




Das Biotin-abhängige Enzym Pyruvat-Carboxylase ist nicht detailliert für R. rubrum
beschrieben, jedoch wurde die Aktivität im Rahmen der Untersuchung des Acetatstoﬀ-
wechsels von Berg and Ivanovsky [2009] in R. rubrum gemessen. Auf Malat als C-
Quelle unter phototrophen Bedingungen beträgt die Pyruvat-Carboxylase-Aktivität dem-
nach 52 nmol/mgProtein ·min. Genauer untersucht wurde die Pyruvat-Carboxylase in
Rb. capsulatus , wo das Enzym durch Intermediate des TCA-Zyklus inhibiert und durch
Pyruvat aktiviert wird [Yakunin and Hallenbeck, 1997]. Das Malatenzym setzt Malat
reversibel zu Pyruvat unter Bildung von NADPH um. Malatenzym-Aktivität wurde in
R. rubrum nachgewiesen [Hoover and Ludden, 1984; Iwakura et al., 1978].
1.2 Grundlagen der Prozessführung
Ein wesentlicher Aspekt eines biotechnologischen Fermentationsverfahrens ist die Wahl
der Betriebsweise des Bioreaktors. Die Prozessführung hat zum Beispiel einen Einﬂuss auf
die Umsatzrate von Substrat und die Produktausbeute, aber auch der apparative Aufwand
und die Zuverlässigkeit des Prozesses müssen in die Überlegungen mit einbezogen werden.
Im Fall einer Produktinhibierung kann die störende Substanz durch einen kontinuierlichen
Prozess unter Zellrückhaltung aus dem Prozess entfernt werden.
Grundsätzlich können zwei Arten der Prozessführung unterschieden werden: nicht-kon-
tinuierliche Prozesse (Batch und Fedbatch) sowie kontinuierliche Verfahren (Chemostat,
Turbidostat oder Perfusion mit Zellrückhaltung).
1.2.1 Batch-Verfahren
Beim Satzverfahren (Batch) wird der Bioreaktor vollständig mit Substraten befüllt.
Es ﬁndet kein zusätzlicher Eintrag von Substraten zu einem späteren Zeitpunkt mehr
statt. Der Batch-Prozess kann trotzdem nicht als geschlossenes System betrachtet werden,
da in aeroben Prozessen O2, aber auch Säure bzw. Base zur pH-Wertregelung und ggf.
Antischaum zur Unterdrückung der Schaumbildung zugeführt werden.
Nach Inokulation des Reaktors nimmt die Substratkonzentration durch Wachstum der
Zellen ab. Gleichzeitig können Metabolite des Zellstoﬀwechsels ausgeschieden werden.
Während dieser Zeit muss in aeroben Prozessen die Versorgung mit ausreichend O2 ge-
währleistet sein, da sonst eine frühzeitige Limitation des Wachstums durch Sauerstoﬀ-
mangel eintritt. Sind die Substrate verbraucht oder wird das Wachstum durch akkumu-
lierende Metabolite inhibiert, tritt ein Wachstumsstopp ein. Damit ist in einem Batch-
Prozess die maximale Produktkonzentration erreicht und die Fermentation kann zu diesem
Zeitpunkt abgebrochen werden [Pörtner, 2006a].
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Diese Art der Betriebsführung eines Bioreaktors ist einfach und zuverlässig, sie hat aber
auch Nachteile. Die Anfangskonzentrationen der Substrate ist durch die Konzentration li-
mitiert, bei der eine Inhibierung des Zellwachstums auftritt. Die maximal erreichbare
Biomasse ist dadurch gering und die Produktbildungsphase meistens kurz. Aus diesem
Grund werden in einem Batch-Prozess auch nur begrenzte volumenspeziﬁsche Produkti-
vitäten erreicht [Stanbury et al., 1999].
1.2.2 Fedbatch-Verfahren
Eine Weiterentwicklung des Batch-Prozesses, um die Produktbildungsphase zu verlän-
gern und höhere Biomassen zu erreichen, ist der Fedbatch-Prozess. Dabei erfolgt eine
Zufütterung von Substrat, wenn die vorgelegte Substratkonzentration im Medium weit-
gehend verbraucht ist oder wachstumslimitierende Werte erreicht. Die Zufütterung kann
nach verschiedenen Strategien erfolgen. Eine einfache Möglichkeit ist ein linearer Feed mit
konstanter Zufütterungsrate. Dem gegenüber steht ein exponentieller Feed, bei dem die
Rate exponentiell im Verlauf der Fermentation ansteigt. Auf diese Weise ist es möglich, die
unvermeidbar eintretende Wachstumslimitation bei einem linearen Feed zu überwinden,
wenn die Zufütterungsrate bei steigender Biomasse die speziﬁsche Substratverbrauchsrate
übersteigt. In bestimmten Fällen ist es aber auch erforderlich eine limitierende Substrat-
konzentration einzustellen [Krahe, 2003].
Insgesamt bedeutet ein Fedbatch-Prozess immer einen höheren apparativen Aufwand,
da zumindest ein Behälter mit Feedlösung und entsprechende Vorrichtungen zur Dosierung
und deren Steuerung vorhanden sein muss.
1.2.3 2-Stufen-Prozess
Ein 2-Stufen-Prozess könnte für R. rubrum von Vorteil sein, da eine Reihe von Produk-
ten wie photosynthetische Membranen und die damit assoziierten Produkte wie Porphy-
rine, δ-Aminolävulinsäure (δ-ALA), Coenzyme oder Vitamin B12 oder organische Säuren
unter O2-limitierten Bedingungen gebildet werden. Da unter diesen Bedingungen im Ver-
gleich zu aeroben Bedingungen geringere Wachstumsraten erreicht werden können, ist eine
gleichzeitige Produktion von Biomasse nicht von Vorteil. Wesentlich höhere Wachstums-
raten werden mit R. rubrum unter aeroben Bedingungen (pO2 > 5 %) erzielt [Grammel
et al., 2003]. Aus diesem Grund sollte im Rahmen dieser Arbeit die Eignung von 2-
Stufen-Prozesse untersucht werden. Innerhalb dieser Prozessform wird in einer aeroben
Wachstumsphase zunächst Biomasse gebildet werden. Anschließend kann durch Absen-
ken des Sauerstoﬀpartialdrucks die Produktbildung induziert werden, was entweder durch
die Einstellung mikroaerober oder anaerober Bedingungen erfolgen kann. Es entsteht so-
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mit eine Entkopplung von Wachstum und Produktbildung. Der 2-Stufen-Prozess kann
als Batch-Prozess oder als Fedbatch-Prozess durchgeführt. Lu et al. [2009] wendeten z.B.
einen 2-Stufen-Prozess zur Produktion von Succinat mit E. coli an. Nachdem die Zellen
aerob bis zu einer Zelldichte von A600 = 20 kultiviert worden waren, wurde die Succinat-
bildung durch Umschalten auf anaerobe Bedingungen mit 0,5 L/min CO2 induziert.
Im Dunkeln ist aufgrund der O2-abhängigen Regulation die Bildung photosynthetischer
Membranen unter O2-limitierenden Bedingungen wie mikroaeroben oder anaeroben Be-
dingungen möglich. Der bei Grammel et al. [2003] beschriebene mikroaerobe Kulti-
vierungsprozess führt zur Ausbildung photosynthetischer Membranen im Dunkeln. Dabei
werden die C-Quellen Fructose und Succinat aus dem von Ghosh et al. [1994] entwickelten
Mediums (M2SF-Medium) simultan von R. rubrum aufgenommen. Die Prozessführungs-
strategie folgt einer pH-pO2-gekoppelten Regelung des mikroaeroben Zustandes. Unter
anaeroben Sauerstoﬀbedingungen sinkt der pH-Wert durch die Produktion organischer
Säuren. Unter aeroben Sauerstoﬀbedingungen steigt der pH-Wert durch die simultane
Aufnahme von Succinat mit H+ [Gutowski and Rosenberg, 1975]. Entsprechend wurde im
Prozess die Zufuhr von O2 bei sinkendem pH erhöht und bei steigenden pH-Wert verrin-
gert und so eine Einstellung mikroaerober Sauerstoﬀbedingungen erzielt [Grammel et al.,
2003].
1.2.4 Kontinuierliche Kultivierung unter Zellrückhaltung
Im Gegensatz zum Batch-, Fedbatch- und 2-Stufen-Prozess wird bei kontinuierlichen
Verfahren fortlaufend frisches Medium in den Bioreaktor gepumpt und gleichzeitig Kultur-
brühe abgepumpt. Bei einer kontinuierlichen Kultivierung unter Zellrückhaltung wird dar-
über hinaus ein Verlust der Zellen über den Ablauf durch ein geeignetes Rückhaltesystem
verhindert. Somit können höhere volumetrische Produktivitäten als ohne Zellrückhaltung
erreicht werden. Die Zellrückhaltung lässt sich durch verschiedene Techniken realisieren.
Rührkesselreaktoren lassen sich mit Filtrationseinheiten, Zentrifugen oder Sedimentern
koppeln [Pörtner, 2006b].
Im Rahmen dieser Arbeit sollte eine kontinuierliche Kultivierung unter Zellrückhaltung
für R. rubrum entwickelt werden, um lösliche Substanzen, welche durch das Bakteri-
um in das extrazelluläre Medium ausgeschieden werden, aus der Kulturbrühe zu entfer-
nen. Damit sollte eine Ausbildung maximaler Level an photosynthetischen Membranen
im Dunkeln ermöglicht werden, da durch Experimente mit Mediumsüberständen gezeigt
werden konnte, dass sich derselbige inhibitorisch auf die Produktion der Photosynthe-
semembranen auswirkt. Eine Maximierung der Biomassekonzentration, was beispielswei-
se bei der kontinuierlichen Kultivierung von tierischen Zellen angestrebt wird [Pörtner,
2006b], stand dabei nicht im Vordergrund. Vielmehr sollte gezeigt werden, dass durch
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eine gezielte Abreicherung der inhibitorischen Substanzen eine höhere Produktivität an
Photosynthesemembranen in R. rubrum im Dunkeln erzielt werden kann.
1.3 Bildung und Anwendung biotechnologisch
interessanter Produkte
1.3.1 Biosynthese von Carotinoiden
Carotinoide werden in Bakterien, Algen, Pilzen und grünen Pﬂanzen gebildet, von
denen die C40-Carotinoide am häuﬁgsten vertreten sind. Vor allem die bakteriellen Caro-
tinoide unterscheiden sich von denen der Algen, Pilze und Pﬂanzen und sind strukturell
sehr vielfältig [Sandmann, 2001; Schmidt, 1978].
Des Weiteren sind sie wertvolle Produkte, die zum Beispiel als Farbstoﬀe in der Kosme-
tikindustrie, Geﬂügelhaltung und Fischhaltung eingesetzt werden. Auch in Lebensmitteln
werden Carotinoide wie β-Carotin oder Lycopin als Farbstoﬀe verwendet [Ausich, 1997].
Darüber hinaus werden Carotinoiden positive Wirkungen im Hinblick auf verschiedene
chronische Erkrankungen zugeschrieben, darunter kardiovaskuläre Erkrankungen, Krebs-
erkrankungen und Makuladegeneration des Auges [Cooper, 2004; Ausich, 1997].
Das vorherrschende Carotinoid in R. rubrum-Zellen der stationären Wachstumsphase
ist Spirilloxanthin [Goodwin and Osman, 1953; Polgár et al., 1944; van Niel and Smith,
1935]. Es kommt als fester Bestandteil des Lichtsammelkomplexes LH-1 vor, wo Spiril-
loxanthin das einfallende Licht einfängt und die Elektronen zum Reaktionszentrum wei-
terleitet, wo die Ladungstrennung und Weiterleitung der Elektronen erfolgt [Siefermann-
Harms, 1985]. Evans et al. [1988] fanden heraus, dass Spirilloxanthin immer in einem be-
stimmten Verhältnis zu Bacteriochlorophyll im LH-1-Komplex (B880) enthalten ist, das
2:1 (Bacteriochlorophyll:Carotinoid) beträgt. Darüber hinaus kommt den Carotinoiden
im Lichtsammelkomplex eine wichtige Rolle zum Schutz des Photosyntheseapparates vor
Photooxidation in Anwesenheit von Sauerstoﬀ zu. Die photochemische Reaktion verläuft
über einen angeregten Zustand des Bacteriochlorophylls (Triplett-Zustand), das nachfol-
gend mit Sauerstoﬀ zu Singulett-Sauerstoﬀ (1O2) reagiert. Singulett-Sauerstoﬀ ist sehr
reaktiv und führt in der Regel zu irreparablen Zellschäden. Carotinoide verhindern die
Entstehung von Singulett-Sauerstoﬀ [Glaeser and Klug, 2005; Cogdell et al., 2000].
DOXP-und Mevalonat-Weg in R. rubrum
Die Biosynthese von Isoprenoiden erfolgt aus Precursor-Molekülen des Zentralstoﬀ-
wechsels. Grundsätzlich sind zwei Wege bekannt, die beide zunächst zu Isopentenyldi-
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phosphat (IPP) führen: der DOXP-Weg und der Mevalonat-Weg. Ausgehend von IPP wer-
den verschiedene Metabolite wie Steroide (Cholesterin), Sesquiterpenoide, Carotinoide,
Coenzyme und Isoprene abhängig vom jeweiligen Organismus gebildet. In Abb. 1.12 sind


























Abb. 1.12: Allgemeines Schema des DOXP-Weges und Mevalonat-Weges in der Zelle. Gelb unterlegt ist der
Ausschnitt des Zentralstoﬀwechsels, von dem Precursor für die Biosynthese von IPP ausgehen. G6P: Glucose-
6-phosphat, DHAP: Dihydroxyacetonphosphat, GAP: Glycerinaldehyd-3-phosphat, DOXP: 1-Desoxy-D-xylulose-5-
phosphat, NADP+/NADPH: Nicotinamidadenindinukleodidphosphat, CTP: Cytosintriphosphat, PP: Pentenylphos-
phat, 3-HMG: 3-Hydroxy-3-methylglutaryl-CoA.
Ausgehend von GAP und Pyruvat wird beim DOXP-Weg durch die Thiamin-abhängige
DOXP-Synthase (dxs-Genprodukt) 2-Keto-desoxy-xylulose-5-phosphat gebildet, das an-
schließend zu 2-C-Methylerythritol-4-phosphat reduziert wird (DOXP-Reduktase). In wei-
teren Reaktionen wird, unter Verbrauch von CTP, IPP gebildet [Schwender, 1999].
Beim Mevalonat-Weg wird Acetyl-CoA mit Acetoacetyl-CoA zu 3-Hydroxymethyl-
glutaryl-CoA (3-HMG-CoA) umgesetzt. Katalysiert wird diese Reaktion durch die 3-
HMG-CoA Synthase. Acetoacetyl-CoA wird durch eine Thiolase aus 2 Molekülen Acetyl-
CoA synthetisiert. 3-HMG-CoA wird anschließend mit NADPH zu Mevalonat durch die
HMG-CoA-Reduktase reduziert. Unter ATP-Verbrauch und CO2-Abspaltung wird dann
in zwei Schritten IPP gebildet [Rohmer, 1999].
Beide Wege, DOXP- und Mevalonat-Weg, sind unter Prokaryonten unabhängig taxo-
nomischer Zugehörigkeiten weit verbreitet. In R. rubrum wird IPP über den DOXP-Weg
gebildet [Takaichi, 2009]. Widersprüchlich dazu wird bei Baltscheﬀsky et al. [1997] be-
schrieben, dass R. rubrum auf Mevalonat als C-Quelle unter phototrophen Bedingun-
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gen wachsen kann. Das Enzym HMG-CoA-Lyase, das 3-Hydroxy-3-methylglutaryl-CoA
(HMG) zu Acetyl-CoA und Acetoacetat spaltet, wurde zwar in R. rubrum nachgewiesen,
allerdings nur bei Wachstum auf Leucin als alleinige C-Quelle. Bei Wachstum auf Mevalo-
nat wurde keine HMG-CoA-Lyase-Aktivität gefunden [Baltscheﬀsky et al., 1997]. Darüber
hinaus berichten Davies and Goodwin [1959], dass [2-14C]Mevalonat im Gegensatz zu [2-
14C]Acetat nicht in isolierte Chromatophoren eingebaut wird. Auch die Metabolisierung
von [2-14C]Mevalonat (0,1-0,2 %) ist im Vergleich zu [2-14C]Acetat (6-7 %) deutlich gerin-
ger. Zusammenfassend lässt sich nicht ausschließen, dass neben dem DOXP-Weg auch der
Mevalonatweg in R. rubrum vorkommt, wahrscheinlicher jedoch ist das Vorhandensein
des DOXP-Weges für die intrazelluläre Bildung von IPP in R. rubrum.
Biosynthese von Spirilloxanthin in R. rubrum
Das Carotinoid-Spektrum in R. rubrum variiert abhängig von der Wachstumsphase.
In wachsenden R. rubrum-Zellen ﬁnden sich große Mengen Lycopin, Rhodopin, Anhy-
drorhodopin, Rhodovibrin und Spirilloxanthin. Im Gegensatz dazu macht Spirilloxanthin
mit 95 % aller Carotinoide den Hauptanteil in der späten exponentiellen bzw. stationären




























Abb. 1.13: Biosynthese von Spirilloxanthin ausgehend von Lycopin in R. rubrum. A: Hydroxylierung, B: Dehydrie-
rung, C: Methylierung. Angegeben sind auch die beteiligten Enzyme und die entsprechenden codierenden Gene.
Die Biosynthese von Spirilloxanthin erfolgt in R. rubrum ausgehend von Lycopin. Die
Biosynthese von Spirilloxanthin beinhaltet grundsätzlich 3 verschiedene Reaktionstypen:
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Hydroxylierung (A), Dehydrierung (B) und Methylierung (C) (s.a. Abb. 1.13). Die Hy-
droxylierung erfolgt durch Addition von Wasser an die Doppelbindung unter Bildung
eines tertiären Alkohols. Die Dehydrierung führt unter Abspaltung von 2 H-Atomen eine
zusätzliche Doppelbindung in Konjugation zu den bereits bestehenden konjugierten Dop-
pelbindungen ein. Der anschließende Methylierungsschritt erfolgt an derselben tertiären
Hydroxylgruppe, die durch die Hydroxylierung im ersten Schritt eingeführt worden ist.
Für die Methylierung wird die Methyl-Gruppe von S-Adenosylmethionin (SAM) benutzt,
die durch eine entsprechende Methyltransferase übertragen wird [Benedict and Beckman,
1964]. Dieses Reaktionsschema wiederholt sich noch ein zweites Mal und führt schließlich
zur Bildung von Spirilloxanthin [Jensen and Cohen-Bazire, 1961].
1.3.2 Bacteriochlorophyll a und Porphyrine aus R. rubrum
Porphyrine bestehen aus 4 Pyrrolringen (Tetrapyrrol), die über Methingruppen zyklisch
miteinander verbunden sind. Von der Grundstruktur des Porphyrins leiten sich eine Viel-
zahl weiterer Strukturen ab, wie Protoporphyrin, Chlorophyll und Häm (in Hämoglobin
oder Cytochromen), die essenzielle biologische Funktionen in der Zelle übernehmen.
Darüber hinaus stellen sie interessante Produkte für industrielle und medizinische An-
wendungen dar [Yamagata et al., 1998]. So eignen sich Porphyrine als Katalysatoren für
chemische Reaktionen, wie z.B. Fe-Porphyrin für die Oleﬁn-Epoxidierung mit Iodosylben-
zol [Groves and Nemo, 1983]. Bedeutend ist auch die Anwendung von Porphyrinen für
die Photodynamische Tumortherapie (PDT). Bei der PDT werden Photosensibilisatoren
wie z.B. Porphyrin, Porphyrinderivate (Protoporphyrin IX) oder die Vorstufe δ-ALA ver-
wendet, die speziﬁsch von den Tumorzellen aufgenommen werden und sich dadurch im
Tumorgewebe anreichern. Durch eine nachfolgende Lichteinstrahlung erfolgt die Bildung
von Singulett-Sauerstoﬀ aus im Gewebe vorhandenen Sauerstoﬀ, wodurch das Tumor-
gewebe zerstört wird [Ackroyd et al., 2001; Klyashchitsky et al., 1994]. Da die Licht-
penetration durch Gewebe umso größer ist, je höher die Wellenlänge des Lichts ist, kommt
Infrarot/nahes Infrarotlicht bei der PDT zur Anwendung. Aus diesem Grund ist die Photo-
dynamische Tumortherapie nur für bestimmte Tumorarten im Frühstadium anwendbar,
wie z.B. Hauttumore oder endoskopisch zugängliche Tumore [Plaetzer et al., 2005]. Wei-
terhin wird die Photodynamische Therapie in der Augenheilkunde für die Behandlung
von Gefäßneubildungen unter der Netzhaut (chorioidalen Neovaskularisationen) einge-
setzt [Azab et al., 2005].
Photosensibilisatoren können auch zur Tumordiagnose eingesetzt werden, wo die ﬂuo-
reszenten Eigenschaften des eingesetzten Photosensibilisators im Tumorgewebe zur Bild-
gebung genutzt wird. δ-ALA wird z.B. beim Urothelialkarzinom verwendet [Inoue et al.,
2009; Denziger and Burger, 2008; Fritsch et al., 1998].
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Ein weiteres interessantes Produkt ist Vitamin B12 (Cobalamin), das sich von Uropor-
phyrinogen III, einer Vorstufe von Protoporphyrin IX, ableitet. Strukturell weist Vitamin
B12 keine Porphyrin-Ringstruktur auf, sondern ein Corrin-System, dessen Zentralion ein
Cobalt-Ion (Co+) ist (vgl. a. Abschn. 1.15). In der Medizin wird Vitamin B12 zur Behand-
lung von Anämien und Neuritis bei Vitamin B12-Mangel (perniziöse Anämie bei Fehlen
des intrinsic factor) eingesetzt. Darüber hinaus ﬁndet Vitamin B12 Anwendung in Cremes
gegen Schuppenﬂechte und Neurodermitis [Sasaki et al., 2005].
Es sind eine Reihe, zum Teil genetisch bedingter, Erkrankungen bekannt, die durch
die Akkumulation von Vorstufen der Hämbiosynthese gekennzeichnet sind. Je nachdem
welches Enzym der Hämbiosynthese betroﬀen ist, reichern sich verschiedene Porphyrin-
Strukturen in den Organen an und führen zu den entsprechenden Symptomen. Durch
einen verminderten Einbau von Eisen (verminderte Aktivität der Ferrochelatase) reichert
sich bei der Erythropoetischen Protoporphyrie der Vorläuferstoﬀ Protoporphyrin IX im
Gewebe und in der Haut an, das zu schmerzhaften Symptomen gegenüber (Sonnen)licht
führt [Todd, 1994].
Biosynthese von Protoporphyrin IX in R. rubrum
Die Biosynthese der Vorstufe Protoporphyrin IX erfolgt in R. rubrum aus dem
Precursor Succinyl-CoA des zentralen Kohlenstoﬀwechsels. Das Enzym δ-Aminolävulin-
Synthetase (δ-ALA-Synthetase) bildet aus Glycin und Succinyl-CoA δ-Aminolävulinsäure
[Jones, 1978; Shemin and Kikuchi, 1958; Shemin and Russel, 1953]. Die Regulation der
δ-ALA-Synthetase wurde in Rb. sphaeroides untersucht, wo ein starker Anstieg der spe-
ziﬁschen Aktivität der δ-ALA-Synthetase bei Adaptation von aeroben auf anaeroben Be-
dingungen zu beobachten war. Bei anschließender Begasung mit Sauerstoﬀ verminderte
sich die Aktivität wieder. Darüber hinaus ﬁndet eine feedback -Inhibierung durch Proto-
häm, Polysulﬁde und durch ATP statt [Burnham and Lascelles, 1963]. Für Rb. capsulatus
konnte ebenfalls gezeigt werden, dass die δ-ALA-Synthetase durch Sauerstoﬀ reguliert
wird. In Anwesenheit von Sauerstoﬀ ist die Akkumulation von Protoporphyrin in einem
bchH -deﬁzienten Stamm auch in Anwesenheit von extrazellulären δ-ALA gehemmt, das
darauf hindeutet, dass die δ-ALA-Synthetase in Anwesenheit von Sauerstoﬀ inhibiert ist
[Biel, 1992].
Anschließend werden 2 Moleküle δ-Aminolävulinsäure durch die Porphobilinogen-Syn-
thase (hemB) zu Porphobilinogen umgewandelt. In Rb. capsulatus konnten Biel et al.
[2002] zeigen, dass auch die intrazelluläre Konzentration an Porphobilinogen durch Sauer-
stoﬀ reguliert wird. Jedoch ﬁndet keine transkriptionelle Inhibierung von hemB oder feed-
back -Inhibierung der Porphobilinogen-Synthase durch Sauerstoﬀ oder Protoporphyrin IX
statt. Vielmehr führt die Existenz der NADPH-abhängigen δ-ALA-Dehydrogenase zu ei-
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ner Konkurrenzsituation um das vorhandene δ-ALA. Die δ-ALA-Dehydrogenase reduziert
δ-ALA zu δ-Amino-γ-Hydroxyvalerat, das über mehrere nachfolgende Reaktionen zu α-
KG und Glutamat umgewandelt werden kann. In Rb. capsulatus wurden unter aeroben Be-
dingungen sehr viel höhere δ-ALA-Dehydrogenase-Aktivitäten gefunden als unter photo-
troph, anaeroben Bedingungen. δ-ALA stellt somit einen Zweigpunkt der Tetrapyrrol-
Biosynthese dar, an dem der Kohlenstoﬀﬂuss in Abhängigkeit der Sauerstoﬀbedingungen
reguliert werden kann. Die Aktivität der δ-ALA-Dehydrogenase konnte für R. rubrum



































































Abb. 1.14: Biosynthese von Protoporphyrin IX aus Succinyl-CoA und Glycin in R. rubrum. Rot gekennzeichnet ist
die Transition des Glycin innerhalb des Protoporphyrin IX-Biosyntheseweges.
Die Uroporphyrinogen-Synthase (hemC ) und Uroporphyrinogen-III-Cosynthase (hemD)
bilden unter Ammoniumabspaltung Uroporphyrinogen III. Zwei nachfolgende Decarboxy-
lierungs-Schritte durch die Uroporphyrinogen-Decarboxylase und -Oxidase bilden unter
Abspaltung von insgesamt 6 Molekülen CO2 Protoporphyrin IX. Ausgehend von Protopor-
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phyrin IX erfolgt die Biosynthese von (Bacterio)chlorophyll bzw. Häm (vgl.a. Abb. 1.14).
Biosynthese von Bacteriochlorophyll a in R. rubrum
Chlorophylle werden in der Lebensmittelindustrie verwendet und sind, im Gegensatz zu
Grün S (Triphenylmethanfarbstoﬀ), natürliche Farbstoﬀe. Darüber hinaus können Chloro-
phylle aufgrund ihrer Porphyrinstruktur als Photosensibilisatoren eingesetzt werden [Ura-
kami and Yoshida, 1993; Henderson et al., 1991].
Die Biosynthese von Bacteriochlorophyll a verläuft über mehrere Zwischenstufen,
die für R. rubrum noch nicht alle vollständig charakterisiert sind. In Chlorella tritt
Magnesium-Protoporphyrin-Monomethylester (Mg-PPIXMe), das über Magnesium-Proto-
porphyrin IX (Mg-PPIX) gebildet wird, als Zwischenprodukte auf [Granick, 1961]. Der
Wildtyp Rb. sphaeroides scheidet unter normalen phototrophen Wachstumsbedingungen
Mg-PPIXMe in das extrazelluläre Medium aus. Durch einen Mangel an Eisen wird ver-
stärkt Mg-PPIXMe ins Medium abgegeben [Jones, 1963]. Auch für Rb. capsulatus wurde
die Fe-abhängige Ausscheidung von Mg-PPIXMe beobachtet [Cooper, 1963].
Der erste Schritt der Bacteriochlorophyll a-Biosynthese bildet den Einbau von Mg2+ in
Protoporphyrin IX durch die Mg-PPIX-Chelatase (bchIDH ). Durch die Reaktion ent-
steht Magnesium-Protoporphyrin IX (Mg-PPIX). Der zweite Schritt ist die Vereste-
rung der Carboxylgruppe der Propionyl-Seitenkette (C-13) von Mg-PPIX, wodurch Mg-
PPIXMe gebildet wird. Die Reaktion wird durch die S-Adenosylmethionin(SAM)-Mg-
PPIX-Methyltransferase (bchM ) katalysiert, welche SAM zur Übertragung der Methyl-
gruppe nutzt. Es wird angenommen, dass beide Enzyme in einem Multienzymkomplex
organisiert sind. Die Existenz beider Enzyme wurde für Rb. capsulatus [Bollivar et al.,
1994] und für Rb. sphaeroides [Gorchein et al., 1993] gezeigt.
Anschließend erfolgt die Bildung des isozyklischen Rings an der 13-Methylpropionat-
Seitenkette des Mg-PPIXMe. Verantwortlich für diese komplexe Reaktion ist die
Magnesium-Protoporphyrin IX Monomethylester Cyclase (Mg-PPIXMe-C) (bchE ). Unter
Hydroxylierung und Oxidation erfolgt die Ligation einer neu gebildeten 13-oxo-Methyl-
propionat-Seitenkette an das C-15-Brückenatom des Mg-PPIXMe unter Ringschluss zwi-
schen den Pyrrol-Ringen C und D [Bollivar and Beale, 1996]. Die gebildet Struktur heißt
[3,8-Divinyl]-Protochlorophyllid (PChlid) a. In höheren Pﬂanzen erfolgt die Bildung der
Carbonyl-Gruppe durch molekularen Sauerstoﬀ, in den anoxygenen Bakterien dagegen
aus einem Wassermolekül unter Bildung von NADPH. In Rb. capsulatus konnte gezeigt
werden, dass die Reaktion Vitamin B12-abhängig ist [Gough et al., 2000]. In R. rubrum
wurde ebenfalls die Existenz der Mg-PPIXMe-C nachgewiesen. Darüber hinaus wurde
gezeigt, dass für die Biosynthese des unteren Liganden des Vitamin B12 (5,6-Dimethyl-
benzimidazol) das Protein Blu B benötigt wird. In Blu B-deﬁzienten Stämmen konnte
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kein Ringschluss zur Bildung von PChlid a und kein Wachstum unter anoxygenen photo-
synthetischen Bedingungen mehr erfolgen. Die Supplementation von DMB oder Vitamin
B12 konnte den Eﬀekt beheben, so dass davon ausgegangen werden kann, dass auch in
R. rubrum die Mg-PPIXMe-C Vitamin B12-abhängig ist [Gray and Escalante-Semerena,
2007].
Anschließend erfolgt die Reduktion der 8-Vinyl-Gruppe zu einer 8-Ethylgruppe un-
ter Verbrauch von NADPH. Katalysiert wird die Reaktion durch die 8-Vinyl-Reduktase
(bchJ ) und führt zur Bildung von 3-Vinyl-4-ethyl-PChlid a. Ein weiterer Reduktionsschritt
ist nötig, um aus PChlid a Chlorophyllid a zu bilden. Im Gegensatz zu höheren Pﬂanzen
(in der Regel Angiospermen), die Chlorophyl a und b nur in Anwesenheit von Licht syn-
thetisieren, bilden photosynthetische Bakterien, Algen oder Gymnospermen Chlorophyll a
auf einem Licht-unabhängigen Weg aus. Katalysiert wird diese Reaktion von der DPOR
(dunkel-aktive Pchlide-Oxidoreduktase). Für Rb. capsulatus konnte gezeigt werden, dass
die DPOR aus 3 Untereinheiten besteht, die durch die Gene bchl, bchN und bchB codiert
werden. Überraschend zeigten die Aminosäure-Sequenzen der daraus abzuleitenden Pro-
teine große Ähnlichkeiten zu den Untereinheiten der Nitrogenase (NifH, NifD und NifK).
Das könnte darauf hin deuten, dass ähnlich der Nitrogenase (s.a. Abschn. 1.3.5) reduzier-
tes Ferredoxin in einer ATP-abhängigen Reaktion als Elektronendonator fungiert [Fujita
and Bauer, 2000].
Eine Veresterung stellt den letzten Schritt der Bacteriochlorophyll-Biosynthese dar.
Es konnte nachgewiesen werden, dass in R. rubrum im Gegensatz zu Rb. sphaeroides
eine Veresterung mit all-trans-Geranylgeraniol stattﬁndet (Bchl aGg) und nur in geringen
Mengen Bchl aP (Phytol-Veresterung) gebildet wird. Bchl aP stellt das Hauptbacterio-
chlorophyll in Rb. sphaeroides und C. vinosum dar [Brockmann et al., 1973]. In Abb. 1.15


























Abb. 1.15: Strukturformel von Bacteriochlorophyll aGg (links) und Vitamin B12 (rechts) in R.
rubrum. Vitamin B12 aus [Watanabe, 2007].
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1.3.3 Biosynthese von Coenzym Q10
Das auch als Ubiquinon bezeichnete Coenzym Q10 stellt nicht nur für die Biotechnologie
ein interessantes Produkt dar, es ist auch essenziell für den respiratorischen und photosyn-
thetischen Elektronentransport [Imhoﬀ, 1984]. Neben Q10 sind Q6, Q7, Q8 und Q9 unter
Bakterien verbreitete, wobei sich die Ziﬀer auf die Länge der Polyisoprenoid-Seitenkette









Abb. 1.16: Strukturformel von Coenzym Q10.
Die Biosynthese von Q10 in R. rubrum umfasst eine Reihe von verschiedenen, komple-
xen Reaktionen, auf die an dieser Stelle nicht näher eingegangen werden soll. Im Gegen-
satz zu anderen Bakterien erfolgt die Biosynthese des Benzolrings nicht ausgehend von
Tyrosin, sondern direkt von p-Hydroxybenzoat, das entweder als Bestandteil des Nähr-
mediums metabolisiert wird oder aus PEP und Erythrose-4-phosphat über den Shikimat-
weg synthetisiert wird. Untersuchungen haben gezeigt, dass weder D,L-Tyrosin-3-14C,
noch Shikimat-14C in das Q10 von R. rubrum eingebaut werden. Hingegen konnte gezeigt
werden, dass komplett 14C-markiertes p-Hydroxybenzaldehyd und p-Hydroxybenzoat in
wachsenden Zellen in Q10 und Rhodoquinon eingebaut werden [Parson and Rudney, 1965].
Das Enzym p-Hydroxybenzoat-Polyprenylpyrophosphat-Transferase katalysiert schließ-
lich die Bildung von Polyprenyl-4-hydroxybenzoat.
Coenzym Q10 wird im medizinischen Bereich eingesetzt bei der Behandlung von kon-
gestiver Herzinsuﬃzienz bzw. Herzversagen. Dabei kommt die essenzielle Rolle von Q10
bei der ATP-Generierung zum Tragen. Darüber hinaus ﬁndet Q10 als Supplement in Sta-
tinen Einsatz. Dem bei der Einnahme von Statinen als Cholesterinsenker auftretende
Q10-Mangel wird so entgegengewirkt [Mortensen et al., 1989]. Als antioxidative Substanz
wird Q10 eingesetzt, um z.B. den LDL-Cholesteringehalt im Blut zu senken. Auch als
Additiv in Kosmetika wird Q10 verwendet [Hoppe et al., 1999].
Für Q10 ist eine stereoselektiver chemischer Syntheseprozess etabliert. Eine Ausbeute
von nur 26 % bei hoher Stereoselektivität (98 %) und 9 einzelne Schritte fordern jedoch
Optimierung und Verbesserung [Negishi et al., 2002].
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1.3.4 Biosynthese von Polyhydroxybutyrat
Bereits seit 1989 ist die Bildung von Polyester-Speicherstoﬀen in Form von Poly-β-
hydroxybutyrat (PHB) (s.a. Abb. 1.17) in R. rubrum bekannt [Anderson and Dawes, 1990;
Brandl et al., 1989]. Die Umwandlung von Kohlenstoﬀ-Substraten in PHB kann durch
Limitation von Stickstoﬀ, Sulfat, Phosphat, Kalium oder Magnesium und gleichzeitigem




Abb. 1.17: Strukturformel von PHB mit n-Kettenlängen.
Der Biosyntheseweg von PHB in R. rubrum ist in Abb. 1.18 ersichtlich. Ausgehend
von 2 Molekülen Acetyl-CoA wird durch die β-Ketothiolase Acetoacetyl-CoA gebildet.
Anschließend erfolgt in einem reduktiven Schritt unter NADH-Verbrauch die Bildung
des L-(-)-Enantiomers von 3-Hydroxybutyryl-CoA. Durch eine stereospeziﬁsch arbeitende
Enoyl-CoA Hydratase wird L-(-)-3-Hydroxybutyryl-CoA mit H2O zu Crotonyl-CoA um-
gewandelt. Eine zweite stereospeziﬁsche Enoyl-CoA Hydratase bildet aus Crotonyl-CoA
D-(+)-3-hydroxybutyryl-CoA, das durch die PHB-Polymerase zu Polyhydroxybuytrat po-
lymerisiert wird. Über eine PHB-Depolymerase existiert neben dem Aufbau auch der Ab-
bau von PHB. Der Abbau wird zumeist durch das Beheben der Limitation initiiert, welche
die PHB-Akkumulation hervorgerufen hat [Moskowitz and Merrick, 1969].
Bei Ramana and Sasikala [1995a] wird der PHB-Gehalt in R. rubrum unter photo-
heterotrophen Bedingungen auf Acetat als C-Quelle mit maximal 41,2 % (g PHB
pro g Biotrockenmasse) angegeben. Dabei besteht das Biopolymer zu 95,8 % aus 3-
Hydroxybutyrat und 4,2 % aus 3-Hydroxyvalerat.
Eine entscheidende Rolle zur Bildung von PHB in R. rubrum hat die C-Quelle. So führt
unter photoheterotrophen Bedingungen Acetat, D,L-β-hydroxybutyrat und n-Butyrat zu
einem PHB-Gehalt zwischen 21-23 %. Die Substrate Pyruvat, D,L-Malat, Succinat und
Propionat dagegen nur bis maximal 3 %. Die zuletzt genannten Substrate führen bei ihrer
Assimilation zur Bildung von Reduktionsäquivalenten und können direkt durch gluconeo-
genetische Schritte zu Polysacchariden (wie z.B. Glycogen) umgewandelt werden [Stanier
et al., 1959].
Eine Glucose-verwertende Mutante von Ralstonia eutropha produziert mit bis zu 80 %



















Abb. 1.18: Biosynthese von PHB in R. rubrum. Modiﬁziert nach [Moskowitz and Merrick, 1969].
R. eutropha und vermutlich einer Reihe weiterer PHB-akkumulierender Bakterien durch
eine Regulation der β-Ketothiolase, Pyruvat-Dehydrogenase und Citratsynthase, welche
Acetyl-CoA als Substrat oder Produkt haben, bewerkstelligt. Alle 3 Enzyme werden in
R. eutropha konstitutiv exprimiert und sind deshalb unabhängig vom physiologischen Zu-
stand der Zellen vorhanden. Es kann daher davon ausgegangen werden, dass keine tran-
skriptionelle oder translationelle Regulation der PHB-Bildung vorliegt [Mansﬁeld et al.,
1995; Haywood et al., 1988a,b].
Bisher am besten untersucht ist die Regulation der PHB-Bildung in Azotobacter
beijerinckii. In Azotobacter beijerinckii hat Sauerstoﬀ einen großen Einﬂuss auf die
intrazelluläre PHB-Akkumulation. Durch Sauerstoﬀmangel erhöht sich das intrazelluläre
NADH
NAD+
-Verhältnis, wodurch die Enzyme des TCA-Zyklus, Citratsynthase und Isocitrat-
Dehydrogenase, inhibiert werden. Das führt dazu, dass Acetyl-CoA nicht mehr über den
TCA-Zyklus verstoﬀwechselt werden kann, sondern stattdessen in die PHB-Biosynthese
eingehen kann und zu einer gesteigerten PHB-Akkumulation führt [Trotsenko and Belova,
2000; Anderson and Dawes, 1990; Senior and Dawes, 1973].
Zellwachstum und PHB-Bildung stellen konkurrierende Prozesse um Acetyl-CoA dar.
Steht der Zelle ausreichend Energie in Form von ATP zur Verfügung, werden Zellwachs-
tum und -teilung die dominierenden Prozesse sein. Acetyl-CoA wird in diesem Fall oxi-
dativ über den TCA-Zyklus verstoﬀwechselt. Ist die Bildung von ATP aufgrund eines
Nährstoﬀmangels nur unzureichend möglich, tritt ein Energiemangel und Änderung des





Ausreichend Energie und NADH
Wachstum und Zellteilung PHB
O2-, N-, P- oder S-Mangelkein Nährstoffmangel
Kohlenstoffüberschuss
Zentralstoffwechsel
Abb. 1.19: Regulation und Kontrolle der Energieproduktion, Wachstum und PHB-Bildung in
R. rubrum. Modiﬁziert nach [Fuller, 1995].
tum möglich ist und die Bildung von PHB wird favorisiert [Fuller, 1995]. Die Zusammen-
hänge der PHB-Regulation für R. rubrum sind noch einmal in Abb. 1.19 schematisch
zusammengefasst.
1.3.5 Bildung von molekularen Wasserstoﬀ
Molekularer Wasserstoﬀ ist aufgrund der Begrenztheit fossiler Brennstoﬀe ein inter-
essanter Treibstoﬀ, der z.B. in Brennstoﬀzellen, Verbrennungsmotoren oder Gasturbinen
zum Einsatz kommen kann. Hinzu kommt, dass bei der Verbrennung von Wasserstoﬀ kein
CO2 freigesetzt wird, womit der fortschreitenden Erderwärmung durch den Treibhaus-
eﬀekt Rechnung getragen werden würde.
Die industrielle Herstellung von Wasserstoﬀ erfolgt hauptsächlich aus Kohlenwasser-
stoﬀen. Insbesondere werden Erdgas und Erdöl genutzt, aber auch Kohle, Methan und
Biomasse kommen zur Anwendung. Ca. 90 % des molekularen Wasserstoﬀs werden durch
Steam-Reforming gewonnen; ein technisches Verfahren, dass sehr hohe Temperaturen von
800-1100 °C und extreme Drücke von 1-40 bar erfordert. In der Wassergas-Shift-Reaktion
wird Synthesegas gebildet, das für wichtige Syntheseverfahren wie Methanolsynthese,
Ammoniaksynthese, Fischer-Tropsch-Synthese verwendet wird [Borgschulte et al., 2008].
Gegenüber thermischen oder elektrochemischen Verfahren weist die biologische Wasser-
stoﬀproduktion mehrere Vorteile auf. So ﬁndet die Herstellung unter sehr milden Reaktions-
bedingungen statt, bei Raumtemperatur oder 30 °C und bei Umgebungsdruck. Bei der
photobiologischen Wasserstoﬀerzeugung mit Hilfe von Grünalgen oder Cyanobakterien
kann die Wasserstoﬀerzeugung aus den natürlichen Ressourcen Sonnenlicht und Wasser
erfolgen. Der so gewonnene Wasserstoﬀ ist reiner als der aus Vergasungsverfahren er-
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zeugte H2 und enthält weniger H2S, Alkalien und Staub [Happe and Müller, 2004]. Für
die photobiologische Wasserstoﬀerzeugung kommt sehr oft die Mikroalge Chlamydomonas
reinhardtii zum Einsatz.
2 H2O O2 + 4 e- + 4 H+ 2 H2
Photosynthese Hydrogenase
Abb. 1.20: Reaktionsgleichung für die Bildung von molekularem Wasserstoﬀ H2 in Grünalgen und
Cyanobakterien.
Der bei der Photosynthese dieser Grünalgen entstehende Sauerstoﬀ (s.a. Abb. 1.20)
stellt allerdings ein Problem für die großtechnische Anwendung dieses System dar. Die H2-
bildenden Hydrogenasen sind O2-empﬁndlich, was unter anhaltender O2-Bildung zu einem
raschen Aktivitätsverlust und Wiederaufnahme des gebildeten H2 führt. Diesem Problem
kann durch eine zeitliche Trennung der photosynthetischen O2-Bildung und H2-Bildung
durch Schwefel-Mangel entgegen getreten werden. Unter Schwefel-Mangel ist ein Rückgang
der Photosyntheserate zu verzeichnen, wodurch weniger O2 gebildet wird. Fällt die Photo-
syntheserate unter die Respirationsrate wird die Algenkultur anaerob und die H2-Bildung
durch die Hydrogenase setzt ein. Der Mechanismus dient der Alge zur Aufrechterhaltung
der ATP-Produktion unter Stressbedingungen. Nachteilig wirkt sich diese Prozessführung
auf die Biomassebildung aus. Die Zellen sterben zum Teil unter Schwefellimitation, so dass
die H2-Produktion nur über einen begrenzten Zeitraum erfolgen kann [Kosourov et al.,
2007; Melis and Happe, 2001].
Eine zweite Möglichkeit ist die Nutzung phototropher Bakterien für die biologische
H2-Erzeugung unter Einsatz von organischen Substraten, die z.B. aus der Abwasserauf-
arbeitung stammen können. Die Elektronen für die H2-Bildung stammen aus den jeweili-
gen Kohlenhydraten und werden über Ferredoxin und Nitrogenasereaktion zu H2 umge-
wandelt.
Eine dritte Möglichkeit ist die fermentative Erzeugung von H2 durch Gärungsprozesse,
welche unabhängig von Licht stattﬁnden. Diese biotechnologischen Prozesse beschränken
sich daher nicht auf photosynthetisch-aktive Mikroorganismen. Die Vorteile fermentati-
ver Verfahren liegen in höheren H2-Bildungsraten und konstanten Produktivitäten aus
organischen Substraten unabhängig von der Tageszeit[Das and Veziroglu, 2001]. Auch
R. rubrum ist in der Lage, mit Fructose als C-Quelle unter anaeroben Bedingungen im
Dunkeln zu gären und dabei H2 zu produzieren [Schultz and Weaver, 1982].
H2-bildende Enzyme in R. rubrum
In R. rubrum gibt es verschiedene Enzyme, die in der Lage sind H2 zu bilden: Hydro-
genasen, der Nitrogenasekomplex, die CO-Dehydrogenase und das System aus Pyruvat-
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Formiat-Lyase (PFL) und Formiat-Wasserstoﬀ-Lyase (FHL).
Bei Maness and Weaver [2001] werden drei verschiedene Hydrogenasen aus R. rubrum
beschrieben. Eine Hydrogenase für H2-Aufnahme (Hup), deren Aktivität maximal unter
photoautotrophen Bedingungen im Licht ist. Eine Formiat-gekoppelte Hydrogenase, wel-
che primär im Dunkeln aktiv ist. Und eine CO-gekoppelte Hydrogenase, die durch CO
induziert wird. Abhängig von den Bedingungen können die Hydrogenasen einzeln oder
zusammen exprimiert werden. Allgemein katalysieren Hydrogenasen die Bildung von H2
aus 2 e− und 2 H+ stets reversible und sind in vielen Bakterien und Algen vorhanden.
Die Existenz verschiedener Hydrogenasen erlaubt eine hohe Flexibilität und Anpassung
an die jeweilige Umweltbedingung.
Der Nitrogenasekomplex katalysiert in R. rubrum die Reduktion von molekularem
N2 zu Ammoniak [Kamen and Gest, 1949]. In einer Nebenreaktion entsteht molekularer
Wasserstoﬀ. Ein hoher Energiebeitrag muss in Form von 16 ATP bereitgestellt werden
sowie Protonen in Form von 8 H+. Da die Reaktion der Nitrogenase so energieaufwendig
ist, wird ihre Aktivität strikt reguliert. Die Gesamtgleichung der Nitrogenasereaktion ist
in Abb. 1.21 dargestellt.
N2 +  8 H
+ + 8 e- +  16 ATP
2 NH3 + H2  + 16 ADP + 16 Pi
Nitrogenase
Abb. 1.21: Reaktionsgleichung für die Nitrogenase-Reaktion in R. rubrum.
Eine Reihe von Eﬀektoren zur Regulierung sind bekannt. In Anwesenheit von Ammo-
nium, Glutamin und Asparagin erfolgt eine reversible Inhibierung der Nitrogenase, sowohl
unter anaerob, phototrophen als auch unter aeroben Bedingungen im Dunkeln [Schultz
et al., 1985; Kanemoto and Ludden, 1984]. Dieser Vorgang wird als Nitrogenase-switch-oﬀ
bezeichnet. Wohingegen Glutamat in Kombination mit organischen Säuren wie L-Malat
eine Expression und Aktivität der Nitrogenase erlaubt [Hoover and Ludden, 1984]. Wie
die Hydrogenasen ist auch das Nitrogenase System O2-empﬁndlich. Bereits in geringen
Mengen Sauerstoﬀ ﬁndet eine Inhibierung statt. Darüber hinaus ist auch Licht ein Eﬀek-
tor für die Aktivität der Nitrogenase; im Dunkeln ﬁndet eine Inhibierung statt, im Licht
ist die Nitrogenase aktiv [Kanemoto and Ludden, 1984; Schick, 1971]. Weiterhin haben
Entkoppler der Atmungskette wie CCCP (Carbonylcyanid-m-chlorophenylhydrazon) oder
Phenazinmethosulfat einen negativen Eﬀekt auf die Aktivität der Nitrogenase, da hier die
Bildung von ATP unterbunden wird und die für die Reaktion benötigten hohen Mengen
ATP nicht bereitgestellt werden können.
Auf molekularer Ebene erfolgt der switch-oﬀ der Nitrogenase durch eine reversible
ADP-Ribosylierung der Dinitrogenase Reduktase. Die Modiﬁkation wird von DRAT (Di-
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nitrogenase Reduktase ADP-ribosyltransferase, draT ) katalysiert und führt zur Inaktivie-
rung. Das Enzym DRAG (Dinitrogenase Reduktase-aktivierende Glycohydrolase, draG)
aktiviert die Nitrogenase wenn die Inhibitoren nicht mehr vorhanden sind [Ludden and
Roberts, 1989].
Uﬀen [1984] beschrieb die CO-Dehydrogenase für R. rubrum. Die CO-Dehydrogenase
ist ein Nickel-Eisen-Schwefel-Enzym, welche die reversible Oxidation von CO zu CO2
unter Wasserstoﬀbildung katalysiert. Dabei wurde Wasserstoﬀ nur in Anwesenheit von
CO produziert [Heo et al., 2001].
Unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln sind die Enzyme Pyruvat-Formiat-Lyase
und Formiat-Wasserstoﬀ-Lyase für die H2-Bildung in R. rubrum verantwortlich. Die PFL
setzt Pyruvat, das aus dem anaeroben Fructoseabbau gebildet wird, zu Acetyl-CoA und
Formiat um. Das pH-Optimum liegt bei 7,3 bis 7,5. Anschließend spaltet die FHL Formiat
zu H2 und CO2 [Voelskow and Schön, 1981; Gorrell and Uﬀen, 1977; Schön and Voelskow,
1976].
1.3.6 Bildung von organischen Säuren
R. rubrum ist in der Lage unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln organische Säuren
im Zuge einer gemischten Säuregärung mit Fructose als C-Substrat zu bilden. Als Produk-
te werden Succinat, Acetat, Propionat, Formiat, H2 und CO2 gebildet. Im Gegensatz dazu
bildet Rb. capsulatus kein Propionat, dafür aber Lactat. In Anwesenheit geeigneter nicht-
natürlicher e−-Akzeptoren (Dimethylsulfoxid oder Trimethylaminoxid) können anaerob
jedoch auch nicht-fermentierbare Substrate wie Succinat, Malat oder Acetat verwertet
werden [Schultz and Weaver, 1982].
Schultz and Weaver [1982] untersuchten das Wachstum von R. rubrum unter anaeroben
Bedingungen im Dunkeln. Verdopplungszeiten von 24 h konnten mit Fructose erzielt wer-
den. Optimale Bedingungen zur Fermentation wurden für R. rubrum mit 11 mM Fructose,
0,05 % Bicarbonat und mit einem pH = 7,2 erreicht. Die Zucker Glucose, Sucrose, Ri-
bose und Xylose können von R. rubrum nicht fermentiert werden. Schultz and Weaver
[1982] beschreiben, ähnlich wie Uﬀen et al. [1971] für Pyruvat als C-Quelle, eine deutliche
Abnahme der Pigmentierung und der Konzentration an Bacteriochlorophyll a nach ei-
ner Langzeitkultivierung unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln mit Fructose (100 h).
Diese Abnahme ist durch die Bildung von mutierten Stämmen von R. rubrum begrün-
det, welche eine orange-Färbung aufweisen, das auf einen hohen Gehalt an Cytochromen
hindeutet. Auf den genauen Mechanismus für die Entstehung der Mutanten wurde nicht
eingegangen. Ebenso sind keine Informationen über Ausscheideraten, Ausbeuten oder
Konzentrationen der einzelnen organischen Säuren in R. rubrum vorhanden.
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Bernsteinsäure (Succinat) hat vielfältige Anwendungen in der chemischen, pharma-
zeutischen sowie landwirtschaftlichen Industrie. Darüber hinaus ﬁxieren eine Reihe von
Bakterien für die Biosynthese von Succinat CO2, das Vorteile hinsichtlich der Verringe-
rung des Treibhauseﬀektes hätte. In der chemischen Industrie wird Bernsteinsäure für die
Herstellung von 1,4-Butandiol, Tetrahydrofuran, γ-Butyrolacton oder Adipinsäure einge-
setzt [Zeikus et al., 1999]. Weiterhin wird Bernsteinsäure als Zusatz in Lebensmitteln, als
Tensid, Streckmittel für Detergenzien oder als Chelator verwendet [Zhang et al., 2009;
Lee et al., 2005; Lin et al., 2005].
1.4 Motivation
Das Hauptziel dieser Arbeit bestand in der Entwicklung und Optimierung eines mi-
krobiellen Produktionsprozesses zur biotechnologischen Nutzung des fakultativ photosyn-
thetisch-aktiven Bakteriums R. rubrum im Dunkeln. Im Gegensatz zu Algen und Cyano-
bakterien könnte somit mit R. rubrum auf den Einsatz von Photobioreaktoren und die
damit verbundenen Nachteile und Probleme verzichtet werden. Produkte, die mit der
Ausbildung photosynthetischer Membranen assoziiert sind, wie zum Beispiel Carotinoide,
Bacteriochlorophyll, Porphyrine oder auch Coenzym Q10 und Membranproteine könnten
im industriellen Maßstab in gängigen Bioreaktoren hergestellt werden. Darüber hinaus
ist R. rubrum in der Lage, weitere interessante Produkte zu produzieren, darunter Poly-
hydroxybutyrat, molekularer Wasserstoﬀ und organische Säuren (Acetat, Propionat und
Succinat).
Im besonderen Maße sollte im Rahmen dieser Arbeit die Zufuhr von Nährstoﬀen unter-
sucht und festgelegt werden, zum einen für das Erreichen hoher Zelldichten, zum anderen
um eine optimale Produktbildung zu gewährleisten. Realisiert werden sollte der Prozess
durch eine Entkopplung von Wachstum und Produktbildung innerhalb eines 2-Stufen-
Prozesses. An die aerobe Wachstumsphase sollte sich die O2-limitierte Produktionsphase
anschließen. Zusätzlich sollten für beide Prozessstufen alle prozessrelevanten Parameter
wie beispielsweise pO2, pH-Wert und CO2-Zufuhr aufgezeigt und entsprechend optimiert
werden. Abschließend sollte eine Beurteilung potenzieller Produkte im Vergleich zu bereits
etablierten mikrobiellen Verfahren erfolgen.
Darüber hinaus sollte ein weiteres Ziel die Untersuchung und Charakterisierung des
Zentralstoﬀwechsels in R. rubrum sein. Besonderer Augenmerk lag hier in der Bestimmung
von Kohlenstoﬀﬂüssen und Aufdeckung eventueller Engpässe zu den einzelnen Produk-
ten. Zudem ist ein besseres Verständnis des Zentralstoﬀwechsels für eine spätere Stamm-
konstruktion und -optimierung wichtig. Für eine präzise Stoﬀﬂussanalyse sollten konven-
tionelle Methoden der metabolischen Flussanalyse und 13C-Stoﬀﬂussanalysen eingesetzt
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werden. Weiterhin sollte auch die intrazelluläre Precursor-Verfügbarkeit für die Produkt-
bildung untersucht werden. Das für R. rubrum aufgestellte stöchiometrische Netzwerk mit
bekannten metabolischen Reaktionen sollte theoretisch analysiert werden.
Eine besondere Herausforderung stellte die Untersuchung des in R. rubrum bis jetzt
unvollständig aufgeklärten Acetatstoﬀwechsels an die Methoden der Metabolomanalyse.
R. rubrum besitzt Malat-Synthase-Aktivität, jedoch keine Isocitratlyase. Für einen voll-
ständigen Glyoxylat-Weg müssen demnach alternative Wege zur Glyoxylatbildung exis-
tieren. Aus diesem Grund sollte die Untersuchung der Acetatassimilation in R. rubrum
im Rahmen dieser Arbeit erfolgen.
Bis zur Gegenwart sind keine vergleichbaren systematischen und umfangreichen Arbei-
ten über die Anwendung von R. rubrum oder anderen fakultativ photosynthetischen Bak-
terien für biotechnologische Prozesse im Dunkeln vorhanden. Daher war die Erschließung
neuartiger Verfahren zur biotechnologischen Anwendung von photosynthetischen Bakte-
rien eines der wichtigsten Ziele, um das hohe Potenzial dieser Mikroorganismen ohne
die Limitationen von Photobioreaktoren zu nutzen. Die Übertragung der für R. rubrum
entwickelten Prozessstrategien auf weitere fakultativ photosynthetische Bakterien wäre
ebenfalls denkbar. Somit sollten diese Arbeiten entscheidende Grundlagen für nachfolgen-




2 Materialien und Methoden
2.1 Stämme und Stammhaltung
Die verwendeten Stämme und genetischen Veränderungen sind in Tab. 2.1 aufgelistet.
R. rubrum Pigment− ist ein spontan aufgetretener komplett pigmentloser Stamm, der
genetisch bislang nicht charakterisiert wurde. Es kann jedoch aufgrund des Phänotyps
vermutet werden, dass bei diesem R. rubrum Stamm das puf -Operon auf irgendeine Weise
nicht mehr vorhanden ist oder nicht richtig transkribiert werden kann. Hessner et al.
[1991] haben beschrieben, dass durch die Deletion des puf -Operons keine Ausbildung
intracytoplasmatischer Membranen erfolgt und damit kein Wachstum unter phototrophen
Bedingungen.
Die Lagerung aller Stämme erfolgte in Glycerin-Kryokulturen in M2SF-Medium. Dazu
wurden 50 mL des jeweiligen Mediums in 500 mL Schüttelkolben (3 Schikanen) mit ei-
ner Kolonie einer LB-Agarplatte des jeweiligen Stammes angeimpft. Nach Erreichen einer
optischen Dichte A660 ≈ 5 wurde 50 mL Glycerin (100 %) zugegeben, die Bakteriensus-
pension in einzelne 2 mL Kryovials aliquotiert und bei -80 °C gelagert.
Tab. 2.1: Übersicht über die untersuchten Stämme und Referenzen (soweit vorhanden)
Stamm Referenz
R. rubrum S1 ATCC 11170
R. rubrum SLYC18 (∆CrtC∆CrtD) R. Ghosh, Universität Stuttgart
R. rubrum G-9 DSM 468
R. rubrum Pigment− diese Arbeit
Vorkulturen für Schüttelkolben-Versuche und Fermentationen wurden aus Kühlschrank-
kulturen angeimpft. Zur Anfertigung von Kühlschrankkulturen wurden 50 mL Medium
in einem 500 mL Schüttelkolben (3 Schikanen) mit 1 mL Kryoaliquot angeimpft und ein
weiteres Mal im gleichen Medium überimpft, um restliches Glycerin und tote Zellen aus
der Kultur zu entfernen. Die Bakteriensuspension wurde in ein steriles Zellkultur-Gefäß
überführt und bei 4 °C gelagert.
Aerobe Kühlschrankkulturen wurden für alle verwendeten Medien (s.a. 2.2) angefer-
tigt. Mikroaerobe Kühlschrankkulturen wurden in M2F- und M2SF-Medium angelegt.
Phototrophe Kühlschrankkulturen wurden in M2A- und M2S-Medium angefertigt und in





Zur Kultivierung unter aeroben und mikroaeroben Bedingungen von R. rubrum
wurden sogenannte M2-Medien mit verschiedenen C-Quellen verwendet. Dafür wurde
Succinat, Fructose und Acetat als Einzelsubstratmedium sowie Succinat/Fructose und
Fructose/Acetat als Mischsubstratmedium eingesetzt.
Tab. 2.2: Zusammensetzung der verwendeten Einzelsubstrat-Medien. Angaben in g/L. Für p-ABA:
mg/L.
Substanz M2S-Medium M2F-Medium M2A-Medium
K2HPO4 2,96 2,96 2,96
KH2PO4 4,44 4,44 4,44
NH4Cl 3,74 3,74 3,74
NaCl 0,12 0,12 0,12
p-ABA 2,85 2,85 2,85
HEPES 9,5 9,5 9,5
Bernsteinsäure 4,72 - -
Kaliumacetat - - 1,96
Fructose - 10 -
Vitaminlösung (100-fach) 10 mL/L 10 mL/L 10 mL/L
Tab. 2.3: Zusammensetzung der verwendeten Mischsubstrat-Medien. Angaben in











Vitaminlösung (100-fach) 10 mL/L 10 mL/L
HEPES wurde nur bei Vorkulturen und Kultivierungen im Schüttelkolben verwendet.
Da bei Fermentationen der pH-Wert geregelt wurde, konnte hier auf HEPES verzichtet
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werden. Der pH-Wert der Medien wurde mit 4 M KOH-Lösung auf pH = 6,80 einge-
stellt. Alle Substanzen bis auf Fructose und Vitaminlösung wurden autoklaviert (20 min,
121 °C). Fructoselösung (600 g/L) wurde separat hergestellt, bei 121 °C für 20 min autokla-
viert und anschließend den jeweiligen Medien wie in Tab. 2.2, 2.3 angegeben hinzugefügt.
Die nachfolgend beschriebene Vitaminlösung wurde sterilﬁltriert und ebenfalls dem zuvor
autoklavierten Medium zugefügt.
Für die Kultivierung des SLYC18-Stammes wurde den Medien 25 µg/mL Kanamycin-
sulfat hinzugefügt.
Vitaminlösung
Tab. 2.4 zeigt die Zusammensetzung der Vitamine. Die einzelnen Substanzen wurden
in der angegebenen Reihenfolge nacheinander gelöst. CaCl2 · 2 H2O wurde separat gelöst
und anschließend zur Vitaminlösung hinzugefügt. Danach wurde der pH-Wert mit 4 M
KOH-Lösung auf 6,80 eingestellt und die Vitaminlösung sterilﬁltriert. Die Lagerung fand
bei 4 °C im Dunkeln statt.
Tab. 2.4: Zusammensetzung der Vitaminlösung (100-fach).





MgSO4 · 7 H2O 58,97




CaCl2 · 2 H2O 6,6
Spurenelementelösung 20 mL/L
Spurenelementelösung
Tab. 2.5 zeigt die Zusammensetzung der Spurenelementelösung nach Hutner [1946].
Die Lösung wurde unsteril bei 4 °C gelagert.
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Tab. 2.5: Zusammensetzung der Spurenelementelösung (50-fach).
Substanz Konzentration in g/L
EDTA 50
ZnSO4 · H2O 22
H3BO3 11,4
MnCl3 · 4 H2O 5,1
FeSO4 · 7 H2O 5
CoCl2 · 6 H2O 1,6
CuSO4 · 5 H2O 1,1
2(NH4)6Mo7O24 · H2O 1,1
2.3 Feedlösungen
Für Fedbatch- und 2-Stufen-Prozesse wurden verschiedene Substanzen in konzentrier-
ten Feedlösungen zugefüttert, deren Zusammensetzung nachfolgend im Detail beschrieben
wird.
Da die Zufütterung mit Hilfe von Waagen realisiert wurde, musste zur Volumen-
bilanzierung eine Bestimmung der Dichte der jeweiligen Feedlösungen und pH-Korrektur-
mitteln erfolgen. Dazu wurden in einer 10-fach Bestimmung jeweils 1000 µL mit einer
Mikropipette (Gilson, Inc.) auf einer Analysenwaage (Mettler-Toledo) ausgewogen.
Tab. 2.6: Ermittelte Dichten der für Fedbatch- und 2-Stufen-Prozessen verwendeten Feed-
lösungen.
Feedlösung Konzentration Dichte in g/cm3
Fructose 600 g/L 1,28543
NH4Cl 214 g/L 1,0668
Acetatfeed 525 g/L 1,0670
C-Feed Succinat/Fructose s.unten 1,1119
(NH4)2HPO4 400 g/L 1,2200
(NH4)2HPO4 200 g/L 1,1230
(NH4)2HPO4 100 g/L 1,0600




Vitaminlösung + p-ABA 100-fach + 2,85 g/L 1,0585
H2SO4 5 M 1,2333
K2CO3 5 M 1,4957




Essenziell für ein optimales Wachstum von R. rubrum ist die geeignete Zufütterung
der jeweiligen Kohlenstoﬀquelle. Untersucht wurde die Zufütterung einer Mischung aus
Succinat/Fructose, wie auch Fructose und Acetat als alleinige C-Quelle. Dabei variierte
die Zusammensetzung der einzelnen Feeds je nach Kultivierungsziel.
Tab. 2.7 gibt die Zusammensetzung der Acetatfeed-Lösung an. Der pH-Wert wurde mit
33 %iger Ammoniumhydroxid-Lösung auf pH = 2,00 eingestellt. Anschließend wurde der
Feed sterilﬁltriert (Millipore, 0,2 µm). Der Feed diente durch den Zusatz von Ammonium-
hydroxid damit gleichzeitig als Stickstoﬀquelle.
Tab. 2.7: Zusammensetzung der Einzelsubstrat-Feed-
lösungen für die Zufütterung von Acetat.
Substanz Konzentration in g/L
Eisessig (100 %) 525
p-ABA 0,0285
Vitaminlösung 260 mL/L
Tab. 2.8: Fructosefeedlösung für die Zufütter-
ung von Fructose.
Substanz Konzentration in g/L
Fructose 600
Für die gleichzeitige Zuführung von Acetat und Fructose wurde zusätzlich zum Acetat-
feed eine 600 g/L Fructoselösung verwendet. Diese Lösung kam ebenfalls bei der Zufuhr
von Fructose als alleinige Kohlenstoﬀquelle zum Einsatz. Die Fructoselösung wurde 20 min
bei 121 °C autoklaviert. Die Zugabe von Vitaminen und p-ABA führte allerdings hier zu
einem weißen Niederschlag, weshalb diese Nährstoﬀkomponenten getrennt, in Form einer
Vitamin/p-ABA-Lösung (s. weiter unten), zugeführt worden sind.
Die Zusammensetzung des Kohlenstoﬀ-Feeds für Succinat/Fructose ist in Tab. 2.9
ersichtlich. Der pH-Wert wurde mit KOH-Plätzchen auf 4,5 eingestellt. Die Succi-
nat/Fructose C-Feedlösung wurde sterilﬁltriert (Millipore, Porengröße: 0,2 µm).
Tab. 2.9: Kohlenstoﬀ-Feedlösung für die Zufütterung von Succi-
nat/Fructose. pH = 4,50.




Vitaminlösung (100-fach) 260 mL/L
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Feedlösung für Kultivierungen unter Zellrückhaltung
Die Zusammensetzung der für die Kultivierungen unter Zellrückhaltung verwendeten
Feedlösungen ist in Tab. 2.10 ersichtlich. Die eingesetzten Fructosekonzentrationen richte-
ten sich nach der Modellierung der Perfusion für das 3-Feed Modell (s.a. Handt [2011]). Die
restlichen Mediumsbestandteile wurden entsprechend der gesteigerten Fructosekonzentra-
tion gewählt. (NH4)2SO4 wurde anstelle von NH4Cl verwendet, da durch die Verwendung
der entsprechenden Mengen NH4Cl ein weißer Niederschlag aufgetreten war.
Tab. 2.10: Feedlösungen für mikroaerobe Kultivierungen unter Zellrück-
haltung mit Fructose als alleinige C-Quelle.
Substanz Feed I Feed II Feed III
K2HPO4 3,58 5,79 18,41
KH2PO4 5,37 8,69 27,62
(NH4)2SO4 2,51 4,05 9,18
p-ABA 0,0034 0,0057 0,0177
NaCl 0,144 0,240 0,744
Fructose 12,14 19,16 44,44
Vitaminlösung 17 mL/L 20 mL/L 62 mL/L
N/P-Feedlösung
Stickstoﬀ und Phosphat wurde in Form von Diammoniumhydrogen-
phosphat (NH4)2HPO4 zugeführt. Für Kultivierungen im 3,5 L-Maßstab kamen 100-
200 g/L Lösungen zum Einsatz, für Kultivierungen im 10 L-Maßstab 400 g/L, um unnöti-
ge Verdünnungen der Kultivierungsbrühe zu vermeiden. Der pH-Wert wurde mit H3PO4
auf pH = 6,80 eingestellt [Zeiger and Grammel, 2010; Zeiger, 2008]. Für die Fedbatch-
Kultivierung mit Succinat/Fructose im Mischsubstrat wurde sterilﬁltrierte 4 M NH4Cl-
Lösung verwendet. Die Zufuhr von Phosphat erfolgte über die in der Batch-Phase dosierte
Menge Phosphorsäure (H3PO4).
Vitamin/p-ABA-Feedlösung
Für Einmalförderungen in Kombination mit der Fructose-Feedlösung wurde Vitamin/p-





Für die Untersuchung des Acetatstoﬀwechsels von R. rubrum in der DASGIP-Anlage
wurde eine einfache pH-Stat Kultivierung mit Essigsäure über die pH-Regelung ange-
wendet. Die Essigsäure stellte dabei gleichzeitig pH-Korrekturmittel und Kohlenstoﬀfeed-
Lösung dar. Verwendet wurden 0,43 bis 0,75 M Essigsäure, deren pH-Wert auf 1,0 mit
H2SO4 eingestellt wurde (s.a. Buch [2009]).
2.4 Kultivierungen
2.4.1 Vorkulturen
Vorkulturen für Fermentationen und Schüttelkolbenversuche
Für aerobe Vorkulturen wurden Kultivierungen in 500 mL bis 1000 mL Schüttelkolben
mit 3 Schikanen durchgeführt. Die Schüttelkolben wurden mit maximal 10 % Kulturmedi-
um gefüllt, um eine ausreichende Belüftung zu gewährleisten. Die Kultivierung erfolgte im
Dunkeln in Schüttelschränken der Firma B. Braun Biotech International (Certomat® BS-
1) bei 30 °C und 100 rpm.
In Schüttelkolbenversuchen und Fermentationen in der DASGIP-Anlage wurde die op-
tische Dichte beim Animpfen auf einen Wert zwischen 0,1 und 0,2 eingestellt. Dazu wurden
die Zellen unter sterilen Bedingungen abzentrifugiert (15 min, 5.000 rpm, 4 °C, Thermo
Scientiﬁc, HERAEUS Biofuge Stratos) und in steriler NaCl-Lösung (0,98 %) resuspen-
diert, so dass mit einem Animpfvolumen von 1 mL die entsprechende Zelldichte erreicht
werden konnte. Für Fermentationen im Braun Biostat C Fermenter wurde die optische
Dichte nicht eingestellt.
Phototrophe Vorkulturen in Pyrexﬂaschen
Für phototrophe Vorkulturen kamen Pyrexﬂaschen zwischen 100 mL und 500 mL zum
Einsatz. Die Pyrexﬂaschen wurden komplett mit Medium gefüllt und auf einer Rührplatt-
form (300 rpm) unter Glühlampen (25 Watt, Wolfram) mit Leuchtdichten zwischen 1,5
und 3,5 µmol
m2 · s (Lichtmessgerät LI-COR Typ: LI-250A, Abstand ca. 20 cm) kultiviert.
2.4.2 Schüttelkolbenversuche
In aeroben Schüttelkolbenversuchen wurden Einﬂüsse verschiedener Bestandteile des
Nährmediums auf das Wachstum untersucht. Zum Einsatz kamen hier 500 mL Schüt-
telkolben (3 Schikanen) mit je 50 mL Medium. Die Zusammensetzung des Mediums va-
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riierte und ist bei den entsprechenden Versuchen zu ﬁnden. Die Inokulation wurde wie
oben beschrieben durchgeführt. Die Kultivierung erfolgte in Schüttelschränken der Firma
Certomat® BS-1 bei 100 rpm und 30 °C. Während der Kultivierung wurde in regelmäßi-
gen Abständen Proben unter sterilen Bedingungen entnommen. Dabei wurde die optische
Dichte bei 660 nm (A660) und das Verhältnis A880/A660 gemessen. Darüber hinaus wurde
die Probe abzentrifugiert (13.000 rpm, 10 min, 4 °C, Thermo Scientiﬁc, HERAEUS Fresco
17) und der Kulturüberstand zur Bestimmung von Substraten bei -20 °C eingefroren.
2.4.3 Fermentationen DASGIP-Anlage
Parallele Fermentationen wurden in der Fedbatch-pro Anlage der Firma DASGIP im
500 mL-Maßstab durchgeführt. Zur Verfügung standen 4 Glasreaktoren mit einem Ar-
beitsvolumen von jeweils 200 mL. Neben einem magnetischen Rührwerk mit Rührﬁschen
standen ebenfalls ein System zur Temperaturkontrolle (Heizblock), pH-Regelung, pO2-
Regelung, eine Gasmischstation mit Anschlüssen für O2, N2 und CO2, zwei Pumpsysteme
zur Zudosierung von pH-Korrekturmitteln und Substraten sowie ein Abgasanalysesystem
für O2 und CO2 zur Verfügung. Der Aufbau der Anlage ist in Abb. 2.1 ersichtlich.
Abb. 2.1: DASGIP Kultivierungssystem der Firma DASGIP. Links: Redoxtransmitter der Firma BBI Braun Systems.
Im Vordergrund: Photobioreaktor, bestehend aus hexagonalem Aluminiumgestell mit 3 Glühlampen und Rührwerk.
Die Temperatur wurde mittels einem Heizblock konstant bei 30 °C gehalten. Die Rühr-
erdrehzahl betrug stets 250 rpm.
Die pH-Messung erfolgte in allen Reaktoren mittels pH-Elektrode (Mettler-Toledo).
Der pH-Wert wurde, wenn nicht anders angegeben, auf pH = 6,80 mit 1 M KOH bzw. 1 M
H2SO4 geregelt. Eine Ausnahme bildeten Kultivierungen mit Acetat als alleinige C-Quelle,
wo statt H2SO4 Essigsäure verwendet worden ist (s.a. Abschn. 2.3). Die Kalibrierung der
pH-Elektrode erfolgte in pH-Puﬀern bei pH = 4,00 und pH = 7,00. Eine vorhandene
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Messungenauigkeit der pH-Elektrode nach dem Autoklavieren wurde durch eine Nach-
justierungsfunktion in der Fedbatch-pro Software behoben.
Der Sauerstoﬀpartialdruck pO2 wurde mit Hilfe von pO2-Elektroden (Mettler-Toledo)
gemessen. Der pO2-Wert konnte über eine Gasmischstation präzise auf einen bestimmten
pO2-Wert geregelt werden und wurde, wenn nicht anders angegeben, auf pO2 = 5 % (ae-
robe Bedingungen, [Grammel et al., 2003]) durch Mischung von N2 und O2 eingestellt. Zur
Kalibrierung der pO2-Elektrode wurde unter Kultivierungsbedingungen Druckluft (100 %-
Wert) und Stickstoﬀ (0 %-Wert) eingesetzt. In einigen Fällen wurde eine konstante Zufuhr
von CO2 in der Gasmischstation eingestellt. Dabei wurde die pO2-Regelung mit einem
reduzierten Gesamtgasﬂuss durchgeführt, wobei jedoch die Regelung nicht beeinträchtigt
war. Der Gesamtgasﬂuss betrug stets 5 L/h (0,42 vvm).
Die Verdunkelung wurde mittels lichtundurchlässiger Folie realisiert, die um den oberen
Teil des Glasreaktors gelegt wurde.
In mikroaeroben Versuchen wurde zusätzlich eine Redoxelektrode (Mettler-Toledo) in
den Reaktor eingebaut, um einen mikroaeroben Zustand einzustellen [Srinivas et al., 1988].
Da bei der Fedbatch-pro Anlage jedoch keine Möglichkeit bestand, das Redoxpotenzial
über die Gasmischstation zu regeln, wurde das Signal der Redoxelektrode über einen
Redoxtransmitter (BBI Braun Systems) an das Prozessleitsystem PSC7 (Siemens) wei-
tergeleitet. So war der zeitliche Verlauf des Redoxpotenzials im DASGIP-Reaktor über
die PCS7 Software visuell zu verfolgen und manuell über die Gasmischstation auf einen
bestimmten Wert einstellbar. Auch eine Datenspeicherung war auf diese Weise möglich.
Für phototrophe Kultivierungsbedingungen wurde ein sechseckiges Gestell konstruiert,
in dessen Mitte sich der Reaktor auf einem separaten Rührwerk befand. An dem Gestell
wurden 3 höhenverstellbare Halterungen für Glühlampen angebracht, sowie ein Gerät zur
Dimmung der Lampen, um unterschiedliche Lichtintensitäten zu erzeugen. Der Aufbau
des Photobioreaktors ist in Abb. 2.1 ersichtlich. Da sich der Reaktor außerhalb des Heiz-
blocks der DASGIP-Anlage befand, konnte keine Regelung der Temperatur erfolgen. Die
Wärme der Halogenlampen (Megaman Dimmerable, 9 W, 2700 K) genügte jedoch, um die
Temperatur bei ≈ 28 °C zu halten. Die Lichtstärke pro Fläche (Leuchtdichte) wurde mit
einem Lichtmessgerät (LI-COR Typ: LI-250A) gemessen. Sie betrug in der Mitte der An-
lage ohne Reaktor durchschnittlich 7,80 µmol
m2 · s . Beim Durchgang des Lichts durch den mit
Wasser gefüllten Reaktor wird die Leuchtdichte um ca. 30 % (2,49 µmol
m2 · s) geschwächt.
Für alle phototrophen Kultivierungen wurde mit einer N2/CO2-Begasung gearbeitet
(95 % N2/5 % CO2 bzw. 99 % N2/1 % CO2 bei 5 L/h Gesamtgasﬂuss). Eine Einstellung
der anaeroben Bedingungen mit 100 % N2 führte zu Zellverklumpungen und Zellsterben.
Zum Autoklavieren wurden die Reaktoren mit entionisiertem Wasser gefüllt, die Elek-
troden abgedeckt, Zugänge zu Dosierstrecken und Zu-und Abluftﬁlter abgeklemmt und
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mit Alufolie abgedeckt. Die Autoklavierzeit betrug 20 min bei 121 °C.
Zur Analyse des Bioreaktorabgases standen Bluesens-Sensoren zur Messung von O2
und CO2 zur Verfügung. Die Kalibrierung der Abgassensoren erfolgte mittels Luft
(20,94 % O2 und 0,033 % CO2) und Kalibriergas der Firma Westfalen Gas (1,00 % O2
und 10,0 % CO2).
Die Aufzeichnung der Prozessdaten wie Temperatur, pH-Wert, pO2-Wert, Rührerdreh-
zahl, Begasungsrate, Abgaswerte, Zudosierung von Säure oder Lauge erfolgte mit der
Software Fedbatch-pro (DASGIP). Darüber hinaus legt die Software eine Ablaufdatei
an, in der Änderungen der Regelparameter, Sollwerte und andere Ereignisse festgehalten
wurden.
Während der Fermentation wurde in regelmäßigen Abständen Proben aus den Reakto-
ren entnommen. Daraus wurde die optischen Dichte (A660) gemessen sowie das Verhältnis
photosynthetischer Membranen bestimmt (A880/A660). Der durch Zentrifugation erhalte-
ne Kulturüberstand (13.000 rpm, 4 °C, 10 min, Thermo Scientiﬁc, HERAEUS Fresco 17)
wurde für HPLC-Analysen und zur Bestimmung von Fructose bei -20 °C eingefroren.
Alle Kultivierungen für die 13C-Stoﬀﬂussanalysen (s.a. 2.8) wurden im DASGIP-Kulti-
vierungssystem durchgeführt. Der pO2, pH, die Temperatur, Begasungsrate und die Rühr-
erdrehzahl in 13C-Markierungsexperimenten waren identisch mit unmarkierten Vorver-
suchen bzw. wie oben bereits dargelegt. Vorversuche und 13C-Markierungsexperimente
wurden für aerobe Wachstumsbedingungen (pO2 = 5 %) mit Fructose, Succinat und Suc-
cinat/Fructose als Substrate sowie anaerobe Bedingungen (95 % N2/5 % CO2-Begasung)
mit Fructose als C-Quelle durchgeführt. Bei aeroben Versuchen mit Fructose als C-Quelle
war ebenfalls eine Begasung mit 5 % CO2 in der Zuluft vorgesehen.
Tab. 2.11: Zusammensetzung der 13C-Substrate für die 13C-Markierungsexperimente. Angabe der Kon-
zentration in g/L. U: Uniformly (komplett 13C-markiert).
Medium 1,4-13C-Succinat 1-13C-Fructose U-13C-Fructose U-13C-Acetat
M2S 4,72   
M2F  9,0 1,0 
M2SF 4,72 2,7 0,3 
M2AF  2,7 0,3 2,94
In Tab. 2.11 ist die Zusammensetzung der einzelnen 13C-Substrate für die verwendeten
Medien zu sehen. Die 13C-Substrate wurden zum Teil von Campro Scientiﬁc und zum Teil




2.4.4 Fermentationen Braun Biostat C
Fermentationen wurden in Rührkesselreaktoren des Typs Biostat CT5-2 (Sartorius
Stedim Biotech GmbH) im 5 L-Maßstab durchgeführt. Das Arbeitsvolumen betrug 3,5 L.
Daneben stand ein 22 L Rührkesselreaktor des Typs Biostat C15-2K (Sartorius Stedim
Biotech GmbH) mit einem Arbeitsvolumen von 10 L zur Verfügung. Der nachfolgend
beschriebene Aufbau und die Durchführung von Kultivierungen gelten für beide Bioreak-
toren. Die Reaktoranlagen wurden durch die Software PCS7 (Siemens) gesteuert, was die
Einbindung und Deﬁnition eigener Regelstrukturen und deren Aufbau und Eigenschaften
beinhaltete. Daneben standen pH-Messung und -Regelung, pO2-Messung und -Regelung,
Redoxpotenzial-Messung und -Regelung, Temperaturkontrolle, Druckkontrolle und eine
Gasmischstation zur Verfügung, auf die nachfolgend detaillierter eingegangen wird.
Abb. 2.2: Braun Biostat C Fermentationsanlage der Firma Sartorius Stedim Biotech GmbH.
Für eine schonende Durchmischung wurde der Intermig-Rührer der Firma EKATO
eingesetzt. Die Rührerdrehzahl betrug 250-600 rpm.
Der pH-Wert wurde mit einer pH-Elektrode (Mettler-Toledo) gemessen und durch Zu-
dosierung von 4 M KOH und 1 M H2SO4 konstant, wenn nicht anders angegeben, bei
pH = 6,80 gehalten. In einigen Fällen wurde 4 M KOH durch 2 bis 5 M K2CO3 ersetzt
und der pH-Wert zwischen 6,80 und 7,50 variiert. Soweit nicht anders angegeben wurde der
pH-Wert bei pH = 6,80 konstant gehalten. Die pH-Elektrode wurde mit pH-Puﬀerlösungen
bei pH = 4,00 und pH = 7,00 kalibriert. Eine eventuell vorhandene Ungenauigkeit der




Der pO2-Wert wurde mit einer pO2-Elektrode (Mettler-Toledo) gemessen und konnte
auf verschiedene Arten geregelt werden. Der pO2 wurde im aeroben Kultivierungen > 5 %
geregelt [Grammel et al., 2003]. Zur Einstellung eines bestimmten Sauerstoﬀpartialdrucks
konnte zum Beispiel eine Gasmischstation (Massﬂowcontroller der Firma Bronkhorst) be-
nutzt werden. Mit dieser Gasmischstation bestand die Möglichkeit Sauerstoﬀ, Stickstoﬀ,
Kohlendioxid, Luft und Argon in bestimmten Anteilen miteinander zu mischen (Steuerung
über Siemens Software). Auf diese Weise wurden zum einen pO2-Regelungen entweder mit
einer Mischung von Luft/N2 oder O2/N2 realisiert, es war aber auch eine konstante Bega-
sung mit einer vorgegebenen Gasmischung möglich. So wurde in einigen Kultivierungen
mit einer konstanten Rate CO2 begast.
Darüber hinaus bestand die Möglichkeit den pO2-Wert durch Variation der Zuluftrate
mittels Druckluft und/oder der Rührerdrehzahl zu regeln. Dafür stand beim Bioreaktor
des Typs Braun C15-2K eine kaskadenartigen Begasungs-Rührer-pO2-Regelung zur Verfü-
gung, die eine Variation der Zuluft im unteren Bereich zwischen 0 und maximal 15 L/min
vorsah und eine Variation der Rührerdrehzahl im oberen Bereich von 250 bis maximal
600 rpm.
Für die Einstellung eines bestimmten Redoxpotenzials in der Flüssigphase wurde ei-
ne Mischung von Luft mit Stickstoﬀ mit der Gasmischstation bei einer Begasungsrate
von 1,5 L/min favorisiert. Mikroaerobe Sauerstoﬀbedingungen liegen zwischen aeroben
Verhältnissen (pO2 > 5 %) und anaeroben Verhältnissen (N2-Begasung) und sind durch
polarographische O2-Elektroden nur unzureichend zu messen. Aus diesem Grund wurde
das Redoxpotenzial der Redoxelektrode benutzt, um mikroaerobe Bedingungen einzustel-
len [Srinivas et al., 1988]. Je nach Redoxpotenzial ist es möglich verschiedene mikroaerobe
O2-Verhältnisse einzustellen. In dieser Arbeit wurde mit Redoxpotenzialen für mikroae-
robe Zustände zwischen -300 mV und -350 mV gearbeitet.
Für die Zufuhr von Substraten und pH-Korrekturmitteln standen Pumpen der Fir-
ma Ismatec und Waagen (Mettler-Toledo) zur Verfügung. Für die geregelte Zufütterung
stand ein Feedregler zur kontinuierlichen Durchﬂussregelung sowie für die Einmalförde-
rung einer deﬁnierten Menge Feed zur Verfügung. Eine kontinuierliche Durchﬂussregelung




















Die Formel 2.1 ergibt den Massenﬂuss mf in g/min, der stetig den Sollwert des Feed-
reglers aktualisierte. Als gegebene Größen wurden die Dichte des Feeds ρS, die Wachs-
tumsrate µset, der Biomasseausbeutekoeﬀzient Y(X/S), der Erhaltungskoeﬃzient mS, das
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Startvolumen V, die Startbiotrockenmasse X0 sowie die Substratkonzentration cS in die
Funktion eingetragen (s.a. Zeiger and Grammel [2010]).
Zur Analyse des Abgases stand das VARIAN Micro Gas Chromatograph CP-4900
(Micro GC) zur Messung von H2, O2, N2, CO und CO2 zur Verfügung. Es bestand aus
2 Säulen, wobei eine Säule (Kanal 2) ausschließlich für die Messung von CO2 diente und
eine zweite Säule (Kanal 1) für die Messung von H2, O2, CO und N2. Als Trägergas kam
Argon zum Einsatz. Die Aufzeichnung der Chromatogramme erfolgte mit der Software
CP-Maitre Elite (Version 3.2). Die unterschiedlichen Messparameter werden aus Tab. 2.12
ersichtlich.
Tab. 2.12: Speziﬁkationen und Parameter des verwende-
ten Micro-GC Systems zur Messung des Fermenterabgases.
Parameter Kanal 1 Kanal 2
Säulentemperatur 110 °C 80 °C
Injektortemperatur 50 °C 50 °C
Säulendruck 200 kPa 100 kPa
Injektionszeit 200 msec 200 msec
Die Kalibrierung des Micro-GC wurde mit Kalibriergas (Westfalen AG) durchgeführt.
Es enthielt H2 (209 ppm), CO (204 ppm) und synthetische Luft (O2: 20,983 %, N2:
77,937 %, CO2: 395,0 ppm).
Während der Fermentation wurde in regelmäßigen Abständen Proben aus den Reakto-
ren entnommen. Daraus wurde die optischen Dichte (A660) gemessen sowie das Verhältnis
photosynthetischer Membranen bestimmt (A880/A660). Der durch Zentrifugation erhalte-
ne Kulturüberstand (13.000 rpm, 4 °C, 10 min, Thermo Scientiﬁc, HERAEUS Fresco 17)
wurde für HPLC-Analysen und zur Bestimmung von Fructose bei -20 °C eingefroren. Zur
Unterdrückung der Schaumbildung wurde das Antischaummittel Antifoam 204 (Sigma-
Aldrich) in einer 1:100 Verdünnung (5 L Reaktor, CT5-2) und 1:50 Verdünnung (22 L
Reaktor, C15-2K) eingesetzt. Das Volumen wurde nach Bedarf festgelegt und mit einer
sterilen Spritze/Kanüle über ein Septum in den Fermenter gegeben.
2.4.5 Kultivierung unter Zellrückhaltung (Perfusion)
Kultivierungen unter Zellrückhaltung und kontinuierlichem Austausch des Mediums
(Perfusion) wurden im Braun Biostat C im 3 L-Maßstab durchgeführt (s.a. 2.4.4). Für
die Zellrückhaltung wurde das Cross-Flow System Sartocon Slice 200 (Sartorius Stedim
Biotech GmbH) verwendet. Es bestand aus einem Einspannmodul aus Edelstahl und der
Cross-Flow Membran Hydrosart® mit einer Porengröße von 0,2 µm. Abb. 2.3 zeigt die
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Einzelteile des Cross-Flow Systems.
Am Einspannmodul waren Luer-Lock-Anschlüsse für den Zulauf, das Retentat und das
Permeat vorhanden. Drucksensoren zeigten den Druck an den jeweiligen Stellen im System
an. Abb. 2.4 zeigt den schematischen Aufbau der Cross-Flow Filtration. Der Zulauf wur-
de mittels einer Ismatec-Pumpe aus dem Fermenter gepumpt und in einem tangentialen
Fluss auf die Membran geleitet. Zelluläre Bestandteile wurden vom Filter zurückgehalten
und gelangten als Retentat zurück in den Reaktor. Das Permeat enthielt die löslichen
Substanzen des Mediums und wurde verworfen. Um ein fouling der Cross-Flow-Membran
zu verhindern, wurde der Druck hinter der Filtermembran stets > 0 bar gehalten. Der
Druck, der über der Membran durch die Pumpe P1 aufgebaut wurde, richtete sich nach
der angestrebten Austauschrate und dem fouling-Grad der Membran und variierte da-
her. Feedraten zwischen 75 mL/h bis 300 mL/h wurden mit zwei verschiedenen Pumpen
realisiert (Watson Marlow Typ 40 1U/D1 und Tandem 1082 Pumpe, Sartorius).
Abb. 2.3: Cross-Flow Sartocon Slice 200 Einspannvorrichtung (links) und Hydrosart® Cross-Flow
Membran (rechts).
Gleichzeitig zum Abzug wurde frisches Medium als Feed mit einer deﬁnierten Rate in
den Fermenter gepumpt. Dafür wurden Feedlösungen mit M2F-Medium verwendet. Um
den gesteigerten Bedarf höherer Zelldichten zu decken, fand in deﬁnierten Abständen ein
Feedwechsel mit konzentrierteren Medium statt. Die genaue Zusammensetzung der einzel-
nen Feedlösungen ist in Tab. 2.10 ersichtlich. Die einzelnen Wechselzeitpunkte richteten
sich nach der erreichten Zelldichte und wurden im Vorfeld mit Hilfe eines unstrukturierten,
unsegregierten Modells simuliert (s.a. Handt [2011]).
Da das Perfusionssystem nicht autoklaviert werden konnte, wurde das System chemisch
desinﬁziert werden. Hierfür wurde das System zunächst für 30 min mit 500 mL 70 %igem
Ethanol gespült. Anschließend folgte für 1 h ein 1 M KOH (1 L). Dann wurde noch ein-
mal für 30 min mit 70 %igem Ethanol gespült (500 mL). Schließlich folgte eine letzte,
einstündige Spülung mit 1 L sterilem entionisiertem Wasser. Zum Schluss einer Perfusi-
onsfermentation wurde die Membran zunächst mit einem Liter 0,98 %iger Kochsalzlösung





Abb. 2.4: Schematischer Aufbau der kontinuierlichen Kultivierungen unter Zellrückhaltung. P1
und P2: Pumpe 1 und Pumpe 2.
2.4.6 Probennahme intrazelluläre Metabolite und Produkte
Zur Bestimmung von intrazellulären Metaboliten, der Messung der 13C-markierten Iso-
topomere und des Coenzym Q10-Redoxstatus (Q10H2/Q10) zu einem deﬁnierten Zeitpunkt
ist ein rasches Abstoppen des Zellstoﬀwechsels im Millisekundenbereich nötig (metabolic
quenching). Dazu wurden 5 mL Zellsuspension in 15 mL 60 %igen Methanol/5 mM Tricin
(-50 ) gegeben und anschließend für 5 min zentrifugiert (10.000 rpm, -19 °C, Thermo
Scientiﬁc, HERAEUS Biofuge Stratos) [de Koning and van Dam, 1992]. Die Probennahme
erfolgte in einer Dreifachbestimmung. Das sofortige Stoppen aller zellulären Stoﬀwechsel-
aktivitäten ist notwendig, da eine Reihe von Enzymreaktionen einen hohen turnover ha-
ben. So beträgt zum Beispiel der Umsatz von Glucose zu Glucose-6-phosphat in aerob
kultivierten Saccaromyces cerevisiae-Zellen 1 mM/s [de Koning and van Dam, 1992].
Für den Zellaufschluss zur Bestimmung intrazellulärer Metabolite mittels LC/MS-MS
wurde das Pellet in 1 mL 100 %igem Methanol (-20 °C) und 1 mL TE-Puﬀer (10 mM
TRIS, 1 mM EDTA, pH = 7,0, 4 °C) resuspendiert und danach mit 2 mL Chloroform ver-
setzt. Anschließend wurden die Proben für mind. 2 h bei 4 °C mit Hilfe eines Überkopfmi-
schers (Windaus Labortechnik) aufgeschlossen. Durch die nachfolgende Zentrifugation für
10 min (10.000 rpm, -19 °C, Thermo Scientiﬁc, HERAEUS Biofuge Stratos) bildeten sich
zwei Phasen. Die obere Phase (gepuﬀerte Methanolphase, gelöste Zellmetabolite) wurde
abgenommen und für die LC-MS/MS-Analyse ﬁltriert (0,2 µm), um restliche Zelltrümmer
abzutrennen. Zusätzlich wurden 2 mL-Proben der Quenching-Überstände aliquotiert. Alle
Proben wurden bis zur Messung bei -80 °C gelagert.
Die Proben für die Bestimmung des Coenzym Q10-Redoxstatus' wurden sofort nach
Probennahme weiter aufgearbeitet. Die Prozedur ist unter 2.5.11 detaillierter beschrie-
ben.
Zur Bestimmung der intrazellulären Produktkonzentrationen wie PHB (s.a. Abschn. 2.5.8),
Coenzym Q10 (s.a. Abschn. 2.5.11), Vitamin B12 (s.a. Abschn. 2.5.12), Bacteriochlorophyll
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(s.a. Abschn. 2.5.9) und, im Fall von dem SLYC18-Stamm, Lycopin (s.a. Abschn. 2.5.10)
wurden Zell-Aliquots zwischen 2-10 mL, abhängig von der Zelldichte, in Glasröhrchen
abzentrifugiert (5.000 rpm, 4 °C, 15 min, Thermo Scientiﬁc, HERAEUS Biofuge Stra-
tos). Die Zellpellets wurden einmal mit je 5 mL 0,98 % NaCl gewaschen und bis zur
Analyse bei -80 °C gelagert. Die Probennahme für die Bestimmung der Biotrockenmasse
(BTM) verlief analog, jedoch erfolgte nach dem Waschschritt die Trocknung der Proben
im Trockenschrank (s.a. Abschn. 2.5.1).
Für die Bestimmung der intrazellulären NADH- und NAD+-Konzentration (s. Ab-
schn. 2.5.13) wurden je 2 mL in 2 mL-Eppendorf-Gefäße bei 4 °C, 13.000 rpm für 10 min
(Thermo Scientiﬁc, HERAEUS Fresco 17) abzentrifugiert. Der Überstand wurde verwor-
fen und die Pellets bis zur Extraktion und Messung bei -80 °C gelagert.
2.4.7 Berechnung intrazelluläre Metabolite
Bereits seit mehreren Jahren ist bekannt, dass Zellen durch das kalte Methanol-
Quenching einem leakage-Eﬀekt unterliegen, der dazu führt, dass ein Großteil der Me-
tabolite (> 60 %) aus der Zelle in den Quenching-Überstand austreten [Bolten et al.,
2007; Wittmann et al., 2004]. Aus diesem Grund ist es nicht nur wichtig das Zellpellet
aufzuschließen und die Metabolite zu extrahieren, sondern auch Proben der methano-
lischen Quenching-Überstände zu vermessen. Darüber hinaus wurde auch der bei 4 °C
abzentrifugierte Überstand vermessen, der intrazelluläre Metabolite aufgrund von ly-
sierten Zellen enthalten kann. In ersten Versuchen zur Bestimmung intrazellulärer Me-
tabolite wurde festgestellt, dass auch für R. rubrum der leakage-Eﬀekt mit allgemein
> 90 % Verlust auftritt. In Tab. 2.13 sind die prozentualen Verluste durch das metabolic
quenching in R. rubrum auf M2SF-Medium unter aeroben Bedingungen dargestellt. Eine
verringertes leakage scheinen lediglich CoA-Derivate und Energiemetabolite aufzuweisen
(s.a. Tab. 2.13).
Für die Bestimmung der intrazellulären Metabolitenkonzentrationen im Rahmen dieser
Arbeit wurde daher der Verlust beim kalten Methanol-Quenching mit eingerechnet. Die
Berechnung der intrazellulären Metabolitenkonzentrationen erfolgte aus diesem Grund
mit nachfolgender Gleichung: mit [QÜb]20mL als Konzentration des jeweiligen Metaboliten
im Quenching-Überstand, [QEx]2mL als Konzentration des Extraktes und [WÜb]5mL als
Konzentration des bei 4 °C abzentrifugierten Warmüberstandes.









Tab. 2.13: Prozentuale Verluste beim metabolic quenching mit -50 °C Methanol in R. rubrum bei
aeroben Wachstum auf M2SF-Medium. DASGIP Fermentationsparameter.





















2.5.1 Bestimmung der optischen Dichte und Biotrockenmasse
Zur Bestimmung der Zelldichte wurde die optische Dichte (A660) mit einem Photometer
(Jasco V-670 Spektrophotometer) bei 660 nm gemessen. Als Referenz wurde 0,98 %ige
NaCl-Lösung verwendet. Die Zellsuspension wurde mit 0,98 %iger NaCl-Lösung zwischen
eine OD von 0,1 und 0,6 verdünnt. Die Bestimmung der OD erfolgte mindestens in einer
Doppelbestimmung.
Darüber hinaus wurde auch die Absorption bei 880 nm gegen NaCl (0,98 %) gemessen
(A880). Bei dieser Wellenlänge absorbiert der LH-1-Komplex von R. rubrum und erlaubt
eine Quantifzierung der intracytoplasmatischen Photosynthesemembranen, da LH-1 als
einziger Lichtsammelkomplex in R. rubrum vorliegt [Drews, 1985].
Die Bestimmung der BTM wurde in 10 mL-Glasröhrchen durchgeführt, die zuvor bis
zur Gewichtskonstanz im Trockenschrank (105 °C) getrocknet wurden und auf einer Ana-
lysenwaage (Mettler-Toledo) ausgewogen worden waren. Jeweils 10 mL, bei höheren Zell-
dichten (A660> 30) nur 5 mL, wurden 10 min (5.000 rpm, 4 °C, Thermo Scientiﬁc, HERA-
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EUS Biofuge Stratos) abzentrifugiert und einmal mit 0,98 %iger NaCl-Lösung gewaschen,
im Trockenschrank bis zur Gewichtskonstanz getrocknet und anschließend erneut ausge-
wogen. Die Bestimmung erfolgte als Dreifachbestimmung.
Für die Berechnung der BTM aus gemessenen optischen Dichten A660nm wurde der
Faktor gBTM
A660
ermittelt. Dieser Faktor ist abhängig vom eingesetzten Substrat und der
Sauerstoﬀzufuhr und wird wesentlich durch den intrazellulären PHB-Anteil mitbestimmt.
Tab. 2.14 gibt einen Überblick über die ermittelten Faktoren. Darüber hinaus wurde die
BTM um eventuell gebildetes PHB korrigiert, was die BTM verfälschen würde. Damit sind
zum Beispiel die Biomasseausbeuten verschiedener Kohlenstoﬀquellen besser vergleichbar,
da hier zum Teil der PHB-Gehalt unterschiedlich war (vgl.a. Abschn. 3.1.1).
Tab. 2.14: Faktor gBTM
A660nm
für verschiedene Kohlenstoﬀ-Substrate und Sauerstoﬀbedingungen
(aerob, mikroaerob und anaerob) für R. rubrum im Dunkeln.
Bedingung Faktor Anzahl der Messungen
M2SF/M2S/M2F aerob 0,34122 ± 0,01558 95
M2AF aerob 0,28942 ± 0,02853 108
M2A aerob 0,29723 ± 0,02353 26
M2SF mikroaerob 0,35938 ± 0,02259 51
M2F anaerob 0,31179 ± 0,03753 80
Für phototrophe Kultivierungen mit M2S- bzw. M2A-Medium wurde kein Unterschied
zum jeweils unter aeroben Bedingungen ermittelten Faktor festgestellt. Aus diesem Grund
gilt der Faktor aus Tab. 2.14 für das jeweilig verwendete Medium.
2.5.2 Ganzzellspektren
Vergleichende Ganzzellspektren wurden über einen Bereich von 200 bis 1000 nm mit
dem Spektrophotometer V-670 (Jasco) aufgenommen. Zur Reduzierung von störenden
Streueﬀekten wurde die Probe 1:2 mit 100 %igem Glycerin verdünnt. Als Referenz wurde
100 % Glycerin/0,98 % NaCl (1:2, v/v) verwendet.
2.5.3 Bestimmung der organischen Säuren mit HPLC
Die Bestimmung von Formiat, Malat, Acetat, Fumarat, Succinat und Propionat erfolgte
durch Auftrennung und Analyse mittels HPLC. Zur Vorbereitung der Proben auf die Mes-
sung wurden die Fermentationsüberstände ﬁltriert (0,2 µm) und gegebenenfalls verdünnt.
Zur Quantiﬁzierung wurde mit den entsprechenden Standards eine Einpunktkalibrierung




Tab. 2.15: Konzentrationen der Standards zur Bestimmung der organischen
Säuren Formiat, Malat, Acetat, Fumarat, Succinat und Propionat mit HPLC.







Zur Untersuchung der Citramalat-Stabilität wurden Citramalat-Lösungen in H2O und
Methanol (60 %)/Tricin (5 mM) angesetzt und diese bei -80 °C eingefroren. Nach 12 h,
24 h und 36 h wurden jeweils 100 µL mit dem in Tab. 2.15 angegebenen HPLC-System
vermessen. Zum Vergleich erfolgte auch eine Messung vor dem Einfrieren (Zeitpunkt t0).
Die Retentionszeit kann aufgrund von Säulenwechsel oder Puﬀerwechsel und pH-Wert-
Schwankungen variieren. Tab. 2.16 gibt einen Überblick über das verwendete HPLC-
System. Die Aufzeichnung der Messdaten erfolgte mit der Software ChemStation (for LC
3D systems).
Tab. 2.16: Speziﬁkationen und Parameter der HPLC zur Bestimmung der organischen Säuren.
Gerät Agilent Series 1100
Autosampler ALS G1329A
Injektionsvolumen 10 µL
Säule GL Sciences Inertsil 100A ODS-3 5 µm 250 x 4.6 mm
Mobile Phase 0,1 M NH4H2PO4 (pH = 2,60)
Elution isokratisch
Flussrate 1,0 mL/min
Detektor UV/vis-Detektor mit Diodenarray λ = 210 nm
In einigen Fällen wurde Formiat, Malat, Acetat und Succinat durch ein enzymati-
sches Testkit der Firma Boehringer Mannheim (Roche) bestimmt. Besonders in höheren
Zelldichten konnte zum Teil keine eindeutige Zuordnung der Substanzpeaks erfolgen und
eine enzymatische Bestimmung der extrazellulären Konzentration der organischen Säuren
bedingen.
Auch die Bestimmung der extrazellulären Konzentration p-ABA erfolgt mit HPLC.
Dafür wurden die in Tab. 2.16 angegebenen Parameter nach der Methode von Khan et al.
[2002] modiﬁziert. Als Elutionspuﬀer wurde Methanol/KH2PO4 verwendet (7,5 % Metha-
nol, 46,25 mM KH2PO4, pH = 3,60). Die Flussrate wurde auf 1,5 mL/min heraufgesetzt
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und die Detektion erfolgte bei einer Wellenlänge von 254 nm. p-ABA-Standards wurden
in Konzentrationen zwischen 0,001 g/L und 1 g/L eingesetzt.
2.5.4 Bestimmung intrazellulärer Metabolite mit LC-MS/MS
Metabolite des EMP-, des PPP-Weges und des TCA-Zyklus wurden mit LC-MS/MS
bestimmt. Bei dieser Methode werden die einzelnen Substanzen zunächst durch Ionen-
paarchromatographie mit einem binären Gradientensystem aufgetrennt und anschließend
mit vorangegangener Ionisierung mit Ionensprayionisation (ESI) im Massenspektrometer
(Tripelquadrupol) analysiert. Dabei wird das Mutterion ([M-H]−) in zum Teil mehrere
Bruchstücke fragmentiert, von denen das mit der höchsten Intensität für die Detektion
verwendet wird. Mit diesem MRM-Modus (multiple reaction monitoring) wird sowohl die
Selektivität als auch die Empﬁndlichkeit der Detektion erhöht. Die Auswertung der Daten
erfolgte mit der Software Analyst 1.5. Der lineare Bereich liegt abhängig vom Metaboliten
zwischen 25 nM und 100 µmol [Luo et al., 2007]. Eine Übersicht über die gemessenen Me-
taboliten, die dazugehörigen Retentionszeiten sowie Fragmentierungen sind im Anhang
A1 bzw. A2 zu ﬁnden.
Tab. 2.17: Übersicht über die Speziﬁkationen und Parameter des verwendeten LC-MC/MS-
Systems.
Chromatographie-Teil
Gerät Agilent 1200 Series
Autosampler ALS G1367B
Injektionsvolumen 10 µL
Säule Synergy Hydro-C18 150×2.1 mm, 4 µm
(Phenomenex)
Flussrate 200 µL/min
Eluent A Tributylamin (10 mM)
Essigsäure (15 mM)
} pH = 4,95
Eluent B Methanol
Massenspektrometer-Teil
Gerät Applied Biosystems/MDS Sciex API4000
Ionisierung Ionensprayionisation
Ionisierungsmodus negativ
Auch 13C-markierte Metabolite wurden mit LC-MS/MS gemessen. Für die Bestim-
mung der Isotopomere der einzelnen 13C-markierten Metabolite mussten zusätzlich zum
unmarkierten Übergang (m+0) die markierten Übergänge (m+1, m+2, m+3...) gemessen
werden. Die Anzahl der Übergänge richtet sich nach der Anzahl der Kohlenstoﬀatome
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im Metabolit. So ist im Zustand m+1 beispielsweise 1 C-Atom im Molekül vorhanden,
das 13C-markiert und somit eine Masseneinheit schwerer ist. Die genaue Position des
13C-markierten C-Atoms ist für die 13C-Stoﬀﬂussanalyse nicht relevant.
Im Gegensatz zur Konzentrationsbestimmung war bei der Messung der 13C-Markierungen
in den Metaboliten die Mitführung eines externen Standards nicht nötig, da in der spä-
teren 13C-Stoﬀﬂussanalyse lediglich die 13C-Markierungsverteilungen eingehen (s.a. Ab-
schn. 2.8).
2.5.5 Bestimmung von Fructose
Die Bestimmung von Fructose im Fermentationsüberstand erfolgte mit dem enzyma-
tischen Testkit zur Bestimmung von Glucose/Fructose von Boehringer Mannheim (Ro-
che).
2.5.6 Bestimmung von Ammonium
Die Bestimmung des Ammonium-Gehalts in Kulturüberständen erfolgte mit einem
Analysegerät der Firma Ortho-Clinical Diagnostics (Johnson & Johnson). Das Gerät nutzt
gebrauchsfertige Plättchen, auf die 10 µL Probe aufgetragen werden. In der Probe enthal-
tener Ammoniak diﬀundiert zunächst durch eine semipermeable Membran und reagiert
anschließend mit Bromphenolblau zu einem Farbkomplex. Störende Substanzen können
die Membran nicht passieren. Nach einer Inkubationszeit von 5 min wird die Reﬂek-
tionsdichte bei einer Wellenlänge von 605 nm gemessen. Die Kalibrierung erfolgte mit
Ammonium-Standards zwischen 0 und 6 mg/L (Kalibrierlösung: Merck).
Nach einem Defekt des Analysegerätes der Firma Ortho-Clinical Diagnostics (Johnson
& Johnson) wurde die Ammoniumkonzentration im Überstand mit Hilfe eines enzymati-
schen Testkits der Firma Boehringer Mannheim (Roche) bestimmt.
2.5.7 Bestimmung von Phosphat
Die Messung des Gehalts an Orthophosphat wurde durch Umsetzung des Ortho-
phosphates zu Phosphormolybdänblau und Messung der Extinktion bei einer Wellen-
länge von 750 nm erreicht. Orthophosphat reagiert unter saurem pH-Wert mit Natrium-
molybdat zu Phosphormolybdänsäure und wird mit einer Reduktionslösung zu Molybdän-
blau umgesetzt. Tab. 2.18 gibt einen Überblick über die verwendeten Reagenzien und
Lösungen.
Für die Phosphatmessung wurde ein Phosphatstandard im Konzentrationsbereich zwi-
schen 0 und 750 mg/L verwendet. Die Proben wurden entsprechend verdünnt. Der Ab-
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Tab. 2.18: Übersicht über die verwendeten Reagenzien und Lösungen
zur Phosphatbestimmung in Kulturüberständen von R. rubrum.





Na2MoO4 · 2 H2O 24,2






Na2CO3 · 10 H2O 114,0
lauf einer Messung wird im nachfolgenden Pipettierschema deutlich. Die Bestimmung
erfolgte in 96-Well Mikrotiterplatten. Die Absorption wurde bei 750 nm mittels eines
Mikrotiterplatten-Lesegeräts (Biotek, PowerWave XS) gemessen.
Tab. 2.19: Schema über den Ablauf der Phosphatmessung in Kulturüberständen von R. rubrum.





15 min bei Raumtemperatur inkubieren
Sulﬁt-Carbonat-Lsg. 200
Mischen und 15 min bei Raumtemperatur inkubieren
Messung bei 750 nm
2.5.8 Bestimmung von PHB
Für die Extraktion wurden die abzentrifugierten Pellets lyophilisiert (Lyophilisator
Christ-Alpha 1-2). Die Extraktion erfolgte durch Zugabe von 2 mL Dichlormethan und
Kochen für 10 min bei 100 °C im Wasserbad. Anschließend wurden die Proben im Eisbad
gekühlt und abzentrifugiert (5.000 rpm, 10 min, 4 °C, Thermo Scientiﬁc, HERAEUS
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Biofuge Stratos). Der Überstand wurde in ein neues Gefäß überführt. Der Extraktions-
schritt wurde insgesamt dreimal durchgeführt und die einzelnen Überstände gesammelt.












Abb. 2.5: Saure Hydrolyse durch H2SO4 von PHB zu Crotonsäure.
Für die Hydrolyse des extrahierten PHB wurden 2 mL Schwefelsäure (98 %) zuge-
geben und die Proben im siedenden Wasserbad für 30 min gekocht. Die bei der sauren
Hydrolyse mit Schwefelsäure entstehende Crotonsäure zeigt bei 235 nm ein Absorptions-
maximum. Die Absorption kann photometrisch erfasst werden (Jasco Spectrophotometer
V-560). Durch die Mitführung eines PHB-Standards über die Extraktionsschritte und
die Hydrolyse ist eine Quantiﬁzierung möglich [Law and Slepecky, 1961]. Der gemessene
Gehalt an PHB wird stets in % (g PHB pro g Biotrockenmasse) angegeben.
2.5.9 Bestimmung von Bacteriochlorophyll
Die Bestimmung des Bacteriochlorophyll-Gehalts erfolgte mit der Methode nach
Cohen-Bazire et al. [1957] mit 2 mL Methanol:Aceton (2:7, v/v). Dabei wurden die Pro-
ben abgedunkelt, mit N2 überschichtet und für 30 min inkubiert. Anschließend wurde die
Absorption bei 772 nm mittels einem Spektrophotometer (Jasco V-670) gemessen. Die
Bacteriochlorophyll-Konzentration wurde mit dem Extinktionskoeﬃzienten von Bacterio-
chlorophyll in Methanol:Aceton (2:7, v/v) von 75 L
cm · mmol bestimmt [Clayton, 1966].
Für eine Berechnung der Bacteriochlorophyll-Konzentration aus A880/A660-Werten
wurden alle gemessenen Bacteriochlorophyll-Konzentrationen in µmol/gBTM gegen
A880/A660 aufgetragen und die Korrelation bestimmt.
Aus der Gleichung der linearen Regression (Regressionsfaktor: 0,9424) lässt sich somit
relativ einfach und schnell der Bacteriochlorophyll-Anteil (µmol/gBTM) aus der während
der Kultivierung gemessenen Absorption A880/A660 bestimmen:
Bchl = 15, 4467 ·
A880
A660
− 9, 5091 (2.3)
65
Materialien und Methoden


















A 8 8 0 / A 6 6 0  [  ]
Abb. 2.6: Lineare Korrelation zwischen der gemessenen Absorption A880
A660
und des
Bacteriochlorophyll-Gehalts in µmol/gBTM .
2.5.10 Bestimmung von Lycopin
Zur Entfernung von Bacteriochlorophyll und zum Zellaufschluss wurde eine 2-fache
Extraktion mit je 2 mL 100 % Methanol durchgeführt. Durch die Zugabe von 2 mL Chlo-
roform wurde das Lycopin extrahiert. Anschließend erfolgte nach Zentrifugation (15 min,
5.000 rpm, 4 °C, Thermo Scientiﬁc, HERAEUS Biofuge Stratos) eine spektrophotometri-
sche Untersuchung durch Aufnahme eines Absorptionsspektrums. Zur Verringerung von
Degradationsprozessen wurden die Proben während der Extraktionsschritte im Dunkeln
und unter einer Stickstoﬀ-Atmosphäre gelagert.
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Abb. 2.7: Absorptionsspektren von Lycopin in Chloroform in verschiedenen Konzentrationen.
Abb. 2.7 zeigt Absorptionsspektren von Lycopinlösungen in verschiedenen Konzentra-
tionsbereichen (1 bis 20 µmol/L) in Chloroform (Lycopin aus Tomate, Sigma-Aldrich,
> 90 % Reinheit). Lycopin besitzt hier drei Absorptionsmaxima: bei 464 nm, 485 nm und
bei 517 nm. Da bei 485 nm der Peak im Vergleich zu den Peaks bei 464 nm und 517 nm die
größte Intensität besitzt, wurde der Extinktionskoeﬃzient für diese Wellenlänge bestimmt
und für die Berechnung der Lycopinkonzentration verwendet. Der molare Extinktionskoef-
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ﬁzient beträgt für 485 nm 139,66 L
cm · mmol . Mit Hilfe des Extinktionskoeﬃzienten wurde
die Lycopinkonzentration der Proben ermittelt.
Da Carotinoide in R. rubrum stets in einem bestimmten stöchiometrischen Verhält-
nis im LH-1 Komplex vorliegen, lässt sich auch der Lycopin-Anteil mit der gemessenen
Absorption A880/A660 linear korrelieren (Regressionsfaktor: 0,8977).
Lycopin = 9, 7206 ·
A880
A660
− 5, 8044 (2.4)
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2.5.11 Bestimmung von Coenzym Q10
Coenzym Q10 (Ubiquinon) kann als reduzierte (Q10H2) und oxidierte (Q10) Form vorlie-
gen. Beide Formen können mit Flüssigchromatographie (LC) bestimmt werden [Grammel
and Ghosh, 2008]. Die Extraktion erfolgte 2-fach in Dichlormethan/Methanol (2:1, v/v).
Die Extrakte wurden vereinigt und unter einer N2-Atmosphäre eingeengt. Der vollständig
getrocknete Extrakt wurde in 1 mL Methanol/Isopropanol (4:1, v/v) aufgenommen und
für die Messung ﬁltriert (0,2 µm). Alle Proben wurden unverdünnt gemessen.
Tab. 2.20 gibt einen Überblick über das verwendete System. Die Quinone wurden mit-
tels UV-vis DAD-Detektor bei 275 nm gemessen. Gleichzeitig wurden für die einzelnen
Quinone charakteristische Spektren aufgezeichnet, anhand dessen neben der Retentions-
zeit eine eindeutige Zuordnung erfolgte. Die Retentionszeit für die reduzierte Form lag bei
4,40 min, die der oxidierten Form bei 6,17 min.
Der verwendete Q10-Standard (0,128 mg/mL) wurde in Methanol/Isopropanol (4:1)
hergestellt und bei -20 °C gelagert. Für die Bestimmung der reduzierten Form wurde
1 mL des oxidierten Standards mit einer Spatelspitze KBH4 versetzt. KBH4 führte zur
vollständigen Reduktion von Q10 zu Q10H2.
67
Materialien und Methoden
Tab. 2.20: Speziﬁkationen der LC-Methode zur Bestimmung von oxidiertem und reduziertem Coen-
zym Q10.
Gerät Agilent Series 1100
Autosampler ALS G1329A (4 °C)
Injektionsvolumen 100 µL
Säule Agilent Eclipse XD8-C8, 4,6×150 mm, 5 µm
gekühlt auf 20 °C
Mobile Phase Methanol/Isopropanol (4:1) mit 10 mM NH4Acetat
Elution isokratisch
Flussrate 1,0 mL/min
Detektor UV/vis-Detektor mit Diodenarray G1315B
λ = 275 nm
2.5.12 Bestimmung von Vitamin B12
Vitamin B12 wurde mit Hilfe eines Testkits von RIDASCREEN®FAST bestimmt, bei
dem ein kompetitiver Immunoassay (ELISA) zur Anwendung kommt. Freies und enzym-
markiertes Vitamin B12 konkurrieren um die speziﬁschen Vitamin B12-Antikörperbinde-
stellen. Nach einem Waschschritt erfolgt die Zugabe von Substrat/Chromogenlösung, das
durch gebundenes Enzymkonjugat in ein blaues Endprodukt (λ = 450 nm) umgewandelt
wird. Die Extinktion der Lösung ist damit umgekehrt proportional zur Vitamin B12-Kon-
zentration in der Probe [Manual].
2.5.13 Bestimmung von NAD(P)H/NAD(P)+
Für die Bestimmung der intrazellulären NAD(P)H- und NAD(P)+-Konzentration er-
folgte zunächst die Extraktion von NAD(P)H und NAD(P)+ aus getrennt abzentrifugier-
ten Pellets (s.a. 2.4.6). NAD(P)H wurde basisch mit 0,2 M NaOH extrahiert, NAD(P)+
wurde sauer mit 0,2 M HCl extrahiert. Das zugegebene Volumen richtete sich nach
der vorliegenden BTM in der Probe. 500 µL wurden jeweils für 1 gBTM/L (Biomasse-
konzentration der Ausgangssuspension) verwendet. Anschließend wurden die Proben für
1 min bei 95 °C gekocht. Nach Abkühlen auf Eis wurden die Proben zentrifugiert (4 °C,
13.000 rpm, 10 min, Thermo Scientiﬁc, HERAEUS Fresco 17) und der Überstand in ein
neues Eppendorf-Gefäß überführt. Nach Zugabe von 100 µL 0,2 M NaH2PO4-Puﬀer für die
basische Extraktion bzw. Na2HPO4-Puﬀer für die saure Extraktion, wurden die Proben
neutralisiert.
Die Messung der NADH- bzw. NAD+-Konzentration erfolgte in Mikrotiterplatten mit
Hilfe der Alkohol-Dehydrogenase vermittelten Umsetzung von Ethanol zu Acetaldehyd.
NAD+ wird dabei zu NADH reduziert. NADH wird nachfolgend durch die Reaktion mit
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oxidierten PESoxid. (5-Ethylphenazinium-ethyl-sulfat) zu NAD+ regeneriert und PESred.
reduziert. Das reduzierte PES reagiert wiederum mit der oxidierten Form von 3-(4,5-Di-
methylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazolium bromid (MTT), die dadurch reduziert wird.
Dadurch ﬁndet ein Farbumschlag von gelb (MTToxid.) auf violett (MTTred.) statt, der
photometrisch bei 570 nm erfasst werden kann.
NADPH bzw. NADP+ wurde mit Hilfe der Glucose-6-phosphat-Dehydrogenase Re-
aktion gemessen. NADP+ wird durch die G6P-DH (Roche, 140 U/mg) zu NADPH
reduziert. Die nachfolgenden Schritte sind analog zur Bestimmung von NADH/NAD+
(s.a. Tab. 2.21). Die Methode wurde nach Bernofsky and Swan [1973] und Zerez et al.
[1987] modiﬁziert.
Das nachfolgende Schema verdeutlicht den Ablauf der Messung. Der Puﬀer be-
stand aus 0,1 M HEPES und 2 mM ETDA und wurde mit NaOH auf pH = 7,6
eingestellt. HEPES/EDTA-Puﬀer, MTT, PES und ADH wurden als Master-Mix zur
Probe/Blank/Standard pipettiert. Anschließend erfolgte eine Inkubation für 5 min bei
30 °C im Thermo-Mixer bei 650 rpm. Danach wurde die Reaktion durch Zugabe von
20 µL Ethanol (10 %) gestartet und die Zunahme der Absorption bei 570 nm aufgezeich-
net (Biotek, PowerWave XS).
Die Notwendigkeit einer Quenching-Prozedur im Zuge einer Direktextraktion mit HCl
bzw. NaOH zur Bestimmung von NAD(P)+ und NAD(P)H wurde untersucht, da die
Direktextraktion die sofortige Messung im Anschluss an die Probennahme erfordert. Die
Möglichkeit einer Lagerung bis zur Extraktion und Messung dagegen wäre besonders
bei einer größeren Anzahl von Proben von Vorteil. Die Probennahme würde in diesem
Fall durch Abzentrifugieren einer 2 mL-Probe bei 4 °C, Verwerfen des Überstandes und
Einfrieren des Pellets bei -80 °C erfolgen (s.a. 2.4.6).
Tab. 2.21: Pipettierschema der Messung von
NAD+/NADH mit ADH für die 96-Well-Mikrotiter-
platte.
Substanz Volumen in µL
HEPES/EDTA-Puﬀer 60
MTT (3,48 mg/mL) 9
PES (11,1 mg/mL) 9
ADH (300 U/mg) 2
Probe/Blank/Standard 100
Die Ergebnisse sind in Abb. 2.9 zu sehen. Die Bestimmung von NADH und NAD+
erfolgte hierbei als 6-fache Bestimmung bei einer einzigen Probennahme. Die Cofaktoren
der Direktextraktion wurden sofort nach Probennahme gemessen. Die Pellets wurden bei
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Abb. 2.9: NADH- und NADPH-Verhältnisse bei verschiedenen Konzentrationen des jeweiligen Extraktions-
mittels bei Direktextraktion und bei -80 °C eingefrorenen Pellets.
Zu beobachten ist ein generell niedrigeres NADH-Verhältnis, wenn die Proben als Pel-
lets bei -80 °C eingefroren werden, das auf eine geringere Konzentration von NADH und
eine geringfügig geringere Konzentration von NAD+ zurückzuführen ist. Möglich ist z.B.
eine Weiterverstoﬀwechslung von NADH durch das Abzentrifugieren bei 4 °C oder eine
Degradation von NADH. Eine Oxidation zu NAD+ durch eine leichte Acidität des Pel-
lets ist möglich, obwohl die Konzentration von NAD+ im Vergleich zur Direktextraktion
nicht erhöht war. Dem gegenüber steht ein bei 0,05 M und 0,1 M konstant gemessenes
Verhältnis ( NADH
NADH+NAD+
= 0,30 [ ]) bei der direkten Extraktion. Wird die Konzentration
allerdings auf 0,2 M erhöht ﬁndet sich ein vielfach geringeres NADH-Verhältnis wieder
( NADH
NADH+NAD+
= 0,08 [ ]). Dieser Eﬀekt tritt bei der Pellet-Methode nicht auf. Hier sind
jedoch 0,05 M wahrscheinlich zu gering, um vor allem NADH eﬀektiv zu extrahieren. Es
werden nur etwa 13 % der NADH-Konzentration der Direktextraktion gemessen. Da beide
Methoden Vor- und Nachteile aufweisen, der zeitliche Aufwand bei der Pellet-Methode
jedoch erheblich reduziert werden kann, wurde für alle NADH- und NAD+-Bestimmungen
die Pellet/-80 °C-Methode angewandt. Für die Auswertung wurde dabei ein NAD+-Verlust
von 39,07 ± 9,76 % und ein NADH-Verlust von 67,45 ± 3,75 % eingerechnet und damit
die falsch-niedrigen NADH-Verhältnisse korrigiert. Für NADP+-Konzentrationen aus ein-
gefrorenen Pellets wurden dagegen um ca. 84,73 % höhere Werte bei 0,2 M Extraktion
gemessen im Vergleich zur Direktextraktion, bei ähnlichen NADPH-Konzentrationen erge-
ben sich somit für die Direktextraktionen sehr viel höhere NADPH/NADP+-Verhältnisse
(s.a. Tab. 2.9). Da der fehlende Quenching-Schritt bei der Pellet/- 80 °C-Methode die
wahrscheinlichste Ursache für den oxidierten NADP+-Pool ist, wurden auch für die Be-
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stimmung der NADPH-Verhältnisse aus Pelletproben die errechneten Werte um die Dif-
ferenz der NADPH-Verhältnisse (bei 0,2 M durchgeführte Direktextraktion) korrigiert.
2.5.14 Proteinbestimmung
Die Proteinkonzentration wurde für Bestimmungen von Enzymaktivitäten benötigt
und mittels Bradford bestimmt. Die Zusammensetzung des Bradford-Reagenzes ist in
Tab. 2.22 ersichtlich.
Tab. 2.22: Zusammensetzung des Bradford-Reagenz.
Substanz Menge in mL
Coomassie brilliant blue G-250 100 mg/L
95 % Ethanol 50
85 % Phosphorsäure 100
Milli-Q Wasser auf 1 auﬀüllen
Dazu wurde der Zellaufschluss zunächst zentrifugiert (5.000 rpm, 4 °C, 10 min, Ther-
mo Scientiﬁc, HERAEUS Biofuge Stratos) und der Überstand abgenommen. Anschlie-
ßend wurden 5 µL des Überstandes mit 250 µL Bradford-Reagenz in einer 96-Well-
Mikrotiterplatte gemischt und die Absorption bei 595 nm gemessen (Biotek, PowerWave
XS). Als Standard diente BSA (Bovines Serum Albumin) zwischen 25-750 mg/L. Die
Proteinbestimmung wurde nach Angaben von Bradford [1976] durchgeführt.
2.6 Bestimmung von enzymatischen Aktivitäten
2.6.1 Bestimmung der Crotonyl-CoA
Carboxylase/Reduktase-Aktivität
Die Bestimmung der CCR-Aktivität erfolgte nach Erb et al. [2007]. Der Zellaufschluss
wurde in 100 mM Tris-HCl-Puﬀer (pH = 7,90) mittels Ultraschall (Bandelin-SONOPULS
Homogenisator HD2200) durchgeführt. Dazu wurde die Zellprobe zunächst abzentrifugiert
(5.000 rpm, 4 °C, 15 min, Thermo Scientiﬁc, HERAEUS Biofuge Stratos) und in 5 mL
Tris-HCl-Puﬀer resuspendiert. Anschließend erfolgte der Aufschluss mit 10 Durchläufen
(30 s, Power 25-30 %, 5x10 % Zyklen).
Die Bestimmung der Enzymaktivität erfolgte in 500 µL-Küvetten mit einer Schichtdicke
von 0,2 cm. Im Reaktionsansatz befanden sich 4 mM NADPH, 2 mM Crotonyl-CoA,
100 mM Tris-HCl (pH = 7,90), 33 mM NaHCO3 und das entsprechende Volumen Zelllysat.
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Die Proteinmenge im Ansatz lag je nach Zellaufschluss zwischen 0,04-0,8 mg Protein. Das
Gesamtvolumen von 400 µL wurde durch Auﬀüllen mit Milli-Q Wasser hergestellt. Die
Absorptionsabnahme wurde gegen einen Referenzansatz gemessen, der kein Crotonyl-CoA
enthielt, um unspeziﬁsche NADPH-verbrauchende Reaktionen abzuziehen.
2.6.2 Bestimmung der Citramalatsynthase-Aktivität
Die Aktivität der Citramalatsynthase wurde nach Filatova et al. [2005] bestimmt und
erfolgte durch die Pyruvat-abhängige Umsetzung von Acetyl-CoA in Gegenwart von 5,5`-
Dithiobis(2-nitrobenzoesäure)(DTNB). Der Farbstoﬀ DTNB reagiert mit frei werdenden
SH-Gruppen des Coenzym A und kann bei 412 nm quantiﬁziert werden.
Für die Reaktion wurden die Zellen anaerob in einem mit N2 durchströmten Plastikzelt
geerntet und aufgeschlossen. Der Aufschluss erfolgte mit 50 mM MOPS-Puﬀer (pH = 8,0)
und wurde wie unter Abschn. 2.6.1 beschrieben mit Ultraschall durchgeführt.
Der Reaktionsansatz enthielt 2 mM MgCl2, 2 mM MnCl2, 1 mM Acetyl-CoA und
0,5 mg/mL Protein enthalten. Das Gesamtvolumen betrug 500 µL. Beim Referenzansatz
wurde auf Acetyl-CoA verzichtet, so dass unspeziﬁsche Hintergrundreaktionen mit DTNB
automatisch von der Absorption des Reaktionsansatzes abgezogen wurden. Die Reakti-
on wurde durch die Zugabe von 20 mM Pyruvat gestartet. Alle 5 min wurden 50 µL
des Reaktions- und Referenzansatzes in je 1 mL Tris/HCl-Puﬀer mit 0,4 mM DTNB
(pH = 7,8) gegeben und sofort die Absorption bei 412 nm gemessen. Die Messung er-
folgte in Standardküvetten mit einer Schichtdicke von 1 cm in einem Spektrophotometer
(Jasco, V-670).
2.6.3 Bestimmung der Malat-Dehydrogenase-Aktivität
Die Aktivität der Malat-Dehydrogenase wurde nach Angaben von Bergmeyer and Bernt
[1974] durchgeführt.
2.7 Beurteilung der Produktbildung
Um die Entwicklung und Verbesserungen der Prozesse zu charakterisieren und zu ver-
gleichen, wurde verschiedene Raten und Ausbeutekoeﬃzienten berechnet.
µexp - Die Wachstumsrate µ beschreibt die Geschwindigkeit des Wachstums einer






t1 − t0 (2.5)
qP - ist die speziﬁsche Produktbildungsrate. Sie gibt an, welche Menge Produkt pro
Biomasse in einem deﬁnierten Zeitraum produziert wird.
qP =
P1 − P0
(X1 −X0)(t1 − t0) (2.6)
qS - ist die speziﬁsche Substrataufnahmerate. Sie gibt an, welche Menge Substrat pro
Biomasse und Zeit aufgenommen worden ist.
qS =
S1 − S0
(X1 −X0)(t1 − t0) (2.7)
RZA - ist die volumetrische Produktivität (Raum-Zeit-Ausbeute). Sie gibt an, welche
Menge Produkt pro Volumen in einem deﬁnierten Zeitraum produziert wird. P kann
hierbei sowohl ein extrazellulär ausgeschiedenes oder intrazellulär vorkommendes Produkt
als auch die Produktion von Biomasse sein.
RZA =
P1 − P0
(V )(t1 − t0) (2.8)




S1 − S0 (2.9)




S1 − S0 (2.10)





Die Bestimmung von Biomasse/Substrat-Ausbeutekoeﬃzienten im Rahmen dieser Ar-
beit erfolgte durch lineare Regression der am Ende der exponentiellen Wachstumsphase
erreichten Biomassekonzentration und der eingesetzten Substratkonzentration. Für die
lineare Regression wurden jeweils mindesten 5 Versuche herangezogen.
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X Biomasse in gBTM
S Substrat
P Produkt
t Zeit in h
V Volumen in L
Bestimmung von CTR-Werten
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Monod-Kinetik und Lineweaver und Burk
Mit Hilfe der Monod-Kinetik und Lineweaver und Burk wurden die kinetische Para-
meter µmax, Ks für Ammonium und Phosphat bestimmt. Die Monod-Kinetik lautet:




S Substrat in g/L bzw. mM
Ks Monod-Konstante in g/L bzw. mM
µ Wachstumsrate in h−1
µmax Maximale Wachstumsrate in h−1
Die Bestimmung von µ erfolgte durch lineare Regression der logarithmisch aufgetrage-
nen Biomassekonzentrationen über der Zeit während der exponentiellen Wachstumsphase.
Anschließend erfolgte die reziproke Auftragung von µ gegen S und, durch die Anlegen ei-
ner Asymptote, die Bestimmung von µmax aus dem Schnittpunkt der y-Achse bzw. Ks

















Mit Hilfe des mathematischen Tools CellNetAnalyzer lassen sich metabolische Netz-
werke deﬁnieren und anschließend in einer Anwender-freundlichen Umgebung strukturell
und funktionell analysieren. Der CellNetAnalyzer ist dabei als Paket in Matlab eingebun-
den [Klamt et al., 2007, 2003]. Es erlaubt die Bestimmung von intrazellulären Stoﬀﬂüssen
unter stationären Bedingungen sowie deren Optimierung und metabolische Pfadanalyse
durch die Berechnung von Elementarmoden (stöchiometrische Netzwerkanalyse). So ist
zum Beispiel die Bestimmung einer theoretisch maximalen Produktausbeute eines be-
stimmten Stoﬀwechselmetaboliten möglich. Darüber hinaus ist auch die Identiﬁzierung
von Abﬂussengpässen im Stoﬀwechsel möglich. Auch die Einﬂüsse und Auswirkungen
einer entsprechende Deletionsmutante können vorhergesagt werden.
Als Grundlage wurde das von Hädicke et al. [2011] aufgestellte Stoﬀwechselnetzwerk
verwendet, das für ein Großteil der theoretischen Untersuchungen auf den Fructose-
Metabolismus im Dunkeln reduziert wurde (s.a. Abschn. 3.7.2). Die Analysen wurden in
Zusammenarbeit mit der Arbeitsgruppe: Analysis and Redesign of biological networks
am Max-Planck-Institut für komplexe dynamische Systeme, Magdeburg durchgeführt.
Lineare Optimierungen wurden durchgeführt, um theoretische Produktausbeute-
koeﬃzienten zu ermitteln. Zur Lösung linearer Optimierungen wurde innerhalb des Cell-
NetAnalyzers GLPKMEX verwendet. GLPKMEX stellt dabei das Matlab MEX-Interface
für die GLPK-Bibliothek dar (GLPK: GNU linear programming kit). Die Zielfunktion
stellte die zu maximierende Funktion bzw. die zu optimierende Stoﬀwechselreaktion dar.
Die Elementarmoden stöchiometrischen Netzwerkes von R. rubrum [Hädicke et al.,
2011] wurden zum einen berechnet, um die theoretisch maximalen Ausbeuten aus der li-
nearen Optimierung zu bestätigen und zum anderen, um eventuell vorhandene Alternativ-
routen zu den Produkten zu identiﬁzieren. Auch unter Umständen vorhandene essenzielle
Reaktionen für die Maximierung eines bestimmten Produkts können so aufgezeigt wer-
den.
13C-Stoﬀﬂussanalyse
13C-Stoﬀﬂussanalysen wurden mit Hilfe des Software Toolkits 13CFLUX bewerkstel-
ligt. Dafür wurde ein Atomtransitionsnetzwerk speziell für R. rubrum aufgestellt und
extrazelluläre Aufnahme- und Ausscheideraten bestimmt (vgl.a. Abschn. 3.1.1, 3.7.1.3).
Mit Hilfe dieser beiden Informationen und gemessenen intrazellulären 13C-Markierungs-
daten ist die Quantiﬁzierung intrazellulärer Kohlenstoﬀﬂüsse möglich [Wiechert et al.,
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2001]. Für die intrazellulären Markierungsdaten wurden intrazelluläre Quenching-Proben
wie in Abschn. 2.4.6 genommen und nach der Aufarbeitung die 13C-Markierungen mit LC-
MS/MS gemessen (s.a. Abschn. 2.5.4). Die so erhaltenen 13C-Markierungsverhältnisse der
einzelnen Isotopomere wurden direkt für die Modellierung der intrazellulären Stoﬀﬂüsse
verwendet. Die Modellierung der 13C-Stoﬀﬂussanalysen wurde in Kooperation mit der
Arbeitsgruppe: Analysis and Redesign of biological networks am Max-Planck-Institut
für komplexe dynamische Systeme, Magdeburg durchgeführt.
Für die Flussschätzung kam ein iteratives Verfahren zur Anwendung, womit die
Diﬀerenz zwischen gemessenen und simulierten Daten minimiert wurde (Methode der
kleinsten Fehlerquadrate). Das Residuum stellt die Summe dieser Fehlerquadrate dar
(vgl.a. Gl. 2.16). Die Gleichung ist Wiechert et al. [1997] entnommen. Je kleiner das
Residuum, um so kleiner die Abweichung zwischen Messdaten und Modell. Die Methode
wird im Detail bei Wiechert and de Graaf [1997]; Wiechert et al. [1997] beschrieben. Für
die Berechnung von Standardabweichungen ist eine etablierte Methode die lineare Ab-
schätzung des nichtlinearen Gleichungssystems unter der Voraussetzung normalverteilter
Messungen zur Flussschätzung [Wiechert et al., 1997].
Residuum =
∥∥∥w − (Mw,−Mw) ·Φ ◦ Φ[0,1]β ◦ Φ(nfrei)∥∥∥2∑
w
+
∥∥∥y −My ·Γ ◦ Φ ◦ Φ[0,1]β ◦ Φ(nfrei)∥∥∥2∑
y
(2.16)
w Vektor der gemessenen Nettoﬂüsse
y Vektor der gemessenen 13C-Markierungen
Mw Matrix der Nettoﬂüsse
My Matrix der 13C-Markierungen
Zur Visualisierung biochemischer Netzwerke und Stoﬀﬂüsse in R. rubrum wurde das
Programm Omix 1.3.4 benutzt [Droste et al., 2010].
3 Ergebnisse und Diskussion
3.1 Optimierung verschiedener Parameter für das
aerobe Wachstum
Für das Wachstum unter aeroben Bedingungen im Dunkeln sollte zunächst das von
Ghosh et al. [1994] entwickelte Batch-Medium hinsichtlich der Kohlenstoﬀ- und Stick-
stoﬀquelle sowie des Phosphat-, Vitamin- und p-Aminobenzoesäure-Bedarfs optimiert
werden. Ziel war es, geeignete Zufütterungsstrategien für Fedbatch-Kultivierungen zu
ﬁnden. Darüber hinaus wurde der Einﬂuss der Gelöstsauerstoﬀkonzentration sowie der
CO2-Zufuhr untersucht. Für das schnelle Erreichen hoher Zelldichten und der damit
verbundenen Raum-Zeit-Ausbeuten (RZA) ist eine geeignete Festlegung der genannten
Prozessparameter essenziell.
3.1.1 Optimierung einzelner Nährstoﬀbestandteile
Ausgehend vom optimierten Sistrom-Medium (Ghosh et al. [1994]) erfolgte die Op-
timierung einzelner Nährstoﬀbestandteile für aerobe Fedbatch-Kultivierungen. Dazu ge-
hörten die Kohlenstoﬀquelle (Succinat, Fructose, Acetat), die Stickstoﬀquelle (Ammoni-
um, Glutamat, Aspartat), die Phosphatmenge sowie der Bedarf an Vitaminen und p-
Aminobenzoesäure. Ziel war es zum einen die Zusammensetzung des Batch-Mediums zu
verbessern und zum anderen inhibitorische Konzentrationen zu ﬁnden, welche sich im
Fedbatch-Prozess durch eine Verringerung der Wachstumsrate und damit einer geringe-
ren Biomassebildung äußern würden.
Kohlenstoﬀquellen
Für die aerobe Kultivierung von R. rubrum ist der Einsatz verschiedener C-Quellen
denkbar. Als Einzelsubstrate eignen sich Succinat, Acetat und Fructose. Als Misch-
substrate wurden Succinat/Fructose und Acetat/Fructose untersucht. In Tab. 3.1 sind
die wachstumsbeschreibenden Parameter, Wachstumsrate, Substrataufnahmerate sowie
Biomasseausbeutekoeﬃzient, für die genannten Einzelsubstrate angegeben.
Beim Wachstum auf Acetat bzw. Fructose ist die Zufuhr von CO2 notwendig. Ohne
CO2 war kein Wachstum zu verzeichnen (s.a. Abschn. 3.1.3). Beim Vergleich der Wachs-
tumsraten fällt auf, dass das Wachstum auf Acetat mit µexp = 0,052 h −1 nur sehr langsam
77
Ergebnisse und Diskussion
war. Im Vergleich dazu waren die Wachstumsraten für Succinat und Fructose höher. Die
höchste Wachstumsrate der Einzelsubstrate erzielte Succinat mit µexp = 0,123 h−1.




am höchsten. Der Grund für die hohe Biomasseausbeute im
Vergleich zu Succinat bei gleicher Wachstumsrate lag bei höheren CO2-Ausscheideraten
beim Wachstum auf Succinat. Der CO2-Abgaberate (carbon dioxide transfer rate, CTR)
war mit CTR = 4,36
mmolCO2
gBTM ·h




(vgl.a. Tab. 3.1). Somit ging ein Großteil des aufgenommenen Kohlenstoﬀs in Form von
CO2 verloren und wurde nicht für die Bildung von Biomasse verwendet. Im Gegensatz
dazu ﬁel die CO2-Abgaberate von Acetat mit 0,74
mmolCO2
gBTM ·h
sehr gering aus, was vermutlich
an der geringen Wachstumsrate (µ = 0,052 h−1) auf Acetat lag.
Tab. 3.1: Wachstumsraten, Substrataufnahmeraten und Biomasseausbeutekoeﬃzienten für die Einzelsub-
stratmedien M2A, M2S und M2F unter aeroben Sauerstoﬀbedingungen im Dunkeln (5 % pO2). Bei
Acetat und Fructose: 5 % CO2. Alle Ergebnisse aus jeweils 3 unabhängigen Kultivierungen. DASGIP-
Fermentationsparameter.
Acetat Succinat Fructose




















) 0,74 ± 0,08 4,36 ± 0,36 2,51 ± 0,03
Für Fedbatch-Kultivierungen mit Einzelsubstraten eignet sich daher Fructose am bes-
ten als C-Quelle. Die Wachstumsrate war mit µexp = 0,109 h−1 nur geringfügig kleiner
als auf Succinat (µexp = 0,123 h−1) und die Biomasseausbeute war deutlich höher mit
Fructose als C-Quelle.
In Tab. 3.2 sind die wachstumsbeschreibenden Parameter für die Mischsubstrate Suc-
cinat/Fructose bzw. Acetat/Fructose zu sehen. Auch für die Kultivierung auf Acetat/Fru-
ctose-Mischsubstrat war die Supplementation von CO2 notwendig. Mit 5 % CO2 in der
Zuluft wurde eine Wachstumsrate von µexp = 0,122 h−1 erreicht. Mit Succinat/Fru-
ctose war allerdings ohne die Zuführung von CO2 mit µexp = 0,156 h−1 eine hö-
here Wachstumsrate möglich. Auch die Biomasseausbeute war auf Succinat/Fructose-
Mischsubstrat mit Y(X/S) = 0,432
gBTM
gSubstrat




). Der Grund hierfür ist die vermehrte PHB-Bildung bei Acetat/Fru-
ctose. Auf Acetat/Fructose wurde, im Vergleich zu 1,5 % bei Succinat/Fructose, 10,1 % ge-
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bildet. Die erhöhte PHB-Akkumulation führt zu der Verminderung der Biomasseausbeute.









Im Gegensatz zu C. glutamicum ging das Wachstum auf Fructose in R. rubrum nicht
mit der Ausscheidung von overﬂow -Metaboliten wie Lactat oder DHAP einher [Domin-
guez et al., 1998].
Tab. 3.2: Wachstumsraten, Substrataufnahmeraten und Biomasseausbeutekoeﬃzienten für die Mischsubstrat-
medien M2SF und M2AF unter aeroben Bedingungen im Dunkeln (5 % pO2). Bei Acetat/Fructose: 5 % CO2.
Alle Ergebnisse aus jeweils 3 unabhängigen Kultivierungen. DASGIP-Fermentationsparameter.
Succinat/Fructose Acetat/Fructose












)  1,905 ± 0,453












) 3,96 ± 0,37 4,77 ± 0,46
Als Kohlenstoﬀquellen wären demnach Fructose als Einzelsubstrat und Succinat/Fru-
ctose im Mischsubstrat am besten für aerobe Fedbatch-Kultivierungen geeignet. Diese
Substrate erzielten hohe Wachstumsraten mit hohen Biomasseausbeuten (µexp = 0,156 h−1




Im Vergleich zu bereits etablierten Mikroorganismen in der Biotechnologie muss al-
lerdings festgestellt werden, dass R. rubrum ein vergleichsweise langsames Wachstum
aufweist. E. coli beispielsweise weist, abhängig von der C-Quelle, Wachstumsraten zwi-
schen µexp = 0,3 h−1 bis µexp = 0,89 h−1 auf [Andersen and von Meyenburg, 1980]. Auch
C. glutamicum, das für die Produktion von verschiedenen Aminosäuren verwendet wird
[Binder and Hanke, 2011], wächst auf Glucose mit µexp = 0,35 h−1 und auf Acetat mit
µexp = 0,30 h−1 schneller als R. rubrum [Netzer et al., 2004]. Besonders auﬀällig ist der
große Unterschied in der Wachstumsrate bei ausschließlicher Verwendung von Acetat.
Hier weist R. rubrum eine 7-fach geringere Wachstumsrate im Vergleich zu E. coli und
C. glutamicum auf. Gleichzeitig wird mit 34,3 % die höchste Menge PHB akkumuliert. Die
Ursachen dafür liegen vermutlich in einem komplett anders organisierten Zentralstoﬀwech-
sel beim Wachstum auf Acetat, da R. rubrum im Gegensatz zu E. coli und C. glutamicum
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keine Isocitratlyase und demzufolge auch keinen Glyoxylat-Zyklus aufweist [Berg and Iva-
novsky, 2009; Ensign, 2006; Ivanovsky et al., 1997].
Alternative Kohlenstoﬀquellen
Neben den für R. rubrum etablierten Kohlenstoﬀquellen Succinat, Acetat und Fru-
ctose wurden alternative C-Quellen untersucht. Für biotechnologische Anwendungen in
Frage kommen, wie bereits unter 1.1.3 erläutert, Glycerin, Glucose, Methanol, Saccha-
rose, Xylose, Arabinose. Darüber hinaus wurden Butyrat, Lactat und Citrat als weitere
Kohlenstoﬀsubstrate untersucht. In Abb. 3.1 sind die Wachstumskurven aller untersuchten
C-Quellen abgebildet.













K u l t i v i e r u n g s d a u e r  [ h ]
Abb. 3.1: Wachstum von R. rubrum auf verschiedenen alternativen Kohlenstoﬀquellen unter
aeroben Bedingungen im Schüttelkolben. Kohlenstoﬀquellen jeweils 10 mM. Fructose und Succinat
als Kontrolle. Daten aus jeweils 1 Kultivierung.
In Abb. 3.1 ist zu erkennen, dass R. rubrum neben den bereits bekannten C-Quellen
Fructose und Succinat lediglich auf Butyrat ein signiﬁkantes Wachstum aufwies. Die
Wachstumsrate war jedoch mit µexp = 0,04 h−1 nur sehr gering. Die getesteten C-Quellen
stellen somit keine alternativen Kohlenstoﬀquellen zu den bereits bekannten C-Quellen
Succinat, Acetat und Fructose dar. Insbesondere das Unvermögen von R. rubrum,
auf Glucose und Saccharose zu wachsen, schränken die Anwendung etablierter Zucker-
Feedstocks, wie z.B. Melasse [Drawert et al., 1994], für die Kultivierung von R. rubrum für
biotechnologische Anwendungen ein. Denkbar wäre die Nutzung von HFCS (high fructose
corn syrup), das bisher als Süßungsmittel für die Getränkemittelindustrie produziert wird.
HFCS ist in verschiedenen Reinheiten erhältlich, HFCS-55 beispielsweise besteht zu 55 %
aus Fructose [Hanover and White, 1993; Takasaki et al., 1969]. Allerdings existiert bisher
keine biotechnologische Anwendung mit HFCS als Kohlenstoﬀquelle.
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Auch das fehlende Wachstum auf Arabinose und Xylose wirkt sich nachteilig auf spätere
Anwendung aus. Verstärkt gewinnen in den letzten Jahren Feedstock-Lösungen an Bedeu-
tung, die auf Lignocellulose-Hydrolysaten basieren; begründet durch steigende Zuckerprei-
se. Diese Hydrolysate bestehen aus einer Mischung von Kohlenhydraten, darunter 20 %
Xylose und Arabinose (s.a. Abschn. 1.1.3).
Für das Wachstum auf Methanol fehlt R. rubrum vermutlich das Enzym Methanol-
Dehydrogenase, welche in methylotrophen Bakterien den ersten Schritt der Methanol-
Assimilation katalysiert [Arfman et al., 1989]. Eine Suche nach homologen Sequenzen
der Methanol-Dehydrogenase von Methylobacterium extorquens AM1 im Genom von R.
rubrum blieb ergebnislos. Es ist demnach davon auszugehen, dass R. rubrum kein Wachs-
tum auf Methanol aufweist, da dieses wichtige Enzym des Methanolabbaus fehlt. Den für
die Regenerierung des Glyoxylats benötigten Ethylmalonyl-CoA-Weg besitzt R. rubrum
höchstwahrscheinlich [Erb et al., 2007]. Wachstum auf Methanol wurde für phototrophe
Mikroorganismen bisher nur für Rhodopseudomonas acidophila berichtet [Sahm et al.,
1976]. Ebenfalls kein Wachstum war bei den C-Quellen D-Lactat, L-Lactat und Citrat
unter aeroben Bedingungen im Dunkeln zu beobachten.
Stickstoﬀquelle
Die Stickstoﬀquelle ist ein wesentlicher Bestandteil des Nährmediums (s.a. Abschn. 1.1.4).
Aus diesem Grund wurde die Eignung verschiedener Stickstoﬀquellen für das aerobe
Wachstum in Schüttelkolbenversuchen untersucht. In Abb. 3.2 sind die Wachstumsra-
ten und die Biomasseausbeutekoeﬃzienten für die Stickstoﬀquellen Aspartat, Glutamat,
NH4Cl und (NH4)2SO4 dargestellt.
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Abb. 3.2: Wachstumsraten und Biomasseausbeutekoeﬃzienten der exponentiellen Phase auf M2SF-
Medium mit verschiedenen Stickstoﬀquellen im Schüttelkolben (alle 20 mM, bis auf (NH4)2SO4: 10 mM).
Die Biomasseausbeutekoeﬃzienten beziehen sich auf die Summe der Kohlenstoﬀquellen Fructose und
Succinat. Daten aus jeweils 1 Kultivierung.
Die maximale Wachstumsrate war mit µexp = 0,135 h−1 mit NH4Cl am größten. Überra-
schend war die geringere Wachstumsrate von µexp = 0,109 h−1 mit (NH4)2SO4. Es ließ sich
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jedoch mit einer Verdopplung der (NH4)2SO4-Menge von 10 mM auf 20 mM eine höhere
Wachstumsrate von µexp = 0,129 h−1 erreichen. Aspartat wies mit µexp = 0,096 h−1 die
geringste Wachstumsrate auf. Auch das Wachstum auf Glutamat war mit µexp = 0,113 h−1
geringer als mit den Ammoniumquellen. Eine Stickstoﬀquelle in Form von Ammonium-
salzen ist für eine schnelle Produktion von Biomasse unter aeroben Bedingungen somit
am besten geeignet. (NH4)2SO4 hätte zusätzlich den Vorteil, dass es in Konzentratio-
nen höher als 30 mM zusammen mit 10 g/L Fructose nicht zu einem unlöslichen weißen
Niederschlag ausfällt, was mit Ammoniumchlorid der Fall war. Es wurde festgestellt, dass
sich (NH4)2SO4 bis zu 70 mM mit 44 g/L Fructose lösen lässt. Die restlichen Bestandteile
des M2SF-Mediums behielten ihre normale Konzentration bei.
Die auf die C-Quelle bezogenen Ausbeutekoeﬃzienten der beiden Ammoniumsalze
waren mit Y(X/S) = 0,48
gBTM
gSubstrat
vergleichbar. Die Biomasseausbeutekoeﬃzienten von




(s.a. Abb. 3.2). Das deutet darauf hin, dass Glutamat bzw. Aspartat nicht nur in Trans-
aminierungsreaktionen unter Abgabe der Aminogruppe verwendet werden, sondern auch
in Form ihrer Ketosäuren Oxaloacetat und α-KG den TCA-Zyklus auﬀüllen und zu ei-
ner gesteigerten Biomassebildung führen, die sich in einem erhöhten Biomasseausbeute-
koeﬃzient für Succinat und Fructose äußert. Die dafür nötigen Enzyme Glutamat-De-
hydrogenase und Aspartat-Transaminase besitzt R. rubrum [Bachofen and Neeracher,
1968; Cutinelli et al., 1951]. Die zwei Ammoniumsalze können nicht als zusätzliche
C-Quelle dienen und gehen ausschließlich in die Umwandlung von α-KG zu Glutamat
ein.
Ammoniumkonzentration
Die höchsten Wachstumsraten lieferte Ammoniumchlorid als Stickstoﬀ-Quelle
(µexp = 0,135 h−1). NH4Cl sollte deshalb auch für Fedbatch-Kultivierungen verwendet
werden. Für die eﬃziente Zuführung von Ammonium ist die Kenntnis des Ammonium-
bedarfs und limitierender bzw. inhibitorischer Konzentrationen essenziell. In Schüttelkol-
benversuchen mit unterschiedlichen Konzentrationen an Ammonium wurde das Wachstum
von R. rubrum ausgehend vom M2SF-Medium untersucht.
In Abb. 3.3 wird ersichtlich, dass Ammonium für R. rubrum sowohl wachstumslimi-
tierende als auch -inhibitorische Konzentrationen annehmen kann. Die optimale Ammo-
niumkonzentration liegt bei 60 mM. Eine maximale Wachstumsrate von µexp = 0,144 h−1
wurde damit erzielt. Bereits mit 150 mM Ammonium verringerte sich die Wachstumsrate
um fast 25 %. Auch Konzentrationen, welche kleiner als 60 mM sind wirkten sich negativ
auf das Wachstum von R. rubrum aus. Bei 5 mM Ammonium betrug die Wachstumsrate
nur noch 2
3
der maximal möglichen Wachstumsrate. In Abb. 3.3 wird darüber hinaus er-
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sichtlich, dass selbst mit 0 mM ein geringfügiges Wachstum möglich war (µexp = 0,03 h−1).
Der Grund hierfür könnte im Vorhandensein von restlichem intrazellulären freien Amino-
säuren liegen, die noch für die Proteinbiosynthese verwendet werden können.
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Abb. 3.3: Wachstumsraten aus der exponentiellen Wachstumsphase von R. rubrum unter aeroben Be-
dingungen auf M2SF-Medium mit variierten Ammoniumkonzentrationen im Schüttelkolben. Ammoni-
umkonzentrationen von 0 bis 350 mM. Daten aus jeweils 1 Kultivierung. Roter Kasten kennzeichnet die
Ausgangskonzentration im M2SF-Medium von Ghosh et al. [1994].
Für Fedbatch-Kultivierungen sollte daher 60 mM im Start-Kultivierungsmedium vor-
gelegt werden. Diese Konzentration entspricht dem von Ghosh et al. [1994] optimierten
Sistrom-Medium. In der Zufütterung sollten ≈ 20 mM Ammonium nicht unterschritten
bzw. ≈ 100 mM nicht deutlich überschritten werden. Aus den erreichten Zelldichten der
limitierenden Schüttelkolben lässt sich der Biomasseausbeutekoeﬃzient für Ammonium




. Die wachstumsbeschreibenden Parameter
für Ammonium sind noch einmal in Tab. 3.3 zusammengefasst.
Phosphatkonzentration
Auch der Bedarf an Phosphat wurde für R. rubrum unter aeroben Bedingungen im
Dunkeln bestimmt. Wie für Ammonium zeigte R. rubrum auch für Phosphat limitieren-
de und inhibitorische Konzentrationen. Über einen Konzentrationsbereich von 0,45 bis
12,5 mM PO43− war die Wachstumsrate mit µexp ≈ 0,15 h−1 konstant. Allerdings ist
in Abb. 3.4 zu sehen, dass die Phosphatkonzentration im M2SF-Standardmedium mit
50 mM PO4 zu einer leicht verringerten Wachstumsrate von µexp = 0,134 h−1 führte. Mit
75 mM PO4 kam es dagegen bereits zu einer 25 % verringerten maximalen Wachstumsrate
(µexp = 0,109 h−1). Auch mit 0 mM Phosphat war ein Wachstum von µexp = 0,062 h−1
möglich. Der Grund hierfür liegt höchstwahrscheinlich in der Fähigkeit von R. rubrum,
Polyphosphate als Phosphatspeicher zu bilden, welche aus einer phosphat-haltigen Vor-
kultivierung stammen [Weber, 1965].
Die wachstumsbeschreibenden Parameter µmax, Ks und Y(X/S) wurden berechnet und
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sind Tab. 3.3 zu entnehmen. Für aerobe Fedbatch-Kultivierungen sollte eine Phosphat-
konzentration von 12,5 mM nicht deutlich überschritten werden.
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Abb. 3.4: Wachstumsraten aus der exponentiellen Wachstumsphase von R. rubrum unter aeroben
Bedingungen auf M2SF-Medium mit variierten Phosphatkonzentrationen im Schüttelkolben. Phosphat-
konzentrationen von 0 bis 250 mM. Daten aus jeweils 1 Kultivierung. Roter Kasten kennzeichnet die
Ausgangskonzentration im M2SF-Medium von Ghosh et al. [1994].
Die geringfügig unterschiedlich hohen, maximalen Wachstumsraten in den Schüttelkol-
benversuchen für Ammonium und Phosphat (Tab. 3.3) liegen innerhalb der Fehlerbereiche
für Schüttelkolbenversuche und werden daher nicht eingehender diskutiert. Auﬀallend ist









). Der molare Biomasseausbeute-
koeﬃzient für Phosphat war ca. 15-mal höher als der für Ammonium, was den geringen
Bedarf der Zellen für Phosphat widerspiegelt (vgl.a. Abschn. 1.1.4). Berücksichtigt werden
muss außerdem, dass es bereits bei Phosphatkonzentrationen > 12,5 mM zu einer Inhi-
bierung des Zellwachstums durch Phosphatüberschuss kam. Für Fedbatch-Kultivierungen
stellte diese geringe Inhibierungskonzentration eine Herausforderung dar und erforderte
die Notwendigkeit einer präzisen Feedzufuhr.
Tab. 3.3: Wachstumsbeschreibende Parameter für Ammonium und Phosphat in M2SF-Medium unter aeroben Be-
dingungen im Schüttelkolben. µmax und Ks nach Monod-Kinetik bestimmt (s.a. Abschn. 2.7). Die Bestimmung der
Ausbeutekoeﬃzienten erfolgte in Mehrfachbestimmung ebenfalls wie unter Abschn. 2.7 beschrieben. Daten aus jeweils
1 Kultivierung.
Ammonium Phosphat
Wachstumsrate µmax (h−1) 0,1352 0,1536
Ks (g/L) 0,0410 0,0022












Essenziell für optimales Wachstum unter aeroben Bedingungen im Dunkeln ist auch
die Zufuhr von Vitaminen und p-Aminobenzoesäure. In aeroben Schüttelkolbenversuchen
wurde der Bedarf an Vitaminlösung und p-ABA bestimmt, sowie inhibitorische und limi-
tierende Konzentrationen untersucht.
In limitierenden Schüttelkolbenversuchen wurde der Vitaminbedarf für das aerobe
Wachstum in M2SF-Medium untersucht. Die maximal erreichten Zelldichten und die ein-
gesetzten Mengen an Vitamine ließen sich mit Hilfe einer linearer Regression korrelieren














Die Gl. 3.1 ermöglichte die Berechnung des einzusetzenden Volumens an Vitaminlösung
(s.a. Tab. 2.4), die für eine angestrebte BTM nötig war.
In Abwesenheit von Vitaminen war kein Wachstum zu beobachten. Bis zur 10-fachen
Menge (100 mL/LMedium) der üblicherweise eingesetzten Mengen war keine Inhibierung
des Wachstums zu verzeichnen. Eine Erhöhung der Vitaminmenge im Batch-Medium
von 10 mL/LMedium auf 100 mL/LMedium, um auf die Zufuhr von Vitaminen während
der Fedbatch-Phase verzichten zu können, resultierte jedoch im Auftreten eines weißen,
unlöslichen Niederschlags. Aus diesem Grund wurde im Batch-Medium keine Veränderung
der Vitaminmenge vorgenommen und in der C-Feed-Vorlage für spätere aerobe Fedbatch-
Kultivierungen 260 mL/LFeed Vitaminlösung eingesetzt (s.a. Abschn. 2.3).
Auch der Einﬂuss unterschiedlicher p-ABA-Konzentrationen auf das Wachstum wurde
genauer untersucht. Dabei ﬁel auf, dass das Wachstum zu keiner Zeit beeinträchtigt war,
unabhängig von der eingesetzten Menge p-ABA. Auch in Abwesenheit von p-ABA war
R. rubrum in der Lage zu wachsen. Die Wachstumsrate lag mit µexp = 0,12 h−1 nur
geringfügig niedriger im Vergleich zur üblicherweise eingesetzten p-ABA-Konzentration
(µexp = 0,13 h−1). Auch mit 1000-fach erhöhten Konzentrationen (2,85 g/L) ließ sich
keine Inhibierung des Wachstums feststellen (Daten nicht gezeigt).
In Abb. 3.5 sind Biomasseausbeutekoeﬃzienten für verschiedene p-ABA-Konzen-
trationen dargestellt. Ausgehend von der üblicherweise eingesetzten Konzentration




). Das lässt den Schluss zu, dass R. rubrum p-ABA unter
aeroben Bedingungen im Dunkeln für den Einbau in zelluläres Material nutzen kann. Wei-
terhin scheint R. rubrum auch zur de-novo-Synthese befähigt zu sein, da ebenfalls Wachs-
tum in Abwesenheit von p-ABA zu beobachten war. Eine Erhöhung der p-ABA Konzen-
tration im Batch-Medium auf 2,85 g/L führte ähnlich wie bei der Erhöhung der Vitamin-
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Abb. 3.5: Biomasseausbeutekoeﬃzienten gBTM
mmolSuccinat
bei verschieden hohen Konzentrationen an
p-ABA. Roter Kasten: Ausgangskonzentration in dem von Ghosh et al. [1994] optimierten M2SF-
Medium. Daten aus jeweils 1 Kultivierung.
Konzentration zum Auftreten eines weißen, schwer löslichen Niederschlags. Aus diesem
Grund wurde die Batch-Konzentration p-ABA bei 2,85 mg/L belassen. p-ABA wurde
mit 0,3 g/LFeed bei aeroben Fedbatch-Kultivierungen eingesetzt (s.a. Abschn. 2.3).
Insgesamt sind p-ABA und Vitamine als unkritische Nährstoﬀkomponenten einzustu-
fen. Keine Inhibierung des Wachstums wurde bei p-ABA-Konzentrationen bis 285 g/L
und 100 mL/LMedium Vitaminlösung beobachtet. Für einen späteren Fedbatch-Prozess
muss daher lediglich sicher gestellt werden, dass stets ausreichende Mengen vorhanden
sind und nicht unnötig Substrat eingesetzt wird.
3.1.2 Sauerstoﬀpartialdruck
Der Sauerstoﬀpartialdruck hat nicht nur in der O2-limitierten Produktionsphase (vgl.a.
Abschn. 3.3.3) einen großen Einﬂuss auf das Wachstum und die Substrataufnahme von
R. rubrum. Auch für das aerobe Wachstum wurde ein Eﬀekt der Gelöstsauerstoﬀkonzen-
tration in Abhängigkeit der Kohlenstoﬀquelle festgestellt.
Abb. 3.6 zeigt deutlich, dass die aerobe Wachstumsrate von R. rubrum vom Sub-
strat und der Gelöstsauerstoﬀkonzentration im Medium abhängig ist. Die höchsten
Wachstumsraten wurden auf Fructose/Succinat bei einem pO2-Wert von 5 % erzielt
(µexp = 0,141 h−1). Mit zunehmender Gelöstsauerstoﬀkonzentration sank die Wachs-
tumsrate und betrug bei 100 % lediglich noch µexp = 0,038 h−1. Ähnlich verhielt sich
die Wachstumsrate bei Succinat als C-Quelle. Hier war das Wachstum ebenfalls bei ei-
nem pO2-Wert von 5 % am höchsten (µexp = 0,124 h−1) und nahm mit zunehmender
O2-Konzentration ab. Im Gegensatz dazu zeigte sich eine gleich hohe, durchschnittliche
Wachstumsrate µ∅ = 0,09 h−1 mit Fructose als alleinige C-Quelle; unabhängig von der
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Abb. 3.6:Wachstumsraten von R. rubrum auf verschiedenen C-Quellen in Abhängigkeit vom
pO2. Für Fructose: 2 % CO2-Begasung. Alle Kultivierungen wurden für die jeweilige Sub-
stratzusammensetzung in der DASGIP-Anlage parallel aus jeweils einer Vorkultur durchge-
führt. Jeweils 1 Kultivierung. Succinat: 2 Kultivierungen. DASGIP-Kultivierungsparameter.
Gelöstsauerstoﬀkonzentration. Die C-Quellen Acetat und Acetat/Fructose wurden nicht
untersucht.
In Abwesenheit von Sauerstoﬀ (pO2 = 0 %) konnte auf Fructose/Succinat sowie Suc-
cinat als alleinige C-Quelle kein Wachstum beobachtet werden. Lediglich auf Fructose
konnte ein geringes Wachstum (µexp = 0,02 h−1) beobachtet werden (vgl. Abb. 3.6). Das
fehlende Wachstum auf dem Succinat/Fructose-Mischsubstrat lässt sich durch die Abwe-
senheit einer externen CO2-Zufuhr erklären, welche essenziell für anaerobes Wachstum
ist (s.a. Abschn. 3.3.4). Succinat kann von R. rubrum im Dunkeln nur in Anwesenheit
eines artiﬁziellen Elektronenakzeptors wie z.B. Dimethylsulfoxid oder Trimethylaminoxid
verwendet werden [Schultz and Weaver, 1982].
Für aerobe Fedbatch-Kultivierungen mit Succinat/Fructose muss der pO2-Wert prä-
zise auf 5 % geregelt werden, um maximal mögliche Wachstumsraten zu gewährleisten.
Beim Einsatz von Fructose als alleinige C-Quelle kann auf eine präzise pO2-Regelung
verzichtet werden. Der pO2-Wert muss für aerobe Bedingungen lediglich > 5 % gehalten
werden. Hinsichtlich späterer biotechnologischer Anwendungen würde die Notwendigkeit
einer pO2-Regelstruktur beim Einsatz von Succinat oder Succinat/Fructose als C-Quelle
ein Nachteil im Gegensatz zu Fructose darstellen. Dem entgegen steht eine um 30 %
geringere Wachstumsrate mit Fructose als alleinige C-Quelle.
3.1.3 CO2-Zufuhr für das aerobe Wachstum
Unter Abschn. 3.1.1 wurde bereits die Notwendigkeit der CO2-Zufuhr für das aerobe
Wachstum auf Fructose, Acetat und Acetat/Fructose angedeutet. Im Folgenden soll nun
detaillierter auf die Problematik des CO2-Bedarfs unter aeroben Bedingungen in gerühr-
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Abb. 3.7: Wachstum von R. rubrum unter aeroben Bedingungen im Dunkeln auf M2F-Medium
mit unterschiedlicher CO2-Zufuhr (0 %, 1 %, 2 % und 5 % CO2-Anteil Begasung.). Begasungsrate:
5 L/h. Alle Kultivierungen wurden einmal, in der DASGIP-Anlage jedoch parallel aus jeweils einer
Vorkultur durchgeführt. DASGIP-Fermentationsparameter.
In Abb. 3.7 ist der Verlauf der optischen Dichte A660 bei der Kultivierung von R. rubrum
mit Fructose als alleinige C-Quelle im DASGIP-System in Abhängigkeit unterschiedlich
hoher CO2-Konzentrationen dargestellt. Deutlich zu erkennen ist das verlangsamte Wachs-
tum ohne die externe CO2-Zufuhr (Abb. 3.7). Zwischen den CO2-Konzentrationen 1 bis
5 % CO2 war kein großer Unterschied mehr hinsichtlich des Wachstums ersichtlich. Jedoch
wurde durch höhere CO2-Konzentrationen das aerobe Wachstum auf Fructose weiter ge-
fördert. So erhöhten sich mit zunehmender CO2-Zufuhr die Wachstumsrate, die Fructose-
aufnahmerate, aber auch die Ausscheidung von CO2. Tab. 3.4 fasst Wachstumsraten,
Fructoseaufnahmeraten sowie CO2-Ausscheideraten nochmals für die einzelnen CO2-Kon-
zentrationen zusammen.
Tab. 3.4: Wachstumsraten, Fructoseaufnahmeraten und CO2-Ausscheideraten von R. rubrum beim Wachstum
auf M2F-Medium als alleinige C-Quelle unter aeroben Bedingungen im Dunkeln. Alle Daten aus der exponenti-
ellen Wachstumsphase. Alle Kultivierungen wurden einmal, in der DASGIP-Anlage jedoch parallel aus jeweils
einer Vorkultur durchgeführt. DASGIP-Fermentationsparameter.





1 % 0,099 1,009 1,766
2 % 0,103 1,085 1,955
5 % 0,109 1,166 2,623
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Analog zu Fructose wurde auch eine Abhängigkeit des Wachstums von der CO2-Zufuhr
bei den Substraten Acetat (s.a. Abschn. 3.7.4 und Acetat/Fructose beobachtet (Daten
nicht gezeigt)). Für spätere Fedbatch-Kultivierungen bedeuten diese Ergebnisse, dass bei
Verwendung von Fructose und Acetat als Einzelsubstrat sowie Acetat/Fructose im Misch-
substrat die Supplementation von Kohlendioxid im Zuluftstrom nötig ist. Festzuhalten ist
außerdem, dass eine Kultivierung im Schüttelkolben keine externe Zufuhr von Carbonat
für das Wachstum erfordert. Vermutlich verursacht die konstante Begasung in Rührkessel-
reaktoren die Abhängigkeit des Wachstums vom CO2 durch Entfernung desselben.
Für das aerobe Wachstum von R. rubrum im Dunkeln wurden verschiedene Parame-
ter optimiert; darunter Nährstoﬀkomponenten (C-Quelle, N-Quelle, Phosphat, p-ABA
und Vitamine) und prozessrelevante Größen wie Gelöstsauerstoﬀkonzentration und CO2-
Zufuhr. Für maximale Wachstumsraten eignen sich Ammoniumsalze am besten, Ami-
nosäuren wie Aspartat und Glutamat führten zu geringeren Wachstumsraten. Für ein
ökonomisches biotechnologisches Verfahren ist der Einsatz von Fructose zweckmäßig, Suc-
cinat hingegen stellt ein sehr kostenintensives Substrat dar. Zur Anwendung von Fructose-
haltigen Feedstock-Lösungen ist eine eﬃziente Zufuhr von CO2 nötig, ohne die in begasten
Kultivierungssystemen kein Wachstum unter aeroben Bedingungen möglich war.
3.2 Aerobe Fedbatch-Kultivierungen
Die unter Abschn. 3.1 optimierten Parameter für das aerobe Wachstum wurden
anschließend in aeroben Fedbatch-Kultivierungen verwendet. Für Fructose als Einzel-
substrat und Acetat/Fructose als Mischsubstrat kam vor allem der eﬃzienten Zufuhr
von Kohlendioxid eine entscheidende Bedeutung zu. Im Nachfolgenden sollen Fedbatch-
Kultivierungen mit dem Einzelsubstrat Fructose und den Mischsubstraten Acetat/Fru-
ctose und Succinat/Fructose gezeigt werden. Eine abschließende Beurteilung hinsichtlich
der Produktivität soll die Eignung der einzelnen Substrate für einen biotechnologischen
Prozess mit R. rubrum im Dunkeln darlegen.
3.2.1 Fructose als Einzelsubstrat
Aus ökonomischen Gründen wurde zunächst trotz geringerer Wachstumsraten die Eig-
nung von Fructose für Fedbatch-Kultivierungen untersucht. Eine besondere Bedeutung
hatte dabei, wie bereits im vorangegangenen Kapitel dargelegt, die eﬃziente Zufuhr von





Die Zuführung von CO2 im Zuluftgasstrom bedarf einer Anpassung der CO2-Be-
gasungsrate mit steigender Zelldichte. Für die Kultivierungen im Bioreaktor Biostat
CT5-2 wurde daher der CO2-Anteil im Begasungsstrom entsprechend des Bedarfs der
Kultivierungen mit dem DASGIP-System angepasst, wo 0,004 vvm CO2 für eine A660 ≈ 2
ausreichend waren. In einer Fermentation im 3,5 L Maßstab sollte untersucht werden,
inwieweit sich eine Begasung mit steigender CO2-Zufuhr für aerobe Bedingungen mit
Fructose als C-Quelle für Zelldichten A660 > 2,0 eignet.
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Abb. 3.8: Verlauf von A660nm, Wachstumsrate und CO2-Begasung innerhalb eines aeroben Fedbatch-
Prozesses. Daten aus 1 Kultivierung. Biostat CT5-2 Fermentationsparameter. 3,5 L Arbeitsvolumen.
In Abb. 3.8 ist der Verlauf von A660, der Wachstumsrate und der Erhöhung der
CO2-Begasung zu sehen. Zunächst war ein Anstieg der Wachstumsrate auf maximal
µ = 0,115 h−1 bis Stunde 12,5 zu beobachten (Phase I). Danach blieb die Wachstumsrate
für ca. 19,5 h relativ konstant (Phase II). Nach ca. 32 h trat jedoch eine deutliche Verlang-
samung des Wachstums ein bei einer optischen Dichte von A660 = 10,3 (Phase III). Eine
Erhöhung der CO2-Begasung nach 43,5 h brachte keine Verbesserung des Wachstums.
Bei Stunde 45 lag die Wachstumsrate nur noch bei lediglich µ = 0,019 h−1. Zu diesem
Zeitpunkt war erst eine OD von A660 = 24,3 erreicht. Fructose wurde mit Hilfe von Gl. 2.1
und den zuvor aus Batch-Fermentationen ermittelten Parametern exponentiell zugefüttert
und war zu keinem Zeitpunkt limitierend für das Wachstum (Daten nicht gezeigt). Für
Fedbatch-Kultivierungen mit R. rubrum ist eine Begasung mit steigenden CO2-Zuluft-




CO2-Zufuhr über pH-Regelung mit K2CO3
Neben dem Einsatz einer Gasmischstation zur Begasung mit Kohlendioxid existiert
auch die Möglichkeit CO2 über die pH-Regelung in Form von K2CO3 zuzuführen. Bei
aeroben Kultivierungen mit Fructose als alleinige C-Quelle sinkt der pH-Wert im Verlauf
der Kultivierung, da durch die Aufnahme von Ammonium 1 H+ freigesetzt wird [Khademi
et al., 2004]. CO2 löst sich pH-Wert-abhängig im Medium und kann durch die entsprechen-
den Löslichkeitsgleichgewichte für Kohlensäure (Hägg-Diagramm) beschrieben werden. So
liegt zum Beispiel bei einem pH-Wert von pH = 8,3 ca. 98 % der Kohlensäure als HCO3−
vor. Da die Löslichkeit von CO2 stark vom pH-Wert abhängig ist, wurde der pH-Wert
von 6,80 auf 7,30 erhöht, um die Löslichkeit von CO2 zu erhöhen. Innerhalb von Batch-
Kultivierungen im DASGIP-System wurde festgestellt, dass unter diesen Bedingungen das
aerobe Zellwachstum nicht durch den erhöhten pH-Wert beeinträchtigt war (Daten nicht
gezeigt).
Bei dieser Methode sollte ein schnelles Austreiben von Kohlendioxid durch eine Ver-
ringerung der Begasungsrate und den Einsatz eines Edelstahlspargers zur Gasverteilung
minimiert werden (s.a. Abschn. 2.4.4). Daher wurde die Gelöstsauerstoﬀkonzentration
nicht wie üblich, durch Variation der N2- und Luft-Anteile in einem konstanten Gas-
stromgemisch, geregelt, sondern nur noch durch den Einsatz von Druckluft. Dabei wurde
zu Beginn auf eine Begasung verzichtet. Erst nachdem durch das Wachstum der Zellen
der pO2-Wert von 100 % auf 30 % abgesunken war, setzte die pO2-Regelung über die Be-
gasung mit Druckluft ein (vgl.a. Abb. 3.9). Um zu Beginn der Kultivierung ausreichend
CO2 zur Verfügung zu stellen, wurde kurz vor der Inokulation 25 mM sterilﬁltriertes
KHCO3 in den Bioreaktor gegeben. Im Folgenden wird gezeigt werden, dass mit Hilfe
dieses Verfahrens auf eine Gasmischstation komplett verzichtet werden konnte.
In Abb. 3.9 ist der Verlauf einer solchen aeroben Fedbatch-Kultivierung mit Fructose
als Einzelsubstrat zu sehen. Nach 97 h war eine maximale Zelldichte von A660 = 71,4 bzw.
ca. 24,4 gBTM/L erreicht. Das entspricht einer RZA von 0,25
gBTM
L ·h .
Kennzeichnend war auch hier eine abnehmende Wachstumsrate im Verlauf der Kulti-
vierung nach 16,5 h, was in einemWachstumsstopp bei Stunde 97 h kulminiert. Eine Nähr-
stoﬀ-Limitation durch Fructose, Ammonium, Phosphat, p-ABA oder Vitaminen konnte zu
diesem Zeitpunkt ausgeschlossen werden (Daten nicht gezeigt). Insgesamt wurden 103 mM
K2CO3 während der Kultivierung durch die pH-Regelung zugeführt. Da jedoch ein Teil in
Form von CO2 über das Abgas verloren ging, konnte eine genaue Angabe der vorhandenen
Kohlendioxid-Konzentration in der Flüssigphase hier nicht getroﬀen werden.
Auﬀallend jedoch war der Verlauf von PHB während der Kultivierung, der nach ≈ 80 h
von anfänglich noch 1,5 % auf 0 % zurückging. Ein analoger Verlauf konnte auch in ei-
ner zweiten Kultivierung beobachtet werden (Daten nicht gezeigt). Somit könnte unter
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Abb. 3.9: Aerobe Fedbatch-Kultivierung mit R. rubrum mit Fructose als alleinige C-Quelle und Zuführung
von CO2 durch eine pH-Regelung mit K2CO3. Oben: Verlauf von A660, PHB und Wachstumsrate µ. Roter
Pfeil kennzeichnet Start des exponentiellen Fructose-Feeds. Unten: Verlauf von Zuluft und pO2. Die Daten sind
repräsentativ für 2 Kultivierungen. Biostat CT5-2 Fermentationsparameter. 3,5 L Arbeitsvolumen.
Umständen das Fehlen eines Energiespeichers für die Abnahme der Wachstumsrate nach
80 h verantwortlich sein. Es wäre möglich, dass sich auch der Glycogenspeicher ähnlich
wie der PHB-Gehalt verhält und eine Verlangsamung bis Wachstumsstopp durch einen
Mangel an ATP bewirkt. Eine Bestimmung von Glycogen während der aeroben Wachs-
tumsphase bei Zelldichten A660 < 20 ergab ein Glycogengehalt von ≈ 7,0 %. Allerdings
war eine rasche Abnahme des Glycogenspeichers nach Umschalten auf anaerobe Bedin-
gungen (auf 2,2 %) zu beobachten (s.a. Abschn. 3.3). Dawes and Senior [1973] berichten
in diesem Zusammenhang über die Rolle von Reservestoﬀen in verschiedenen Bakterien
als Kohlenstoﬀ- und Energiespeicher und deren Aufgabe für die Zellerhaltung (osmotische
Regulation, intrazelluläre pH-Aufrechterhaltung und Motilität). Auﬀallend in diesem Zu-
sammenhang waren die erhaltenen intrazellulären Metabolitenkonzentrationen, welche in
Abschn. 3.7.1 detaillierter dargestellt werden. Hier wurde festgestellt, dass im Gegensatz
zum aeroben Wachstum auf Succinat, beim aeroben Wachstum auf Fructose die Detek-
tion der Metabolite des TCA-Zyklus Succinat, Malat und Fumarat nicht gelang. Auch
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Citrat/Isocitrat, α-KG und Succinyl-CoA waren nur in sehr geringen Konzentrationen
vorhanden (vgl.a. Abschn. 3.7.1). Das könnte auf eine Limitation an Vorläufermolekülen
aus dem TCA-Zyklus hindeuten, welche sich durch einen Mangel an Acetyl-CoA in hohen
Zelldichten noch verschärfen könnte.
Interessant in diesem Zusammenhang sind Arbeiten von van Gemerden [1968a,b,c] über
Chromatiaceae, obligate photosynthetische Mikroorganismen, wo unter phototrophen Be-
dingungen Kohlenstoﬀspeicherstoﬀe akkumulieren und im Dunkeln wieder abgebaut wer-
den. Eventuell unterliegen Akkumulation und Abbau intrazellulärer Kohlenstoﬀspeicher
in R. rubrum im Dunkeln bislang unverstandene Regulationsmechanismen.
3.2.2 Acetat/Fructose als Mischsubstrat
Acetat und Fructose im Mischsubstratmedium wiesen bereits in Batch-Kultivierungen
vergleichbare Wachstumsraten (µexp = 0,122 h−1) zu Succinat/Fructose auf und könn-
ten daher eine vielversprechende, kostengünstige Alternative zum Einsatz von Succinat
darstellen (vgl.a. Tab. 1.2).
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Abb. 3.10: Aerobe Fedbatch-Kultivierung mit R. rubrum auf Acetat/Fructose-Mischsubstrat. Die Daten sind
repräsentativ für 2 Kultivierungen. Biostat CT5-2 Fermentationsparameter. 3,5 L Arbeitsvolumen.
In Abb. 3.10 ist der Verlauf einer aeroben Fedbatch-Kultivierung ausgehend von M2AF-
Medium (s.a. Abschn. 2.2) dargestellt. Nach 13 h wurde der Acetatfeed gestartet, nach
35 h der Fructosefeed. Eine maximale Zelldichte von A660 = 117 (38,8 gBTM/L) wurde
nach 59,3 h erzielt. Das entsprach einer RZA von 0,66 gBTM
L ·h . Die RZA des Acetat/Fru-
ctose-Fedbatch war somit mehr als doppelt so hoch als mit Fructose als alleinige C-Quelle
(0,25 gBTM
L ·h ).
In Abb. 3.10 ist auch der Verlauf der extrazellulären Acetat- und Fructosekonzentration
zu sehen. Bei Stunde 38 wurde der exponentielle Acetatfeed gestoppt, da mit 76 mM Ace-
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tat eine inhibitorisch-wirkende Menge akkumulierte. Nach 4 h jedoch konnte der Feed
wieder gestartet werden. Die weitere Zufütterung von Acetat verlief ohne eine Akkumu-
lation von Acetat. Die Zufuhr von Fructose erfolgte ohne Unterbrechung. Allerdings ist
in Abb. 3.10 eine Akkumulation von Fructose bis zu 100 mM bei Stunde 63,5 zu sehen.
Diese Konzentration stellt für R. rubrum keine inhibitorische Konzentration dar [Zei-
ger and Grammel, 2010]. Ammonium, Phosphat, p-ABA und Vitamine waren zu keinem
Zeitpunkt für das Wachstum limitierend (Daten nicht gezeigt).
Vielmehr konnte im weiteren Verlauf der Kultivierung visuell eine Art Verklumpung der
Zellen beobachtet werden, welche sich in einer schleimigen Konsistenz der Zellbrühe äu-
ßerte, die sich nicht mehr in isotonischer Kochsalzlösung (0,98 %) verdünnen ließ. Gleich-
zeitig war auch ein Rückgang der optischen Dichte A660 ab Stunde 59,3 zu verzeichnen
(Abb. 3.10). Dieses Verhalten der Zellen könnte sich auf eine zu hohe Zufuhr von An-
tischaummittel gründen, die besonders nach ca. 50 h aufgrund vermehrter Schaumbildung
nötig war. Die Kultivierung musste aus diesem Grund nach rund 65 h beendet werden.
In Abb. 3.10 ist ebenfalls der Verlauf des PHB-Gehalts dargestellt. Obwohl die Zellen
exponentiell wuchsen (µ∅ = 0,098 h−1), nicht durch Ammonium oder Phosphat limitiert,
und ausreichend Kohlenstoﬀ vorhanden war, wurden im Durchschnitt ≈ 23 % gebildet.
Im Vergleich zu Kultivierungen mit Fructose als alleinige C-Quelle war dies eine 15-fach
höhere Menge PHB bei vergleichsweise schnellerem Wachstum.
Der Verlauf des PHB-Gehalts in Abb. 3.10 zeigt eine leichte Abnahme von 26,6 %
(7,5 h) auf 19,5 % (57,3 h). Nach 57,3 h war auch die maximale PHB-Konzentration von
4,86 gPHB/L erreicht. Gleichzeitig wurden 33,7 g/L Fructose und 74,7 g/L Acetat bis Stun-




. Die RZA für PHB betrug 0,085 gPHB
L ·h . Im Vergleich zu dem
etablierten Mikroorganismus R. eutropha sind diese Produktkonzentrationen als eher ge-




L ·h werden hier deutlich höhere
Ausbeuten erreicht [Koutinas et al., 2007]. Erst kürzlich wurde ein Prozess für die PHB-
Produktion mit R. eutropha unter Einsatz von Palmöl und Harnstoﬀ vorgestellt, welcher
eine RZA von sogar 1,0 gPHB
L ·h lieferte [Riedel et al., 2011].
3.2.3 Succinat/Fructose als Mischsubstrat
Der Einsatz von Succinat und Fructose im Mischsubstrat lieferte in Batch-Kulti-




) (vgl.a. Abschn. 3.1.1). Aus diesem Grund wurden auch Fed-
batch-Kultivierungen mit Succinat und Fructose als C-Quellen angestrebt.
In diesen Kultivierungen waren, im Gegensatz zur Kultivierung mit Fructose als allei-
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nige C-Quelle, p-ABA und Vitamine im Kohlenstoﬀ-Feed enthalten (vgl.a. Abschn. 2.3).
Alle unter Abschn. 3.1 optimierten Parameter sollten dabei zur Anwendung kommen.
Dazu sollte der pO2-Wert auf 5 % geregelt werden und die Phosphatkonzentration im
Batch-Medium wurde auf 12,5 mM heruntergesetzt. Gleichzeitig sollte die pH-Regelung
mit Phosphorsäure erfolgen und somit Phosphat in Form von Phosphorsäure anstelle des
N/P-Feeds zugeführt werden. Die Zufuhr von Ammonium sollte mit NH4Cl als Feedlösung
erfolgen. Der pH-Wert des Feeds wurde nicht auf pH = 6,80, sondern auf pH = 4,5 einge-
stellt. Zeiger and Grammel [2010] konnten zeigen, dass auf diese Weise der Kohlenstoﬀ-
Feed gleichzeitig zur pH-Korrektur dienen und darüber hinaus eine Akkumulation von
Succinat über inhibitorische Konzentrationen hinaus verhindert werden konnte. Da Suc-
cinat zusammen mit Protonen im Symport aufgenommen wird, kennzeichnen ein anstei-
gender pH-Wert die Batch-Kultivierungen. Durch die Ansäuerung des C-Feeds wurde
diesem Säurebedarf zur pH-Regelung Rechnung getragen. Gleichzeitig würde eine Über-
säuerung der Kulturbrühe eintreten, sollte Succinat nicht verstoﬀwechselt werden können.
Das könnte zum Beispiel der Fall sein, wenn eine andere Nährstoﬀkomponente limitierend
für das Wachstum gewesen wäre. Im Prozessleitsystem PCS7 ließen sich pH-Schranken
integrieren, welche die Zufütterung stoppten, sollte ein bestimmter pH-Wert unterschrit-
ten werden und erst wieder angestellt werden, wenn wieder ein bestimmter pH-Wert er-
reicht worden ist. Als pH-Toleranzbereich wurde eine pH-Wert-Diﬀerenz von ∆pH = 0,10
gewählt. Darüber hinaus wurde die Kultivierung in einen größeren Maßstab mit 10 L
Arbeitsvolumen überführt (Biostat C15-2K).
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Abb. 3.11: Aerobe Fedbatch-Kultivierung mit R. rubrum auf Succinat/Fructose-Mischsubstrat. Dargestellt
ist der Verlauf von A660 sowie der Verlauf der Nährstoﬀe Fructose, Succinat, Ammonium, Phosphat und p-
ABA. Die Daten sind repräsentativ für mind. 3 Kultivierungen. Biostat C15-2K Fermentationsparameter. 10 L
Arbeitsvolumen.
In Abb. 3.11 ist der Verlauf einer Fedbatch-Kultivierung sowie die zugehörigen Nähr-
stoﬀe Fructose, Succinat, Ammonium, Phosphat und p-ABA aufgezeigt. Nach 20,5 h wur-
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de der exponentielle Feed nach Gl. 2.1 und den unter Abschn. 3.1 ermittelten Parametern
gestartet. Allerdings wurde die zum Zeitpunkt des Feedstarts gemessene Wachstumsra-
te (µ = 0,16 h−1) für die Exponentialfunktion gewählt. Im nachfolgenden Prozessverlauf
war aufgrund einer Verringerung des Wachstums eine dreimalige Anpassung der Wachs-
tumsrate nötig (nach Stunde 23,3: µ = 0,12 h−1, nach Stunde 36,3: µ = 0,10 h−1 und
nach Stunde 37,7: µ = 0,08 h−1). Demzufolge war auch bei Fedbatch-Kultivierungen mit
Succinat/Fructose eine Abnahme der Wachstumsrate (sehr deutlich nach Erreichen von
A660 = 54,3) in höheren Zelldichten, wie bei Fructose, zu beobachten.
Trotzdem kann festgehalten werden, dass die Nährstoﬀkonzentrationen während des
gesamten Kultivierungsverlaufs keine inhibitorischen Konzentrationen annahmen. Ein-
zig Ammonium akkumulierte zum Ende der Fermentation auf ca. 80 mM, allerdings
war das Wachstum zu diesem Zeitpunkt schon stark verlangsamt (µ = 0,04 h−1). Als
Grund für das verlangsamte Wachstum könnte eventuell die limitierte Zufütterung von
Succinat und Fructose angegeben werden, deren extrazelluläre Konzentration nach 36 h
0 betrug. Dazu muss allerdings erwähnt werden, dass in weiteren Kultivierungen unter
weniger stark limitierenden Bedingungen zugefüttert wurde. Es zeigte sich aber auch
dort eine stetige Abnahme der Wachstumsrate nach Erreichen der optischen Dichte
A660 ≈ 30. Die limitierte Zufütterung von Succinat und Fructose in diesem Versuch führ-
te mit Y(X/S) = 0,074
gBTM
mmolSubstrat
zu einer höheren Biomasseausbeute als in den Batch-




Insgesamt wurden in Fedbatch-Kultivierungen mit Succinat und Fructose als C-Sub-
strate Raum-Zeit-Ausbeuten von 0,65 gBTM
L ·h erreicht, die etwas höher als die Ausbeu-
ten von Zeiger and Grammel [2010] und vergleichbar mit dem M2AF-Prozess waren
(0,66 gBTM
L ·h ). Allerdings lieferte ein Fedbatch-Prozess mit Succinat/Fructose die höchsten
Wachstumsraten (µmax. = 0,187 h−1) und höchsten durchschnittlichen Wachstumsraten




erreichte maximale BTM war mit 30,1 gBTM/L etwas geringer als beim Acetat/Fructose-
Fedbatch (38,8 gBTM/L).
Begasungs-Rührer-Kaskade zur pO2-Regelung
Für die Kultivierung im 10 L-Maßstab wurde eine kaskadenartige pO2-Regelung mit
Hilfe der Begasung und Rührerdrehzahl angestrebt, die unabhängig vom Vorhandensein
einer Gasmischstation eingesetzt werden kann. Das Ergebnis ist in Abb. 3.12 für die
Anfangsphase eines Fedbatch-Prozesses bei einem pO2-Sollwert von pO2 = 30 % zu se-
hen. Der Sollwert wurde abweichend von den optimierten Parametern aus dem DASGIP-
System auf pO2 = 30 % geändert, da im Zuge einer Batch-Kultivierung im Biostat C15-2K
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ein verzögertes Wachstum bei 5 % festgestellt wurde. Ebenfalls schwierig gestaltete sich
die pO2-Regelung bei 5 % nach einer Antischaumzugabe. Hier sank der pO2 zwischenzeit-
lich auf 0 % ab, was das Wachstum zusätzlich beeinträchtigte. Aus diesem Grund wurde
trotz der im DASGIP-System optimierten pO2-Konzentration von 5 % ein pO2-Wert von
30 % eingestellt.
In Abb. 3.12 wird ersichtlich, dass zunächst im gerührten System ohne Begasung der
pO2-Wert durch das Wachstum der Mikroorganismen von 100 % auf 30 % sank (nach
8,9 h). Zum selben Zeitpunkt setzte eine Steigerung der Begasungsrate bis auf maximal
15 L/min Druckluft ein. War dieser Maximalwert erreicht, erfolgte die Aufrechterhaltung
des pO2-Sollwertes durch eine Zunahme der Rührerdrehzahl bis auf maximal 600 rpm.
Im Rahmen der Fedbatch-Kultivierungen mit Succinat/Fructose im Mischsubstrat konnte
festgestellt werden, dass keine höheren Rührerdrehzahlen bzw. weitere Maßnahmen zur
Aufrechterhaltung des pO2-Wertes nötig waren. Zumeist war das Wachstum nach ca. 60 h
in solchem Maß reduziert, dass der Sauerstoﬀverbrauch sogar wieder rückläuﬁg war.
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Abb. 3.12: Darstellung der kaskadenartigen Begasungs-Rührer-pO2-Regelung in der Regelung der Gelöst-
sauerstoﬀkonzentration beim Biostat C15-2K Reaktor bis Stunde 31. Die Daten sind repräsentativ für mind. 3
Kultivierungen. Biostat C15-2K Fermentationsparameter. 10 L Arbeitsvolumen.
Bestimmung von Malat-Dehydrogenase als Indikator für Zelllyse
Gegen Ende der Kultivierung (nach 45 h) trat ein Wachstumsstopp bzw. ein leich-
tes Absterben der Zellen auf (s.a. Abb. 3.11). Ähnlich wie beim Fedbatch mit Fructose
als alleinige C-Quelle war hier auch der PHB-Gehalt der Zellen bis auf 0,5 % abgesun-
ken. Ein Nährstoﬀmangel konnte ausgeschlossen werden, da Fructose gegen Stunde 47
bis zu 2,2 mM und Succinat am Ende mit 20,8 mM vorlag. Ammonium, Phosphat und
p-ABA waren ausreichend vorhanden (s.a. Abb. 3.11). Es bestand jedoch auch die Mög-
lichkeit, dass aufgrund der hohen Zelldichte und erhöhten Rührerdrehzahlen (500 rpm)
und Begasungsraten (15 L/min) (1,5 vvm) ein höherer Scherstress für die Zellen bestand
und dadurch vermehrt Zelllyse stattfand. Durch Messung der ausschließlich im Cytosol
97
Ergebnisse und Diskussion
vorkommenden Malat-Dehydrogenase-Aktivität im Mediums-Überstand wurde diese Ver-
mutung zum Teil bestätigt. In Abb. 3.13 ist der Verlauf der biomassebezogenen Aktivität
der Malat-Dehydrogenase zu sehen. Zwischen Stunde 23,3 und 41,6 blieb die Aktivität der
Malat-Dehydrogenase mit durchschnittlich 1,73x103 ∆Abs
s ·A660
relativ konstant. Nach 41,6 h
jedoch fand sich ein starker Anstieg der Aktivität auf das 5,5-fache des nach 41,6 h ge-
messenen Wertes. Das deutet darauf hin, dass es zu diesem Zeitpunkt zu einer verstärkten
Zelllyse durch das verlangsamte Wachstum kam.
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Abb. 3.13: Aktivität der Malat-Dehydrogenase im Mediums-Überstand bezogen auf die jeweils vorliegende
optische Dichte A660 und der Verlauf derselbigen in einer Fedbatch-Kultivierung mit Succinat/Fructose. Daten
aus 1 repräsentativen Kultivierung. Biostat C15-2K Fermentationsparameter. 10 L Arbeitsvolumen.
Zusammenfassung der aeroben Fedbatch-Kultivierungen
Im folgenden sollen die durchgeführten Fedbatch-Kultivierungen abschließend zusam-
mengefasst und verglichen werden. Die erreichten Zelldichten von 24,4 gBTM/L mit Fru-
ctose als alleinige C-Quelle lagen weit unter den von Zeiger and Grammel [2010] publizier-
ten Daten für eine aerobe Hochzelldichte-Kultivierung für R. rubrum mit Succinat/Fru-
ctose als Substrat (59 gBTM/L). Es ist somit oﬀen, aus welchem Grund nach 97 h das
Wachstum zum Erliegen kam, da die maximal mögliche Zelldichte für R. rubrum nicht er-
reicht wurde. Die Produktivitäten der anschließenden O2-limitierten Phase dieses Prozes-
ses unter diesen Bedingungen werden unter Abschn. 3.4 eingehender beschrieben. Auch die
bei Acetat/Fructose- und Succinat/Fructose-Mischsubstraten erzielten Zelldichten waren
mit 38,8 gBTM/L und 30,1 gBTM/L geringer, verglichen mit den von Zeiger and Grammel
[2010] publizierten Daten. In Tab. 3.5 sind verschiedene wachstumsbeschreibende Para-
meter noch einmal zusammengefasst. Der aerobe Prozess mit Acetat/Fructose lieferte,
verglichen mit Succinat/Fructose und Fructose als alleinige C-Quelle, die höchsten PHB-
Mengen (≈ 23 %). Mit Fructose als alleinige C-Quelle wurde kein PHB intrazellulär akku-
muliert, mit Succinat/Fructose maximal 0,5 %. Nur Acetat als alleinige C-Quelle lieferte
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mit 34,3 % einen höheren PHB-Gehalt, kommt allerdings aufgrund der geringen Wachs-
tumsrate als alleinige C-Quelle für Fedbatch-Kultivierungen nicht in Frage (s.a. 3.1.1).
Acetat und Fructose im Mischsubstrat würden demnach geeignete C-Quellen für die ae-
robe PHB-Produktion in R. rubrum darstellen.
Tab. 3.5: RZA, maximale BTM, Biomasseausbeutekoeﬃzienten sowie maximale und durchschnittli-
che Wachstumsraten der Fedbatch-Kultivierungen mit Fructose als alleinige C-Quelle und Acetat/Fru-
ctose bzw. Succinat/Fructose als Mischsubstrat. Für Acetat/Fructose: 1 Kultivierung, für Fructose bzw.
Succinat/Fructose sind die Daten repräsentativ für mind. 2 Kultivierungen. Biostat CT5-2 Fermentati-
onsparameter und Biostat C15-2K Fermentationsparameter.






Fructose 0,25 24,4 0,072 0,111 0,062
Acetat/Fructose 0,66 38,8 0,033 0,144 0,098
Succinat/Fructose 0,65 30,1 0,074 0,187 0,113
3.3 2-Stufen-Prozesse als Batch-Prozesse
Batch-Versuche wurden im Dunkeln als 2-Stufen-Prozesse durchgeführt, wobei die
1. Phase eine aerobeWachstumsphase darstellte, an die sich die 2. Phase, eine O2-limitierte
Produktionsphase anschloss. In Fedbatch-Kultivierungen sollte später die gleiche Strategie
angewendet werden, das Umschalten von aerobe auf O2-limitierenden Bedingungen sollte
dann bei höheren Zelldichten erfolgen. Der Grund hierfür lag in einer höheren Wachs-
tumsrate unter aeroben Bedingungen im Vergleich zu O2-limitierenden Bedingungen. Hö-
here Zelldichten waren somit schneller unter aeroben Wachstumsbedingungen zu erreichen
(vgl.a. Abschn. 3.1.1, 3.2). Durch das Umschalten auf O2-limitierte Bedingungen wurde
dann die Produktbildung induziert. Mit Ausnahme von PHB und Coenzym Q10 traten
photosynthetische Membranen, molekularer Wasserstoﬀ und organische Säuren ausschließ-
lich unter O2-limitierenden Bedingungen auf.
Unter O2-limitierenden Bedingungen werden zwei verschiedene Zustände verstanden.
Zum einen den mikroaeroben Zustand, der durch eine O2-Zufuhr gekennzeichnet ist, die
unterhalb des aeroben Zustandes (pO2 < 5 %) und oberhalb des anaeroben Zustandes (Be-
gasung mit N2) liegt. Wachstum ﬁndet durch die Oxidation von Reduktionsäquivalenten
in der Endoxidation statt. Eingestellt wurde dieser mikroaerobe Zustand mit Hilfe des Re-
doxpotenzials in der Flüssigphase [Srinivas et al., 1988] und einer entsprechenden Redox-
elektrode (s.a. Abschn. 2.4.4).
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Der zweite O2-limitierende Zustand, der untersucht wurde, war der anaerobe Zustand,
bei dem keine O2-Zufuhr mehr erfolgte, sondern vielmehr eine Begasung mit N2. Hier er-
folgt nur ein sehr geringes Wachstum durch die Oxidation von Reduktionsäquivalenten bei
der Bildung fermentativer Produkte wie z.B. Acetat, Succinat oder Propionat. Beide Be-
dingungen stellten eine Reduzierung der O2-Zufuhr im Vergleich zu aeroben Bedingungen
dar und induzierten die Produktbildung.
In Batch-Kultivierungen wurden die für die Bildung einzelner Produkte wichtigen
Prozessparameter wie Kohlenstoﬀquelle, Sauerstoﬀzufuhr und den Einﬂuss der CO2-
Zufuhr bestimmt. Darüber hinaus wurde der Einﬂuss der Vorkultur auf den Hauptprozess
untersucht.
3.3.1 Einﬂuss der Vorkultur
Grammel et al. [2003] beschreiben ein 2-Stufen-Prozess zur Produktion maximaler
photosynthetischer Membranen im Dunkeln ausgehend von einer phototrophen Vorkul-
tur. Aus diesem Grund wurde der Einﬂuss der Starterkultur (aerob/mikroaerob) auf das
Wachstum und die Produktbildung für den mikroaeroben Zustand mit M2SF-Medium
untersucht. Eine mikroaerobe Vorkultur wurde anstelle der phototrophen Vorkultur auf-
grund der Dauer (≈ 7 Tage) der Vorkultivierung gewählt. Aus dem selben Grund wurde
auch der Einﬂuss einer anaerob/dunklen Vorkultur nicht untersucht (µexp = 0,02 h−1)
(vgl.a. Abschn. 3.3.3).
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Abb. 3.14: Verlauf von A660 (A) und
A880
A660
(B) bei einem aerob/mikroaeroben 2-Stufen-Prozess auf M2SF-Medium mit
aerober und mikroaerober Startkultur. Die farbigen Balken kennzeichnen den Umschalt-Zeitpunkt (switch) von aerob auf
mikroaerob (Redoxpotenzial = -350 mV) für die jeweiligen Vorkulturen. Daten sind repräsentativ für mind. 3 Kultivierungen.
Biostat CT5-2 Fermentationsparameter.
In Abb. 3.14 wird ersichtlich, dass der Verlauf der Biomassekonzentration und die
Bildung photosynthetischer Membranen stark von der Vorkultur abhängen. Eine aerobe
Vorkultivierung ermöglichte optimales Wachstum (µexp = 0,19 h−1) während der aeroben
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Wachstumsphase im Bioreaktor. Bei einer mikroaeroben Vorkultur war das Wachstum
zunächst langsamer (µexp = 0,13 h−1), da die Zellen in der Vorkultur an geringere O2-
Konzentrationen adaptiert waren. Der hohe Sauerstoﬀpartialdruck im Bioreaktor könnte
zu oxidativem Stress der Zellen führen haben und das verlangsamte Wachstum gegen-
über aerob angepassten Zellen erklären. Nach dem Umschalten auf mikroaerobe Sauer-
stoﬀbedingungen verringerten sich die Wachstumsraten unabhängig von der Vorkultur
um etwas mehr als die Hälfte. Die Wachstumsrate lag bei der aeroben Vorkultur bei
µexp = 0,11 h−1 und bei der mikroaeroben Vorkultur bei µexp = 0,07 h−1 (s.a. Tab. 3.6).
Succinat und Fructose wurde in beiden Fällen gleichzeitig aufgenommen, sowohl un-
ter aeroben als auch unter mikroaeroben Bedingungen. Es erfolgte kein diauxischer
Wachstumsverlauf. Die Substrataufnahmeraten und Biomasseausbeutekoeﬃzienten für
die mikroaerobeWachstumsphase sind in Tab. 3.6 dargestellt. Die wachstumsbeschreibenden
Parameter für die aeroben Wachstumsphasen beider Vorkulturen wurden aufgrund der
kurzen Phase bei relativ niedrigen Zelldichten nicht berechnet.
Tab. 3.6: Wachstumsbeschreibende Parameter für die mikroaerobe Phase in Abhängigkeit von der Vorkultur.
Die Größen wurden über den gesamten Zeitraum der mikroaeroben Phase berechnet. Die angegebenen Stan-
dardabweichungen beziehen sich auf jeweils 3 unabhängig voneinander durchgeführten Kultivierungen. Biostat
CT5-2 Fermentationsparameter.
Parameter Aerobe Vorkultur Mikroaerobe Vorkultur
























) 13,21 ± 1,50 12,05 ± 1,29
Auch der Verlauf der photosynthetischen Membranlevel war unterschiedlich
(Abb. 3.14/B). In der aerobenWachstumsphase der aeroben Vorkultur ist das Level photo-
synthetischer Membranen A880
A660
= 0,550. Die Zellen enthielten keine photosynthetischen
Membranen, da bei Sauerstoﬀpartialdrücken von pO2 > 5 % die Ausbildung photo-
synthetischer Membranen im Dunkeln reprimiert ist [Kaplan, 1978]. Mit mikroaerob vor-
kultivierten R. rubrum-Zellen hingegen war zum Zeitpunkt 0 h bereits ein Membranlevel
von A880
A660
= 0,901 vorhanden. Durch die aeroben Kultivierungsbedingungen zu Beginn
der Kultivierung nahm der Gehalt an photosynthetischen Membranen zunächst ab. Erst
durch Absenkung der Sauerstoﬀzufuhr auf mikroaerobe Bedingungen (nach 18,5 h) wurde
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die Membranbildung induziert und das PM-Level stieg wieder bis auf A880
A660
= 0,849 an.
Dazu muss allerdings bemerkt werden, dass die vorgelegte Menge Fructose von 3 g/L
bereits nach ca. 27,5 h aufgebraucht war. Der Anstieg des A880
A660
-Levels nach 27,5 h er-
folgte nur noch auf Succinat als C-Quelle, dessen Konzentration zu diesem Zeitpunkt
ca. 31 mM betrug. In dem aeroben/mikroaeroben Versuch mit aerober Vorkultivierung





-Verhältnissen lassen sich, wie unter Abschn. 2.5.9 beschrieben, speziﬁ-
sche Bacteriochlorophyll-Konzentrationen berechnen. Die maximalen Bacteriochlorophyll-
Mengen, Raum-Zeit-Ausbeuten und Produktausbeuten sind in Tab. 3.7 zusammenge-
fasst.
Tab. 3.7: Bacteriochlorophyllkonzentrationen, RZA und Produktausbeuten in Abhängigkeit von der Vorkul-
tur in 2-Stufen-Batch-Prozessen unter mikroaeroben Sauerstoﬀbedingungen (Redoxpotenzial = -350 mV) im
Dunkeln auf M2SF-Medium. Die RZA und Produktausbeuten wurden für die mikroaerobe Produktionsphase
bis zum Erreichen der maximalen speziﬁschen Bacteriochlorophyll-Konzentration bestimmt. Daten sind reprä-
sentativ für mind. 3 Kultivierungen. Biostat CT5-2 Fermentationsparameter.
Parameter Aerobe Vorkultur Mikroaerobe Vorkultur
Bchlmaximal (µmol/L) 8,85 2,64
Bchlmaximal (µmol/gBTM) 3,81 3,60
RZA (µmol








Es wird ersichtlich, dass Unterschiede lediglich in den dynamischen Größen wie Wachs-
tumsrate, Substrataufnahmeraten und Raum-Zeit-Ausbeuten auftraten. Bei den verschie-
denen Ausbeutekoeﬃzienten ﬁel auf, dass keine großen Unterschiede vorhanden waren.
Die Biomasseausbeute war mit Y(X/S) = 0,42
gBTM
gSubstrat
bei Verwendung einer aeroben




Auch die speziﬁsch gebildeten Bacteriochlorophyll-Mengen waren mit 3,81 µmol/gBTM
und 3,60 µmol/gBTM vergleichbar. Eine Ausnahme bildete der Bacteriochlorophyll-Aus-
beutekoeﬃzient. Y(P/S) = 1,33
µmolBchl
gSubstrat
wurden durch eine aerobe Vorkultivierung erzielt,
im Gegensatz zu Y(P/S) = 1,83
µmolBchl
gSubstrat
bei der mikroaeroben Vorkultur. Der Grund hierfür
könnte im Abbau der zur Beginn bereits vorhandenen photosynthetischen Membranen und
der damit verbundenen Gewinnung von zusätzlichem Kohlenstoﬀ und Energie liegen.
Für Fedbatch-Kultivierungen im Rahmen eines 2-Stufen-Prozesses ist der Einsatz einer
mikroaeroben Vorkultur nicht von Vorteil. Geringere Wachstumsraten und Raum-Zeit-
Ausbeuten würden einen biotechnologischen Prozess verschlechtern. Für Fedbatch-Kulti-
vierungen sollte eine aerobe Vorkultur zum Einsatz kommen, welche zunächst in einer
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aeroben Wachstumsphase unter optimalen Bedingungen zu möglichst hohen Zelldichten
wachsen kann.
In Tab. 3.8 wird deutlich, dass trotz leicht unterschiedlicher Wachstumsraten die CO2-
Ausscheideraten bei beiden Vorkulturen während der mikroaeroben Phase identisch wa-
ren. Ein großer Unterschied fand sich allerdings für die H2-Bildung in der mikroaeroben
Phase. Die mikroaerobe Vorkultivierung lieferte während der mikroaeroben Produkti-
onsphase eine fast 5-fach gesteigerte maximale H2-Produktionsrate (0,043 mmolgBTM ·h) und
größere H2-Gesamtmengen bezogen auf den gesamten Prozess (21,7 mL H2).
Tab. 3.8: Abgaszusammensetzung im mikroaeroben 2-Stufen-Prozess in Abhängigkeit von der Vorkul-
tivierung hinsichtlich H2 und CO2. Für H2 sind die maximalen speziﬁschen Raten dargestellt. CO2-







Aerobe Vorkultur 1,096 0,009 5,4
Mikroaerobe Vorkultur 1,055 0,043 21,7
3.3.2 Einﬂuss des Substrates
Das unter mikroaeroben Bedingungen im Dunkeln bei Grammel et al. [2003] vorge-
schlagene M2SF-Medium enthält neben Fructose die Dicarbonsäure Succinat. Mikroae-
robe Sauerstoﬀbedingungen erlauben die gleichzeitige Aufnahme von Fructose und Suc-
cinat. Die simultane Aufnahme dieser beiden Substrate könnte durch die Bereitstellung
der intrazellulären Precursor Acetyl-CoA aus Fructose und Succinyl-CoA aus Succinat die
erhöhte Produktion photosynthetischer Membranen erklären. Jedoch ist Succinat wesent-
lich kostenintensiver als Fructose (vgl.a. Abschn. 1.1.3). Darüber hinaus ist R. rubrum in
der Lage selbst unter anaeroben Bedingungen Succinat als Gärungsprodukt ins Medium
auszuscheiden [Schultz and Weaver, 1982].
In Batch-Kultivierungen mit aeroben Vorkulturen wurde daher untersucht, ob auf Suc-
cinat als Substrat unter mikroaeroben Bedingungen verzichtet werden kann. Für die Ver-
suche wurde für Fructose mit einer konstanten CO2-Begasung von 0,2 L/min (0,06 vvm)
gearbeitet (s.a. Abschn. 3.1.3).
In Abb. 3.15 sind die zeitlichen Verläufe des Wachstums und der Bildung photo-
synthetischer Membranen zu sehen. Deutlich wird, neben den oben bereits dargelegten
Ergebnissen, das schnellere Wachstum bei Succinat/Fructose-Mischsubstrat während der
aeroben Phase im Vergleich zu Fructose als alleinige C-Quelle (vgl.a. Abschn. 3.1.1), was in
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Abb. 3.15: Verlauf von A660 (A) und
A880
A660
(B) bei einem aerob/mikroaeroben 2-Stufen-Prozess mit Succinat/Fructose bzw.
Fructose. Die dargestellten Daten sind repräsentativ für jeweils 2 Kultivierungen. In beiden Fällen: aerobe Starterkulturen.
Die farbigen Balken kennzeichnen den jeweiligen Umschalt-Zeitpunkt (switch) von aerob auf mikroaerob (Redoxpotenzi-
al = -350 mV). Biostat CT5-2 Fermentationsparameter.
einem späteren Umschalt-Zeitpunkt (ca. 20 h später) beim Einsatz von Fructose resultier-
te. Für einen besseren Vergleich erfolgte hier das Umschalten von aerob auf mikroaerob
bei der gleichen Zelldichte, da diese einen entscheidenden Einﬂuss auf die Bildung von
photosynthetischen Membranen im Dunkeln hat (s.a. Abschn. 3.4).
Tab. 3.9: Bacteriochlorophyllkonzentrationen, RZA und Produktausbeuten in Abhängigkeit von der Kohlen-
stoﬀquelle unter mikroaeroben Sauerstoﬀbedingungen (Redoxpotenzial = -350 mV) im Dunkeln. Die RZA und
Produktausbeuten wurden für die mikroaerobe Produktionsphase bis zum Erreichen der maximalen Bacterio-
chlorophyll-Konzentration bestimmt. Die dargestellten Daten sind repräsentativ für jeweils 2 Kultivierungen.
Biostat CT5-2 Fermentationsparameter.
Parameter Succinat/Fructose Fructose
Bchlmaximal (µmol/L) 8,85 8,59
Bchlmaximal (µmol/gBTM) 3,81 3,95
RZA (µmol








In Tab. 3.9 wird deutlich, dass mit Fructose als alleinige C-Quelle nahezu identische
Bacteriochlorophyll-Mengen erzielt werden konnten wie mit Succinat/Fructose-Misch-
substrat. Die maximalen speziﬁschen Konzentrationen lagen bei 3,95 bzw.
3,81 µmol Bchl/gBTM .
Auﬀallend war die fast doppelt so hohe RZA für Bacteriochlorophyll mit Fructose als
C-Quelle (0,638 µmol
L ·h ) im Vergleich zu Succinat/Fructose (0,343
µmol
L ·h ). Photosynthetische
Membranen wurden somit mit M2F-Medium schneller als mit M2SF-Medium gebildet,
bei gleichen maximalen speziﬁschen Bacteriochlorophyll-Konzentrationen. Über genauere
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Ursachen dieser Beobachtung kann jedoch nur spekuliert werden. Berücksichtigt werden
muss der Einﬂuss der CO2-Begasung hinsichtlich CO2-ﬁxierender, anaplerotischer Reak-
tionen beim M2F-Versuch, da mit M2SF-Medium keine CO2-Begasung notwendig war.
Auﬀällig war darüber hinaus, dass während der Bildung intracytoplasmatischer Mem-
branen unter mikroaeroben Bedingungen mit M2F keine organische Säuren ins Medium
ausgeschieden worden sind. Erst das Erreichen stationärer Membranlevel ging mit einer
Exkretion der organischen Säuren Succinat (max. 4,4 mM), Acetat (max. 19,4 mM), Pro-
pionat (max. 8,0 mM) und Fumarat (max. 0,3 mM) einher. Im Gegensatz dazu wurde
unter Verwendung von M2SF-Medium keine Ausscheidung organischer Säuren beobach-
tet. Eine Ausnahme bildete Fumarat, das jedoch bereits unter aeroben Bedingungen mit
0,05 mM (erreichte Konzentration vor dem Umschalten) gebildet worden ist. Bei dem von
Grammel et al. [2003] vorgestellten mikroaeroben Prozess wurden zwar Acetat und Formi-
at gebildet, jedoch wurden für diesen Prozess die mikroaeroben Bedingungen nicht über
das Redoxpotential eingestellt, sondern mit Hilfe einer pH-abhängigen Sauerstoﬀzufuhr.
Aus diesem Grund lassen sich die beiden mikroaeroben Prozesse nicht direkt miteinander
vergleichen.
Die Ergebnisse deuten darauf hin, dass beim mikroaeroben Prozess mit Fructose als
alleiniger C-Quelle, Succinat sehr eﬃzient bis zum Erreichen der maximaler Membran-
level als Succinyl-CoA zur Bacteriochlorophyll-Biosynthese abgezogen wird. Ist das Level
photosynthetischer Membranen stationär, wird weniger Succinyl-CoA für die Bacterio-
chlorophyll-Biosynthese benötigt und Succinat wird in das extrazelluläre Medium ausge-
schieden. Sowohl mit M2SF als auch mit M2F konnten in etwa gleiche Wachstumsraten
(beide µexp ≈ 0,11 h−1) und gleich Fructoseaufnahmeraten (beide qFruc ≈ 1,0 mmolFructosegBTM ·h )
für die mikroaerobe Sauerstoﬀphase gefunden werden.
3.3.3 Einﬂuss der Sauerstoﬀzufuhr
In den Abschnitten 3.3.1 und 3.3.2 wurden jeweils das Wachstum und die Produkti-
on photosynthetischer Membranen unter mikroaeroben Sauerstoﬀbedingungen vorgestellt.
Neben mikroaeroben Bedingungen besteht jedoch auch die Möglichkeit, die Produktbil-
dung durch Umschalten auf komplett anaerobe Bedingungen zu induzieren [Schön and
Ladwig, 1970; Schön, 1968; Biedermann et al., 1967]. Aus diesem Grund wurden mikro-
aerobe und anaerobe Sauerstoﬀbedingungen in Batch-Kultivierungen verglichen. Auch
für diese Versuche wurde mit einer konstanten CO2-Begasung von 0,2 L/min (0,06 vvm)
gearbeitet.
In Abb. 3.16 sind das Wachstum und die Bildung photosynthetischer Membranen für
mikroaerobe und anaerobe Bedingungen mit Fructose als C-Quelle dargestellt. Deutliche
Unterschiede sind im Verlauf der optischen Dichte A660nm und A880A660 erkennbar. Das völlige
105
Ergebnisse und Diskussion





















P r o z e s s z e i t  [ h ]
 A n a e r o b                M i k r o a e r o b
BA
s w i t c hs w i t c h s w i t c hs w i t c h
Abb. 3.16: Verlauf von A660 (A) und
A880
A660
(B) bei einem aerob/mikroaeroben und aerob/anaeroben 2-Stufen-Prozess mit
Fructose als alleinige C-Quelle. In beiden Fällen: aerobe Starterkulturen. Die farbigen Balken kennzeichnen den jeweiligen
Umschalt-Zeitpunkt von aerob auf mikroaerob (Redoxpotenzial = -350 mV) bzw. anaerob (N2). Beide: CO2 = 0,2 L/min.
Die dargestellten Daten sind repräsentativ für jeweils 2 Kultivierungen. Biostat CT5-2 Fermentationsparameter.
Fehlen von Sauerstoﬀ bewirkt eine rapide Verlangsamung des Wachstums im Vergleich
zu mikroaeroben Sauerstoﬀbedingungen. Die Wachstumsrate betrug durchschnittlich nur
noch µexp = 0,02 h−1 und damit noch etwa 20 % der Wachstumsrate unter mikroaeroben
Bedingungen auf Fructose als alleinige C-Quelle (µexp = 0,10 h−1).
Auch die Bildung photosynthetischer Membranen verlief unterschiedlich. In Abb. 3.16
wird ersichtlich, dass das maximale Verhältnis mit A880
A660
= 1,034 unter anaeroben Bedin-
gungen deutlich höher war als mikroaerob (A880
A660
= 0,862). Das verlangsamte Wachstum in
Verbindung mit höheren speziﬁschen Produktivitäten hat Auswirkungen auf Konzentrati-
on, RZA und Ausbeutekoeﬃzient von Bacteriochlorophyll. Eine Zusammenfassung dieser
Werte ﬁndet sich in Tab. 3.10.
Trotz der höheren speziﬁschen Produktion photosynthetischer Membranen führte die
starke Stagnation des Wachstums zu geringeren Raum-Zeit-Ausbeuten (≈ 43 % geringer)
und geringeren Konzentrationen (≈ 30 % geringer) an Bacteriochlorophyll (s.a. Tab. 3.10).
Die geringere Produktionsrate lässt sich durch die starke Umstellung des Stoﬀwech-
sels von aerobe auf anaerobe Bedingungen erklären. Unter aeroben Bedingungen ist der
TCA-Zyklus oxidativ. Die Stoﬀwechselreaktionen gehen im Uhrzeigersinn in Richtung
NADH/FADH2-Synthese und ATP-Produktion in der oxidativen Phosphorylierung. In
Abwesenheit von Sauerstoﬀ können diese Reaktionen nicht mehr ablaufen und die Akti-
vität der oxidativen Enzyme des TCA-Zyklus wird, zumeist durch NADH-Überschuss,
inhibiert [Gray et al., 1966]. Im Gegenzug werden jetzt die Enzyme des reduktiven
TCA-Zyklus aktiv, was zu einem reversen TCA-Zyklus gegen den Uhrzeigersinn führt
(vgl.a. Abschn. 1.1.5 und 1.1.5). Die Inhibierung und Aktivierung bzw. de-novo-Synthese
von Enzymen erfordert eine enorme Stoﬀwechselleistung der Zelle und benötigt entspre-
chende Zeit. Die Umstellung auf mikroaerobe Sauerstoﬀbedingungen hingegen stellt eine
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weniger drastische Änderung der Sauerstoﬀverhältnisse dar und kann deshalb schneller
erfolgen.
Tab. 3.10: Bacteriochlorophyllkonzentrationen, RZA und Produktausbeuten in Abhängigkeit von der Sauerzufuhr
auf Fructose als alleinige C-Quelle im Dunkeln. Die RZA und Produktausbeuten wurden für die mikroaerobe/anaerobe
Produktionsphase bis zum Erreichen der maximalen Bacteriochlorophyll-Konzentration bestimmt. Die dargestellten
Daten sind repräsentativ für jeweils 2 Kultivierungen. Biostat CT5-2 Fermentationsparameter.
Parameter Mikroaerob Anaerob
Bchlmaximal (µmol/L) 8,85 6,31
Bchlmaximal (µmol/gBTM) 3,81 6,46
RZA (µmol








Bisher noch nicht detailliert untersucht ist die genaue Stoﬀﬂusslage unter mikroaeroben
Bedingungen (z.B. des TCA-Zyklus) und wird aus diesem Grund unter Abschn. 3.7.3 im
Rahmen der 13C-Stoﬀﬂussanalyse und der Bestimmung von intrazellulären Metaboliten-
konzentrationen genauer untersucht.
Zusätzlich zur Produktion photosynthetischer Membranen erlauben anaerobe Bedin-
gungen die Bildung von organischen Säuren und höheren Mengen H2 [Das and Veziroglu,
2001]. In Tab. 3.11 sind daher die Succinat-Konzentrationen nach 24 h Produktionsphase
und die gebildeten H2-Mengen der zwei Kultivierungen dargestellt.
In Tab. 3.11 wird ersichtlich, dass unter anaeroben Bedingungen wesentlich höhere
Succinatmengen (16,5 mM nach 24 h) erzielt werden konnten als unter mikroaeroben
Bedingungen (0,3 mM nach 24 h). Kennzeichnend für das Umschalten auf mikroaerobe
Sauerstoﬀbedingungen ist zudem, dass die Succinatbildung erst eingesetzt hat nachdem
das Verhältnis A880
A660
konstant war. Beim Umschalten auf anaerobe Bedingungen begann so-
fort die Bildung organischer Säuren. Neben Succinat wurden Acetat (12,8 mM), Propionat
(3,5 mM) und in geringen Mengen Fumarat (0,04 mM) und Formiat (2,2 mM) gebildet
(alle Werte nach 24 h). Die Endkonzentration an Succinat betrug 26,2 mM mit einem
Ausbeutekoeﬃzient von Y(P/S) = 0,732 mol Succinatmol Fructose . Im Gegensatz dazu wurden unter mi-
kroaeroben Bedingungen nach 24 h Produktionsphase nur sehr geringe Mengen organische
Säuren gebildet. Insgesamt wurden nur 4,6 mM organische Säuren produziert (gegenüber
35 mM unter anaeroben Bedingungen). Auﬀällig ist auch, dass im Verhältnis ca. 10-fach
höhere Mengen Acetat im Vergleich zu Succinat gebildet wurden als unter anaeroben Be-
dingungen. Auch diese Werte spiegeln die unterschiedliche Organisation des TCA-Zyklus




Tab. 3.11: Gebildete Mengen Succinat und H2 unter mikroaeroben und anaeroben Sauerstoﬀbedingungen mit Fru-
ctose als alleinige C-Quelle. Succinatkonzentrationen nach 24 h Produktionsphase. Maximale H2-Bildungsraten und





Mikroaerob 0,3 0,07 5,11
Anaerob 16,5 0,273 422,5
Auch die H2-Bildung war unter anaeroben Bedingungen sehr viel höher als unter mi-
kroaeroben Bedingungen im Dunkeln. Die maximale H2-Bildungsrate war mit 0,273 mmolL ·h
ca. 4-mal so hoch als unter mikroaeroben Sauerstoﬀbedingungen (0,07 mmol
L ·h ). Die Gesamt-
wasserstoﬀbildung war mit 422,5 mL (nach 2 d) ebenfalls um ein vielfaches höher als unter
mikroaeroben Sauerstoﬀbedingungen (5,11 mL).
Trotz geringerer RZA und volumetrischer Produktivität bei der Bildung photosynthe-
tischer Membranen erlaubte der aerob/anaerobe 2-Stufen-Prozess neben der Produkti-
on von Bacteriochlorophyll die Bildung von höheren Mengen Succinat und molekularem
Wasserstoﬀ. Darüber hinaus lassen sich höhere speziﬁsche Bacteriochlorophyll-Konzen-
trationen erzielen. Würde der Prozess durch eine verlängerte aerobe Wachstumsphase
bei höheren Zelldichten durchgeführt werden, ließen sich so höhere Bacteriochlorophyll-
Konzentrationen erzielen. Berücksichtigt werden muss außerdem, dass eine mikroaerobe
Prozessführung anhand des Redoxpotenzials mittels Redoxelektrode in industriellen Maß-
stäben kaum möglich ist. Die Einstellung anaerober Bedingungen (durch Begasung mit
N2) ist im Gegenzug sehr einfach einzustellen.
3.3.4 Optimierung der CO2-Zufuhr
R. rubrum benötigt für das Wachstum und die Produktion photosynthetischer Mem-
branen unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln Carbonat [Schultz and Weaver, 1982].
Auch die Bildung organischer Säuren, darunter Succinat, hängt wesentlich von der Ver-
fügbarkeit von CO2 ab [Schultz and Weaver, 1982; Schön and Jank-Ladwig, 1972]. Bei der
Bildung von Succinat über die anaplerotischen Reaktionen wird CO2 ﬁxiert, so dass hohe
theoretische Produktausbeuten (> 1 molSuccinat
molFructose
) möglich sind [Jantama et al., 2008].
Begasung mit CO2
Aus den vorangegangenen Untersuchungen zu Vorkultur, Substrat und Sauerstoﬀzufuhr
sind Fructose als Substrat unter anaeroben Bedingungen und eine aerobe Vorkultivierung
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als optimierte Parameter für eine biotechnologische Anwendung von R. rubrum hervorge-
gangen (s.a. Abschn. 3.3.1, 3.3.2, 3.3.3). Für eine eﬃziente CO2-Zufuhr unter anaeroben
Bedingungen mit Fructose wurden parallele Batch-Kultivierungen im DASGIP-System
durchgeführt. Dabei wurde die CO2-Konzentration in der Zuluft zwischen 1 %, 2 %
und 5 % (5 L/h Gesamtgasﬂuss) variiert. Die Umschalt-Zelldichte lag in allen Fällen
bei A660 = 2. 0 % CO2 wurde nicht untersucht, da in Abschn. 3.1.3 bereits die CO2-
Abhängigkeit für das aerobe Wachstum auf Fructose ermittelt wurde und in bisherigen
Publikationen eine Abhängigkeit des anaeroben Wachstums im Dunkeln von Carbonat
bereits beschrieben ist [Schultz and Weaver, 1982].
In Abb. 3.17 sind die Ergebnisse für den Einﬂuss der CO2-Konzentration auf das
Wachstum, die Bildung photosynthetischer Membranen und organischer Säuren zusam-
mengefasst dargestellt. Deutlich zu erkennen ist der positive Einﬂuss steigender CO2-
Konzentrationen auf die Wachstumsrate, die sich ungefähr um das 1,6-fache bei 5 % CO2
(µexp = 0,028 h−1) im Vergleich zu 1 % CO2 (µexp = 0,017 h−1) erhöhte (Abb. 3.17/A).
Ähnlich verhielt es sich mit den Bildungsraten für Succinat, Acetat, Propionat und Fuma-
rat, die mit zunehmender CO2-Konzentration signiﬁkant anstiegen (Abb. 3.17/B). Unbe-
einﬂusst davon blieb allerdings die speziﬁsche Bildung der organischen Säuren. Am Ende
der Kultivierung lagen bei allen 3 untersuchten CO2-Konzentrationen ≈ 5,9 mmolgBTM Succi-
nat, ≈ 8,8 mmol
gBTM
Acetat, ≈ 3,0 mmol
gBTM
Propionat und ≈ 55 µmol
gBTM
Fumarat vor.
In Abb. 3.17/C ist die Kohlenstoﬀbilanz nach 30 h Produktionsphase zu sehen. Auch
hier wird der Einﬂuss von CO2 zum einen auf das Wachstum und auf die Bildung or-
ganischer Säuren deutlich, zum anderen aber auch auf die Fructoseaufnahme und die
CO2-Bildung, denn auch unter anaeroben Bedingungen wurde ein kleiner Teil des Koh-
lenstoﬀs zu CO2 umgewandelt. Der Anteil von Fructose am Gesamtkohlenstoﬀ nach 30 h
Produktionsphase bei 5 % CO2 war mit 46 % wesentlich geringer als bei 1 % CO2 (76 %).
Das bedeutet, dass eine Erhöhung der CO2-Konzentration von 1 auf 5 % zu einer ge-
steigerten Fructoseaufnahme geführt hat, infolgedessen auch das Wachstum, die Bildung
aller organischer Säuren (Succinat, Acetat, Propionat und Fumarat) und die CO2-Abgabe
anstieg. Bei 5 % CO2 hatte Succinat mit 14,3 % von den organischen Säuren den größten
Anteil.
Auch die Bildung photosynthetischer Membranen wurde anaerob mit Fructose als
C-Quelle durch die CO2-Verfügbarkeit beeinﬂusst. In Abb. 3.17/D sind die Raum-Zeit-
Ausbeuten und die Substratausbeuten für Bacteriochlorophyll dargestellt. Im Gegensatz
zur Ausbeute wurde nur die RZA von der CO2-Konzentration positiv beeinﬂusst. Durch
die gesteigerte Verfügbarkeit von CO2 wurden ≈ 2-fach höhere Raum-Zeit-Ausbeuten für
Bacteriochlorophyll bei 5 % CO2 im Vergleich zu 1 % CO2 erzielt, was hauptsächlich
mit der schnelleren Bildung von Biomasse unter anaeroben Bedingungen zusammenhing.
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Abb. 3.17: Wachstumsraten und Bildungsraten für die organischen Säuren Succinat, Acetat, Propionat und Fuma-
rat (gesamter Zeitraum der anaeroben Produktionsphase) sowie Kohlenstoﬀbilanzen und Bacteriochlorophyll/Raum-Zeit-
Ausbeuten und Bacteriochlorophyll/Substrat-Ausbeuten (nach ≈ 30 h) für anaerobe Produktionsbedingungen mit Fructose
als alleinige C-Quelle. Alle Kultivierungen wurden einmal, in der DASGIP-Anlage jedoch parallel aus jeweils einer Vorkultur
durchgeführt. DASGIP-Fermentationsparameter.
Allerdings muss an dieser Stelle bemerkt werden, dass bereits unter mikroaeroben Sauer-
stoﬀbedingungen ein positiver Eﬀekt auf die Raum-Zeit-Ausbeute für Bacteriochlorophyll
mit Fructose als alleinige C-Quelle beobachtet werden konnte. Unter Umständen kommt
den CO2-ﬁxierenden Reaktionen der Anaplerotik hier eine entscheidende Bedeutung zu.
Succinyl-CoA, der Precursor von Bacteriochlorophyll, wird über diese Reaktionen durch
einen reduktiven TCA-Zyklus gebildet (vgl.a. Abschn. 3.3.2).
CO2-Zufuhr über pH-Regelung mit K2CO3
Unter Abschn. 3.1.3 wurde festgestellt, dass eine Steigerung der CO2-Konzentration im
Zuluftstrom nicht den steigenden Biomassekonzentrationen eines Fedbatch-Prozesses ab
A660 ≈ 20 Rechnung tragen konnte. Darüber hinaus müsste eine stufenförmige Anpassung
der CO2-Begasung erfolgen, was eine Automatisierung des biotechnologischen Prozesses
erschweren würde. Eine alternative Möglichkeit zur CO2-Begasung stellt die Zufuhr von
Carbonat über eine pH-Regelung mit K2CO3 dar (s.a. Abschn. 3.1.3). Die Anwendbar-
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keit dieser Form der CO2-Zufuhr wurde für die aerobe Kultivierung mit Fructose bereits
gezeigt. Nun sollte die pH-Regelung mit K2CO3 auch unter anaeroben Bedingungen ein-
gesetzt werden. In Batch-Kultivierungen bei Umschalt-Zelldichten von A660 = 2 wurden
beide Methoden unter anaeroben Sauerstoﬀbedingungen miteinander verglichen und hin-
sichtlich Wachstum und Produktivität charakterisiert.
Es konnte kein Unterschied hinsichtlich der Biomassebildung unter anaeroben Be-
dingungen festgestellt werden. Nach Umschalten auf anaerob lag die Wachstumsra-
te mit K2CO3-Fütterung (µexp = 0,018 h−1) geringfügig höher als mit CO2-Begasung
(µexp = 0,015 h−1). Jedoch zeigten sich einige Unterschiede in der Bildung organischer
Säuren. In Abb. 3.18 ist die Verteilung der einzelnen organischen Säuren Succinat, Acetat,
Propionat, Fumarat und Formiat nach 24 h Produktionszeit zu sehen. Im Gegensatz zur
Begasung mit CO2 war der Anteil Succinat bei K2CO2/pH-Regelung mit 37,3 % geringer.
Nach 24 h lagen nur 10,1 mM Succinat im Gegensatz zu 16,5 mM vor. Auch die Gesamt-
produktion war mit 29,6 mM ca. 16 % geringer als bei CO2-Begasung (35,0 mM).
 S u c c i n a t A c e t a t P r o p i o n a t F u m a r a t F o r m i a t
1 , 2 5 %
0 , 4 6 %
1 1 , 7 2 %
3 6 , 4 6 %
5 0 , 1 2 %
1 , 3 2 %
0 , 6 %
1 7 , 9 5 %
4 2 , 8 2 %
3 7 , 3 1 %
A B
Abb. 3.18: Verteilung der organischen Säuren unter anaeroben Bedingungen und verschiedener CO2-Zufuhr nach 24 h
Produktionszeit. A: K2CO3/pH-Regelung und B: Begasung mit CO2=0,2 L/min (0,06 vvm). Jeweils 1 Kultivierung.
Biostat CT5-2 Fermentationsparameter.
Überraschend positiv beeinﬂusst durch eine pH-Regelung mit K2CO2 war die Bil-
dung von Wasserstoﬀ. Mit maximal 0,41 mmol
gBTM ·h
war die H2-Bildungsrate um das 1,6-
fache höher als mit 0,2 L/min CO2-Begasung. Auch die Gesamtwasserstoﬀbildung war
mit 939,8 mL H2 (nach ca. 6 d) höher (423 mL). Ebenfalls geringfügig verbessert hatte
sich die Bildung photosynthetischer Membranen. Die maximale Bacteriochlorophyll-Kon-
zentration war mit 10,2 µmol/L bei K2CO3/pH-Regelung höher als bei CO2-Begasung
(6,3 µmol/L). Auch die Raum-Zeit-Ausbeuten für Bacteriochlorophyll waren durch ei-
ne pH-Regelung mit K2CO3 höher. Dadurch konnten 0,262
µmol
L ·h Bacteriochlorophyll im
Gegensatz zu 0,197 µmol
L ·h bei CO2-Begasung erzielt werden. Hingegen haben sich die




Tab. 3.12 fasst die unterschiedliche Produktbildung durch die verschiedenen Strategien
der CO2-Zufuhr noch einmal zusammen.
Tab. 3.12: Bildung von Succinat, Bacteriochlorophyll und H2 bei verschiedenen Strategien zur CO2-Zufuhr
(0,2 L/min CO2-Begasung und pH-Regelung/K2CO3). Jeweils 1 Kultivierung. Biostat CT5-2 Fermentationspara-
meter.






CO2-Begasung (0,2 L/min) 16,5 0,197 0,27 422,5
K2CO3/pH-Regelung 10,1 0,262 0,41 939,8
In Tab. 3.13 sind alle Ergebnisse der Batch-Kultivierungen zusammenfassend darge-
stellt. Die höchsten volumetrischen und speziﬁschen Bacteriochlorophyll-Mengen wurden
demnach unter anaeroben Bedingungen mit Fructose als alleiniger C-Quelle unter einer
pH-Regelung mit K2CO3 erzielt. So konnten maximal 10,2 µmol/L und 7,74 µmol/gBTM
erzielt werden. Die höchste RZA wurde dagegen unter mikroaeroben Bedingungen mit
Fructose als alleiniger C-Quelle erreicht (0,638 µmolBchl
L ·h ). Molekularer Wasserstoﬀ und Suc-
cinat wurden maximal unter anaeroben Bedingungen produziert. Die nach 24 h erreichten
extrazellulären Konzentrationen an Succinat waren unter anaeroben Bedingungen ca. 55-
mal höher als unter mikroaeroben Bedingungen (vgl.a. Tab. 3.13).
Für spätere Fedbatch-Prozesse eignet sich die CO2-Zufuhr durch eine pH-Regelung mit
K2CO3 für eine Kultivierung unter anaeroben Bedingungen am besten für die Produkt-
bildung in höheren Zelldichten. Bis auf Succinat ließ sich durch den Einsatz von K2CO3
die Produktivität von Bacteriochlorophyll und H2 deutlich erhöhen. Da die Bildung von
Porphyrinen, Coenzym Q10 und Vitamin B12 höchstwahrscheinlich mit der Ausbildung
photosynthetischer Membranen korreliert, wäre auch für diese Produkte eine gesteigerte
Bildung bei CO2-Zufuhr durch pH-Regelung mit K2CO3 zu erwarten.
Darüber hinaus kann durch diese Art der CO2-Zufuhr auf den Einsatz einer Gasmisch-
station zur Zumischung von CO2 verzichtet werden. Im Gegensatz zu einer CO2-Begasung
besteht die Möglichkeit die CO2-Zufuhr anzupassen und automatisch zu regulieren. So
kann der bei höheren Zelldichten unter aeroben Bedingungen erhöhten Abgabe von Pro-
tonen (durch die Ammoniumaufnahme) bzw. der unter anaeroben Bedingungen gesteiger-
ten Ausscheidung von organischen Säuren Rechnung getragen werden. Damit muss kein
Wechsel des pH-Korrekturmittels beim Umschalten von aerobe auf anaerobe Bedingun-
gen erfolgen. In der aeroben Phase würde das Succinat/Fructose-Medium im Vergleich zu
Fructose zwar höhere Wachstumsraten liefern (µexp = 0,15 h−1), die Erhöhung des pH-






















































































































































































































































































































































































































































phase und somit einen Wechsel des pH-Korrekturmittels beim Umschalten auf anaerobe
Produktionsbedingungen erfordern.
3.3.5 Bacteriochlorophyll- und Carotinoid-Deletionsmutanten
Im Rahmen dieser Arbeit wurden 3 genetisch veränderte Stämme von R. rubrum unter-
sucht und hinsichtlich ihrer Produktivitäten für photosynthetische Membranen/Pigmente,
organische Säuren, PHB, Coenzym Q10 sowie Vitamin B12 mit Hilfe von Batch-Kulti-
vierungen unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln mit Fructose als alleinige C-Quelle
charakterisiert (s.a. Abschn. 2.4.3).
Phänotypische Erscheinung und Pigmentbildung
In Abb. 3.19/links sind mikroaerobe Schüttelkolben-Kulturen der Stämme zu sehen.
SLYC18 ist ein Stamm, der aufgrund von Deletionen in den Genen crtC und crtD als ein-
ziges Carotinoid Lycopin produziert. Lycopin hat eine bräunliche Färbung, die Kultur er-
schien daher gelb-braun. Es wurde analog zumWildtyp-Carotinoid (Spirilloxanthin) unter
mikroaeroben bzw. anaeroben Sauerstoﬀbedingungen gebildet. Auch die Bacteriochloro-
phyll-Biosynthese war nicht beeinﬂusst. Aus diesem Grund zeigte SLYC18 hinsichtlich
des A880
A660
-Signals kein Unterschied zum Wildtyp S1 (s.a. Abb. 3.19/rechts).
G-9 war ein weiterer Stamm, der im Gegensatz zum Wildtyp und SLYC18 überhaupt
keine Carotinoide bildete, sondern lediglich Bacteriochlorophyll produzierte. Der genaue
Lokus der genetischen Veränderung ist nicht bekannt.
Ein dritter Stamm ist spontan aus Routinekultivierungen, vermutlich aufgrund ver-
mehrten Überimpfens, hervorgegangen und zeigte einen komplett pigmentlosen Phänotyp
unter anaeroben und mikroaeroben Bedingungen im Dunkeln (Pigment−). Weder Caroti-
noide noch Bacteriochlorophyll wurden in diesem Stamm produziert. Der Stamm erschien
daher weiß, analog zu aerob kultivierten Zellen, bei denen die Pigmentsynthese reprimiert
war.
Abb. 3.19/rechts zeigt Ganzzellspektren der jeweiligen Stämme. Die Absorptionsmaxi-
ma spiegeln die jeweilige Pigmentierung der Stämme und Färbung wider.
Im SLYC18-Stamm sind die Absorptionsmaxima der Carotinoide im Vergleich zum
Wildtyp S1 verschoben. Die Absorptionsmaxima der Carotinoide für den Lycopin-produ-
zierenden Stamm waren λ = 525 nm, λ = 488 nm und λ = 457 nm. Die Carotinoidmaxima
imWildtyp waren λ = 551 nm, λ = 512 nm und λ = 479 nm. Hingegen waren die Absorpti-
onsmaxima des Bacteriochlorophyll a im Lichtsammelkomplex und Reaktionszentrum die
gleichen (λ = 880 nm, λ = 800 nm bzw. λ = 590 nm und λ = 375 nm) [Pfennig, 1978].
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Abb. 3.19: Phänotypische Erscheinung (links) und Ganzzellspektren (rechts) der Stämme SLYC18, G-9 und
Pigment− im Vergleich zum Wildtyp WT S1.
ne Absorptionsmaxima zwischen λ = 450-550 nm. Im Gegenzug waren die Maxima des
Bacteriochlorophyll a im LH-1-Komplex und Reaktionszentrum vorhanden (λ = 880 nm,
λ = 800 nm bzw. λ = 590 nm und λ = 375 nm). Eine detaillierte Analyse zeigte die von
Brunisholz et al. [1984] bereits beschriebene, leichte Verschiebung der 880 nm-Bande zu
λ = 870 nm in G-9 (s.a. Abb. 3.19/rechts).
Der pigmentlose Stamm Pigment− erscheint trotz O2-Limitation weiß. Lediglich bei
λ = 412 nm wies dieser Stamm eine geringe Absorption auf. Schick and Drews [1969] un-
tersuchten die Mutante M 46 von R. rubrum. M 46 bildet keine ungesättigten Carotinoide
und Bacteriochlorophyll a und im Gegensatz zum Wildtyp S1 zeigte sich ein Absorptions-
maximum bei λ = 412 nm, das die Autoren einer neuen Tetrapyrrol-Komponente zuschrei-
ben. Bei 412 nm beﬁndet sich die von Jacques-Louis Soret zum ersten Mal beschriebene
Soret-Bande. Sie ist die intensivste Bande von Chlorophyllen und anderen Porphyrinen
[Soret, 1883].
Tab. 3.14 gibt noch einmal einen Überblick über die verwendeten Stämme hinsicht-
lich ihrer Bacteriochlorophyll- und Carotinoid-Produktion sowie Angaben über gebildeten
Mengen derselbigen. Der Wildtyp bildete mit 6,74 µmol/gBTM die höchsten speziﬁschen
Bacteriochlorophyll-Mengen. Die Stämme G-9 und SLYC18 bildeten zwar auch Bacterio-
chlorophyll, jedoch in geringeren Mengen (4,56 bzw. 5,25 µmol/gBTM). Das im Wildtyp
vorhandene Spirilloxanthin wurde nicht quantiﬁziert. Der Stamm G-9 bildet keine Caroti-
noide. Das im SLYC18 vorhandene Lycopin wurde, wie unter Abschn. 2.5.10 beschrieben,
bestimmt und betrug maximal 3,48 µmol/gBTM unter anaeroben Bedingungen im Dun-
keln auf Fructose als alleinige C-Quelle.
Wie bereits unter Abschn. 1.3.1 erwähnt, liegt im LH-1 Komplex Bacteriochlorophyll
immer in einem bestimmten Verhältnis zu Carotinoid vor (2:1). Werden die 4 Bacterio-
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chlorophyll-Moleküle aus dem Reaktionszentrum mitgezählt, erhöht sich das Verhältnis
auf 2,25:1. Berechnet man dieses Verhältnis in dem Lycopin-überproduzierenden Stamm
SLYC18 so ergibt sich mit 1,5:1 (Bchl:Lycopin) ein niedrigeres Verhältnis im Vergleich
zum Wildtyp S1. Das bedeutet, dass pro Molekül Lycopin im Verhältnis weniger Bacterio-
chlorophyll im SLYC18-Stamm vorhanden sind.
Tab. 3.14: Übersicht der einzelnen Stämme hinsichtlich ihrer Pigmentbildung und Bacteriochlorophyll-Mengen für
WT S1, G-9 und SLYC18 bzw. Lycopin-Mengen im SLYC18-Stamm. 5 % CO2. + : vorhanden,  : nicht vorhanden.
Jeweils 1 Kultivierung. DASGIP-Kultivierungsparameter.
Stamm Bildung von Bildung von Bacteriochlorophyll Lycopin
Bacteriochlorophyll Carotinoiden µmol/gBTM µmol/gBTM
WT S1 + + 6,74 
G-9 +  4,56 
SLYC18 + + 5,25 3,48
Pigment−    
Phototrophes Wachstum von SLYC18
Das Wachstum und die Bildung von Bacteriochlorophyll bzw. Lycopin wurden für den
Wildtyp S1 und SLYC18 unter phototroph, anaeroben Bedingungen auf M2S-Medium
im DASGIP-Photoreaktorsystem untersucht (s.a. Abschn. 2.4.3). Untersucht wurde, ob
Lycopin die Funktion von Spirilloxanthin ersetzen kann. Allerdings zeigte sich unter pho-
totrophen Bedingungen ein 5-fach verringertes Wachstum des Lycopin-produzierenden
Stammes (µexp = 0,003 h−1) im Vergleich zum Wildtyp (µexp = 0,017 h−1). Auch die
maximalen A880
A660
-Verhältnisse unterschieden sich stark. Der Wildtyp erzielte mit maxi-
mal A880
A660




Auch unter phototrophen Bedingungen betrug das Verhältnis Bchl:Lycopin 1,49:1; ana-
log zu anaeroben Bedingungen im Dunkeln mit Fructose. Diese Ergebnisse deuten darauf
hin, dass Lycopin in SLYC18 das im Wildtyp vorhandene Spirilloxanthin nicht in gleicher
Weise ersetzen kann und es daher zu der beobachteten Beeinträchtigung der Bacterio-
chlorophyll-Mengen und damit auch des Wachstums kam. Hingegen war das aerobe und
mikroaerobe Wachstum des SLYC18-Stammes im Dunkeln nicht beeinträchtigt (Daten
nicht gezeigt).
Für den Fall, dass artiﬁziell-exprimierte Pigmente das phototrophe Wachstum beein-
trächtigen, könnte somit der Produktion unter O2-limitierenden Bedingungen im Dunkeln
eine entscheidende Bedeutung zukommen. Unter anaeroben Bedingungen mit Fructose
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als C-Quelle war das Wachstum der Stämme G-9 und SLYC18 vergleichbar mit dem
Wildtyp S1 (µexp = 0,024 h−1). Die pigmentlose Mutante wies mit µ = 0,033 h−1 ein
geringfügig schnelleres Wachstum auf. Somit wäre eine Produktion von Lycopin unter
O2-limitierenden Bedingungen im Dunkeln zu favorisieren.
Produktion von organischen Säuren, PHB, Coenzym Q10 und Vitamin B12
Abb. 3.20/A zeigt die extrazellulären Succinat/Acetat-Verhältnisse der Stämme nach
24 h Produktionsphase. Auﬀällig sind die höheren Verhältnisse der pigmentlosen Mutan-
te und des G-9 Stammes (Succ
Ace
= 0,818 bzw. Succ
Ace
= 0,900) im Gegensatz zum Wild-
typ (Succ
Ace
= 0,561). Der Lycopin-produzierende Stamm zeigte identische Verhältnisse
mit dem Wildtyp (Succ
Ace
= 0,521). Der Grund für die im Verhältnis zu Acetat erhöhte
Succinatproduktion könnte die fehlende Carotinoid-Biosynthese in G-9 und dem pigment-
losen Stamm sein. Die Carotinoid-Biosynthese erfolgt ausgehend von Pyruvat/Acetyl-CoA
(vgl.a. Abschn. 1.3.1). Ausgehend von Acetyl-CoA erfolgt aber ebenfalls die Ausschei-
dung von Acetat über die Phosphotransacetylase/Acetatkinase-Reaktionen [Heider, 2007;
Grammel et al., 2003]. Die Acetatausscheidung spiegelt somit zu einem gewissen Teil die
intrazelluläre Acetyl-CoA-Verfügbarkeit wider. In R. rubrum-Stämmen, die keine Caroti-
noide bilden, könnte eine Verminderung der Acetatausscheidung die Folge der blockierten
Carotinoidproduktion sein und Pyruvat kann zu Oxaloacetat in Richtung Succinat car-
boxyliert werden.
Das könnte ebenfalls die Erklärung für die erhöhte Succinatausscheidung von G-9 und
der pigmentlosen Mutante im Gegensatz zum Wildtyp und SLYC18 sein. Die Succinat-
konzentrationen aller Stämme nach 24 h sind in Tab. 3.15 zu sehen. Die Umschalt-
Zelldichte lag bei allen Versuchen bei A660 ≈ 2. Demnach bildete G-9 nach 24 h mit
8,99 mM die höchsten Succinatmengen. Der Wildtyp S1 und SLYC18 bildeten mit 5,74
und 5,28 mM geringere Mengen Succinat, wobei der Ausbeutekoeﬃzient für Succinat be-
zogen auf die verbrauchte Menge Fructose im pigmentlosen Stamm mit 0,468 molSuccinat
molFructose
am höchsten war. Auch die Succinat-Produktionsrate war mit 0,600 mmolSuccinat
gBTM ·h
im pig-
mentlosen Stamm Pigment− am höchsten (s.a. Tab. 3.15). Dieser spontan aufgetretene
Stamm besitzt aus diesem Grund ein hohes Potenzial für die Produktion von Succinat.
Der unter Umständen veränderte intrazelluläre Kohlenstoﬀﬂuss könnte auch die unter-
schiedliche Produktivität von Coenzym Q10 und Vitamin B12 in den Stämmen G-9 und
Pigment− erklären. In Abb. 3.20/B,C sind die speziﬁschen Vitamin B12 sowie die Coen-
zym Q10-Level der verschiedenen Stämme dargestellt. Deutlich wird, dass sowohl Vit-
amin B12 als auch Coenzym Q10 mit den SuccAce -Verhältnissen der Stämme korreliert ist. In
dem Stamm G-9 und der pigmentlosen Mutante wurden fast doppelt so hohe Vitamin B12-
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Tab. 3.15: Extrazelluläre Succinat-Akkumulation, -Ausbeutekoeﬃzient und -Ausscheideraten
nach 24 h in den Stämmen WT S1, SLYC18, G-9 und Pigment−. Jeweils 1 Kultivierung.
DASGIP-Kultivierungsparameter.
Stamm Succinat24 h in mM Y(P/S) (
molSuccinat
molFructose
) qSucc−Ex (mmolSuccgBTM ·h )
WT S1 5,74 0,379 0,253
SLYC18 5,28 0,268 0,249
G-9 8,99 0,386 0,339
Pigment− 7,23 0,468 0,600
Mengen (G-9: 6,78 nmol/gBTM bzw. Pigment−: 6,69 nmol/gBTM) als im Wildtyp S1 und
SLYC18 (4,1 nmol/gBTM bzw. 2,9 nmol/gBTM) gebildet. Die Coenzym Q10-Mengen lagen
bei G-9 und der pigmentlosen Mutante bei ≈ 4,9 nmol/gBTM . Beim WT S1 und SLYC18
dagegen etwas geringer bei 4,3 nmol/gBTM bzw 3,8 nmol/gBTM (s.a. Abb. 3.20/B,C).
Die Produktion von Vitamin B12 lässt sich anhand der erhöhten SuccAce -Verhältnisse leicht
erklären, da die Biosynthese von Vitamin B12 ausgehend von Succinyl-CoA aus dem Zen-
tralstoﬀwechsel erfolgt (vgl.a. Abschn. 1.3.1). Aufgrund der erhöhten Succinatproduktion
könnte auch ein erhöhter Fluss zum Succinyl-CoA vorhanden sein, welcher zu einer gestei-
gerten Vitamin B12-Bildung führt. Widersprüchlich dagegen ist das ähnliche Ergebnis für
Coenzym Q10 (vgl.a. Abb. 3.20/C). Auch hier korreliert ein erhöhtes SuccAce -Verhältnis mit
einer gesteigerten Produktbildung (Coenzym Q10). Die Coenzym Q10-Biosynthese nutzt
jedoch, neben p-Hydroxybenzoat, die Terpenoid-Biosynthese, wo kein Succinyl-CoA benö-
tigt wird. Unter Umständen ist hier eine Umstellung des Gesamt-Kohlenstoﬀﬂusses zu be-
rücksichtigen, da durch das Fehlen der Carotinoid-Biosynthese ein wichtiger Konkurrenz-
weg im Stoﬀwechsel, der Pyruvat und Acetyl-CoA abzieht, ausgeschaltet ist. Auf diese
Weise kann eine höhere Konzentration Precursor für die Terpenoide der Coenzym Q10-
Biosynthese bereitgestellt werden.
Für eine spätere Herstellung von Vitamin B12 und Coenzym Q10 mit R. rubrum im
Dunkeln können G-9 und die spontan aufgetretene Mutante vielversprechende Alternati-
ven gegenüber dem Wildtyp S1 darstellen und könnten hinsichtlich der Vitamin B12- und
Coenzym Q10-Produktion weiter optimiert werden.
In Abb. 3.20/E sind die PHB-Anteile der einzelnen Stämme dargestellt. Bis auf
R. rubrum G-9 bildeten alle anderen Stämme mit ≈ 6,1 % ähnliche Mengen PHB. G-9
bildete mit 3,7 % nur etwa die Hälfte. Wie jedoch bereits unter Abschn. 3.2 beschrieben,
eignet sich Fructose im Gegensatz zu Medien, die Acetat enthalten, nur bedingt für die
Produktion von PHB mit R. rubrum. Aus diesem Grund soll an dieser Stelle nicht weiter
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Abb. 3.20: Produktbildung der verschiedenen Stämme sowie extrazelluläre Succinat/Acetat-Verhältnisse, For-
miatkonzentrationen und Q10-Redoxzustände. A: Extrazelluläre Succinat/Acetat-Verhältnisse. B: Vitamin B12.
C: Coenzym Q10. D: PHB. E: Coenzym Q10-Redoxzustände,
Q10H2
Q10H2+Q10
. F: Extrazelluläre Formiatkonzentra-
tionen nach 24 h. Jeweils 1 Kultivierung. DASGIP-Kultivierungsparameter.
Im Rahmen der LC-Analyse von Coenzym Q10 (vgl.a. Abschn. 2.5.11) lassen sich aus
der getrennten Messung von reduzierten und oxidierten Q10 auch die Redoxzustände des
Q10 in den einzelnen Stämmen bestimmen, welche wertvolle Informationen zur Charakte-
risierung der Stämme aufzeigten. Interessanterweise war der Q10-Pool des Stammes G-9
zu fast 100 % oxidiert ( Q10H2
Q10H2+Q10
= 0,05), wohingegen der Pigment−, SLYC18 und der
Wildtyp reduziertere Q10-Level aufwiesen (s.a. Abb. 3.20/D). Den reduziertesten Q10-Pool
zeigte die pigmentlose Mutante, deren Q10 zu ≈ 60 % reduziert war.
Zusammenfassend lässt sich somit für den Quinon-Redoxstatus unter anaeroben Be-
dingungen im Dunkeln feststellen, dass das Fehlen von Bacteriochlorophyll- und Caro-
tinoid-Produktion zu hoch reduzierten Q10-Pools führte (60 %, Pigment−). In Stämmen,
die keine Carotinoide produzieren, sind die Q10-Pools dagegen oxidiert. In Stämmen, die







= 0,29 (WT S1) und Q10H2
Q10H2+Q10
= 0,47 (SLYC18).
Für die Biosynthese von Bacteriochlorophyll und Carotinoiden werden Reduktions-
äquivalente benötigt (vgl.a. Abschn. 1.3.1). Fallen diese Reaktionen aufgrund von De-
fekten aus, würde man reduziertere Redoxpools erwarten. Das triﬀt aber nur für den
pigmentlosen Stamm zu, der zu rund 60 % und damit am stärksten reduziert war. Aller-
dings hätte dann der Stamm G-9 ebenfalls reduzierter als der Wildtyp sein müssen, was
nicht der Fall war. Der Coenzym Q10-Pool war hier stark oxidiert. Dieser hochoxidier-
te Quinon-Pool könnte damit auch der Grund für den reduzierteren PHB-Gehalt in G-9
sein (Abb. 3.20/E), da dieser Weg Reduktionsäquivalente in Form von NADH benötigt
(vgl.a. Abschn. 1.3.4).
Weiterhin aufgefallen war die extrazelluläre Formiatakkumulation in den einzelnen
Stämmen. Bei vergleichbaren Biomassekonzentrationen zeigte der G-9 Stamm mit 5,0 mM
Formiat im extrazellulären Medium eine signiﬁkante Formiatakkumulation im Gegensatz
zu allen anderen untersuchten Stämmen, wo die extrazelluläre Formiatkonzentration nur
gering war (s.a. Abb. 3.20/F). Der Grund für diese Beobachtung ist unklar. Vermutet
werden könnte ein verringerter Umsatz von Formiat zu H2 und CO2 durch die Formiat-
Wasserstoﬀ-Lyase. Ebenso möglich ist aber auch ein overﬂow von Pyruvat aufgrund der
blockierten Carotinoidbiosynthese. Erschwert wird die Interpretation, weil nicht genau
bekannt ist, wodurch genau R. rubrum G-9 nicht mehr in der Lage ist, Carotinoide zu
bilden bzw. welcher Gendefekt vorliegt.
Produktion von Wasserstoﬀ
Der unterschiedliche Quinon-Redoxstatus könnte auch die Bildung von molekularem
Wasserstoﬀ beeinﬂussen. Im pigmentlosen Stamm könnte zum Beispiel ein Überﬂuss an
Reduktionsäquivalenten zu einer gesteigerten Bildung von H2 führen.
Tab. 3.16 zeigt daher die volumetrischen und speziﬁschen Wasserstoﬀ-Produktions-
raten sowie die Gesamt-Wasserstoﬀbildung der Stämme Wildtyp S1, G-9 und Pigment−.




als beim WT (0,41
mmolH2
gBTM ·h
). Allerdings ﬁel die Gesamtproduktion mit 544,3 mL deutlich
geringer aus als beim WT (939,8 mL). Der Grund hierfür liegt in einer kürzeren H2-
Produktionsphase (77 h) im Vergleich zum WT (148 h).
Überraschend war die sehr geringe H2-Bildung bei dem Stamm R. rubrum G-9. Die ma-
ximale H2-Bildungsrate betrug nur lediglich 0,02
mmolH2
gBTM ·h
. Die gebildete Gesamtmenge H2
war mit 38,3 mL ebenfalls vergleichsweise gering. Der Grund hierfür ist nicht vollständig
geklärt. Auﬀallend bei dem Stamm G-9 war die hohe extrazelluläre Formiatakkumulation
(fast 5 mM) im Vergleich zu den anderen untersuchten Stämmen (vgl.a. Abb. 3.20/F).
Das zeigt eine unzureichende Umsetzung in Richtung H2 durch die Formiat-Wasserstoﬀ-
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Tab. 3.16: Maximale H2-Bildungsraten und Gesamt-Wasserstoﬀproduktion in den Stämmen WT S1, G-9 und
Pigment− von R. rubrum unter anaeroben Bedingungen mit Fructose als alleinige C-Quelle. Die speziﬁschen
H2-Bildungsraten beziehen sich auf die BTM zum Zeitpunkt des Umschaltens von aerob auf anaerob. Jeweils







WT S1 0,45 0,41 939,8
G-9 0,02 0,02 38,3
Pigment− 0,42 0,51 544,3
Lyase innerhalb des PFL/FHL-Systems an, wodurch Formiat akkumuliert. Ein möglicher
Defekt der FHL in R. rubrum G-9 kann nicht bestätigt, aber auch nicht ausgeschlos-
sen werden. Durch Ampliﬁzierung des entsprechenden Gens Rru_A0324 und zugehörigen
Promoterabschnitts (200 bp vor dem Genabschnitt) (NCBI Datenbank) und Sequenzie-
rung konnte im Rahmen dieser Arbeit jedoch gezeigt werden, dass das entsprechende Gen
in R. rubrum G-9 vorhanden ist und keine Punktmutationen aufweist. Die Ergebnisse der
PCR und der Sequenzierung sind im Anhang C zu ﬁnden.
Aufgrund der geringen H2-Bildung eignet sich R. rubrum G-9 nicht für die H2-Produk-
tion mit R. rubrum unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln mit Fructose als alleinige
C-Quelle. Aber auch die pigmentlose Mutante zeigt trotz eines stark reduzierten Coenzym
Q10-Pools keine erhöhte H2-Bildung gegenüber dem Wildtyp. Reduzierte Coenzym Q10-
pools zeigen daher nicht zwangsläuﬁg einen Überﬂuss von Reduktionsäquivalenten an.
Zusammenfassend lassen sich folgende Bedingungen für eine optimale Produktion von
photosynthetischen Membranen mit R. rubrum im Dunkeln feststellen: Eine aerobe Vor-
kultivierung ermöglichte optimales Wachstum von Beginn an und mit 0,343 µmol
L ·h eine
2-fach höhere RZA für Bacteriochlorophyll als mit einer mikroaeroben Vorkultivierung.
Darüber hinaus konnte gezeigt werden, dass auf den Einsatz von Succinat unter mikro-
aeroben Bedingungen durch eine geeignete CO2-Zufuhr verzichtet werden kann und die
RZA für Bacteriochlorophyll weiter gesteigert werden konnte (0,638 µmol
L ·h ). Die höchs-
ten speziﬁschen Bacteriochlorophyll-Mengen wurden unter anaeroben Bedingungen er-
zielt (7,74 µmol/gBTM). Aufgrund der sehr geringen Wachstumsrate (µ = 0,015 h−1)
konnte jedoch keine weitere Steigerung der RZA erreicht werden. Weiterhin konnte festge-
stellt werden, dass eine Begasung mit CO2 diverse Nachteile gegenüber einer CO2-Zufuhr
durch eine pH-Regelung mit K2CO3 aufwies. So erfordert die CO2-Begasung beispiels-
weise den Aufbau einer Gasmischstation. Durch eine pH-Regelung mit K2CO3 konn-
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ten darüber hinaus im Vergleich höhere Konzentrationen, Raum-Zeit-Ausbeuten sowie
Substratausbeuten für Bacteriochlorophyll und höhere H2-Mengen erzielt werden. Eine
detaillierte Charakterisierung bereits vorhandener Bacteriochlorophyll und Carotinoid-
Deletionsmutanten zeigte interessante und neue Einblicke in den zellulären Stoﬀwechsel.
So wurde gezeigt, dass das komplette Fehlen einer Pigmentbildung zu einer erhöhten
Succinatproduktion in R. rubrum führt. Überraschend war darüber hinaus die stark redu-
zierte Wasserstoﬀbildung in der Carotinoid-Deletionsmutante G-9, die mit einer erhöhten
Formiatakkumulation in das extrazelluläre Medium einherging.
3.4 2-Stufen-Prozess als Fedbatch-Prozess
Zur Steigerung der Biomassekonzentration wurden aerobe Fedbatch-Kultivierungen
mit Fructose als Einzelsubstrat sowie Succinat/Fructose und Acetat/Fructose als Misch-
substrate durchgeführt (s.a. Abschn. 3.2). Ziel war es maximale Biomassekonzentrationen
zu erzielen, welche in einer anschließenden O2-limitierten Produktionsphase zur Produkt-
bildung genutzt werden konnten. Durch den Einsatz von Succinat/Fructose mit R. rubrum
wurden höhere Raum-Zeit-Ausbeuten undWachstumsraten als mit Fructose erzielt. Trotz-
dem wurde zunächst ein Prozess basierend auf Fructose angestrebt, da Zucker-basierte
Substrate aus ökonomischen Gründen verstärkt für biotechnologische Prozesse einge-
setzt werden [Teuber et al., 1994]. Darüber hinaus konnte in vorangegangenen Batch-
Kultivierungen gezeigt werden, dass ein anaerober Produktionsprozess gegenüber einem
mikroaeroben Prozess mehrere Vorteile aufweist (vgl.a. Abschn. 3.3). Für anaerobe Bedin-
gungen wäre der Einsatz von Succinat/Fructose ungeeignet. Ähnliche Argumente lassen
sich für den Einsatz von Acetat/Fructose anführen.
Im Folgenden soll die Produktbildung unter anaeroben Bedingungen mit Fructose als
alleinige C-Quelle detaillierter erläutert werden. Insbesondere wurden dabei verschieden
hohe Umschalt-Zelldichten untersucht. Zum Vergleich wird bei den nachfolgenden Dar-
stellungen auch der Batch-Versuch bei Umschalt-Zelldichten von A660 = 2,1 diskutiert
werden.
3.4.1 Photosynthetische Membranen
In Abb. 3.21 sind verschiedene Größen zur Beurteilung der Bacteriochlorophyll-Produk-
tion bei verschiedenen Umschalt-Zelldichten dargestellt. Abb. 3.21/A zeigt die speziﬁsche
Bacteriochlorophyll-Bildung, die mit zunehmender Umschalt-Zelldichte kontinuierlich ab-
nahm. So ließ die speziﬁsche Produktion bei einer Umschalt-Zelldichte von A660 = 57,2
um ca. 90 % verglichen mit A660 = 2,1 nach. Die maximale volumetrische Produktivi-
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tät für Bacteriochlorophyll lag bei einer Umschalt-Zelldichte von A660 = 20,0 und betrug
40,5 µmol Bchl/L (Abb. 3.21/B). Absolut wurden innerhalb dieses Prozesses 178,4 µmol
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Abb. 3.21: Maximale speziﬁsche (A) und volumetrische (B) Bacteriochlorophyll-Konzentrationen sowie RZA
(C) und Ausbeutekoeﬃzienten Y(P/S) (D) für verschiedene Umschalt-Zelldichten im anaeroben Prozess mit
Fructose als alleinige C-Quelle. Die Raum-Zeit-Ausbeuten und Ausbeutekoeﬃzienten wurden vom Zeitpunkt
des Umschaltens bis zum Erreichen der maximalen speziﬁschen Bacteriochlorophyll-Konzentration berechnet.
Jeweils 1 Kultivierung. Biostat CT5-2 Fermentationsparameter. 3,5 L Arbeitsvolumen.
Auch die Raum-Zeit-Ausbeuten waren bei einer Umschalt-Zelldichte von A660 = 20,0
mit 1,34 µmol
L ·h am höchsten (s.a. Abb. 3.21/C). Aufgrund der geringeren Zelldichten bei
Umschalt-Zelldichten zwischen A660 = 2,1 und A660 = 10,4 ergaben sich hier trotz höhe-
rer speziﬁscher Produktivitäten geringere Raum-Zeit-Ausbeuten und ebenfalls geringere
Konzentrationen (s.a. Abb. 3.21/B,C). Bei Zelldichten oberhalb von A660 = 20,0 wurden
geringere volumetrische und speziﬁsche Mengen Bacteriochlorophyll produziert, weshalb
auch die RZA wieder abnimmt.
Die Bacteriochlorophyll/Substrat-Ausbeute war bei A660 = 2,1 mit Y(P/S) = 1,86
µmolBchl
gFructose
am höchsten. Bereits ab einer Zelldichte von A660 = 10,4 war eine drastische Abnahme der
Ausbeute um ca. 80 % auf Y(P/S) = 0,07
µmolBchl
gFructose
zu beobachten. Der Grund hierfür könn-
te in einem höheren Bedarf an Zellerhaltungsstoﬀwechsel bei höheren Zelldichten liegen.
Eine andere Möglichkeit ist die verstärkte Bildung anderer Produkte, wie zum Beispiel
organische Säuren oder auch Speicherstoﬀe, wie Glycogen oder PHB. Der aufgenommene
Kohlenstoﬀ würde somit bevorzugt in die Produktion dieser Stoﬀe eingehen und weniger
für die Biosynthese von Bacteriochlorophyll.
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Die Zelldichte beim Umschalten von aeroben Wachstumsbedingungen auf anaerobe
Produktionsbedingungen beeinﬂusste entscheidend die Produktivität für Bacteriochloro-
phyll in R. rubrum unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln. In einem späteren Produk-
tionsprozess würde die Kultivierung zu Zelldichten > A660 = 20,0 zu keiner zusätzlichen
Erhöhung der Bacteriochlorophyll-Konzentration und Raum-Zeit-Ausbeute führen. Der
Fedbatch-Prozess sollte daher aerob nur bis zu Zelldichten von A660 = 20,0 geführt wer-
den. Die Abnahme der Bacteriochlorophyll-Produktion in höheren Zelldichten würde mit
hoher Wahrscheinlichkeit auch die Carotinoid-Produktion betreﬀen. Der Grund hierfür
liegt in dem stöchiometrischen Einbau von Bacteriochlorophyll und Carotinoide in den
photosynthetischen Apparat [Cogdell et al., 1982]. Der Grund für die abnehmende Bildung
photosynthetischer Membranen wurde im Rahmen dieser Arbeit nicht detaillierter unter-
sucht, ein Mangel der Nährstoﬀe Fructose, NH4, PO4, p-ABA und Vitaminsubstanzen
konnte jedoch zum einen durch Konzentrationsbestimmungen, zum anderen durch Vor-
versuche im Schüttelkolben (s.a. Abschn. 3.1.1) ausgeschlossen werden. Demnach waren
Fructose, Ammonium, Phosphat und p-ABA zu keinem Zeitpunkt limitierend. Vitami-
ne wurden entsprechend der vorhandenen Zelldichte nach Gl. 3.1 zugegeben und sollten
daher ausreichend vorhanden gewesen sein.
In Abschn. 3.7.2 wird auf die Abhängigkeit der intrazellulären Bacteriochlorophyll-
Bildung von Biosynthese-Reaktionen eingegangen werden. Im Rahmen der stöchiome-
trischen Modellierung des zentralen Kohlenstoﬀwechsels wird gezeigt werden, dass eine
Biosynthese von Bacteriochlorophyll nur bei gleichzeitigem Wachstum erfolgen kann. In
diesem Zusammenhang ist interessant, dass bei Umschalt-Zelldichten von A660 > 26,7
kein signiﬁkantes Wachstum mehr zu beobachten war. Im Gegensatz dazu konnten in der
Batch-Kultivierung bei einer Umschalt-Zelldichte von A660 > 2,1 zwei Verdopplungen in-
nerhalb der Kultivierungszeit verzeichnet werden (µexp = 0,018 h−1). Diese Beobachtung
wirft erneut die Frage auf, ob eventuell vorhandene Limitationen durch Nährstoﬀe als
Ursache für die ausbleibende Bildung photosynthetischer Membranen anzuführen sind.
3.4.2 Molekularer Wasserstoﬀ
Neben der Bildung photosynthetischer Membranen wird auch die Produktion von mo-
lekularem Wasserstoﬀ durch die Umschalt-Zelldichte beeinﬂusst. In Abb. 3.22 sind die
volumetrischen und speziﬁschen Produktbildungsraten für die Bildung von H2 unter anae-
roben Bedingungen im Dunkeln bei unterschiedlichen Umschalt-Zelldichten dargestellt.
Zwischen A660 = 2,1 bis 20,0 fanden sich leicht ansteigende H2-Produktionsraten (bei
A660 = 20,0 maximal: 0,53
mmolH2
L ·h ). Bei Umschalt-Zelldichten A660 > 20 geht die volume-
trische H2-Produktionsrate zurück und lag bei einer Umschalt-Zelldichte von A660 = 57,2
nur noch bei 0,16
mmolH2
L ·h (s.a. Abb. 3.22/A). In Abb. 3.22/B sind die speziﬁschen H2-
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Bildungsraten, bezogen auf die Umschalt-Zelldichten, aufgezeigt. Demnach ﬁel bereits bei
Umschalt-Zelldichten von A660 = 10,4 die speziﬁsche H2-Produktion dramatisch ab (um




Das bedeutet, dass in höheren Zelldichten (> A660 = 20) die Bildung von molekularem
Wasserstoﬀ stark zurückging. Hingegen konnten hohe Produktivitäten in niedrigeren Zell-
dichten (< A660 = 20) erzielt werden. Mit insgesamt 939,8 mL war der Repeated-Batch-
Prozess, unter wiederholter Zugabe von 10 g/L Fructose, bei A660 = 2,1 hinsichtlich der
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Abb. 3.22: Maximal volumetrische und maximal speziﬁsche Produktivitäten für die Bildung von molekularem
Wasserstoﬀ in R. rubrum unter anaeroben Bedingungen mit Fructose bei verschiedenen Umschalt-Zelldichten.
Jeweils 1 Kultivierung. Biostat CT5-2 Fermentationsparameter. 3,5 L Arbeitsvolumen.
3.4.3 Organische Säuren
Ein weiteres interessantes Produkt, das R. rubrum bildet, ist Succinat (vgl.a. Ab-
schn. 1.3.6). Die Dicarbonsäure wird, wie bereits unter Abschn. 3.3.3 erläutert wurde,
im Zuge des anaeroben Gärprozesses im Gemisch mit Acetat, Propionat, Fumarat, Malat
und Formiat gebildet. Da die letzten drei genannten organischen Säuren nur in minimalen
Mengen auftraten, wurden sie in den nachfolgenden Darstellungen vernachlässigt.
In Abb. 3.23 sind die extrazellulären Konzentrationen der organischen Säuren Succinat,
Acetat und Propionat nach 48 h Produktionsphase bezogen auf die Umschalt-Zelldichte
(linke Abbildung) für unterschiedliche Umschalt-Zelldichten A660 abgebildet. Die Werte
nach 48 h wurden ausgewählt um eine bessere Vergleichbarkeit bei unterschiedlich langen
Kultivierungszeiten zu gewährleisten.
Es war eine deutliche Abnahme der Produktivität aller organischen Säuren mit zuneh-
mender Umschalt-Zelldichte zu sehen. So wurde Succinat bei A660 = 2,1 mit 40,2 mmolgBTM ,
jedoch bei A660 = 57,2 nur noch mit 10,5 mmolgBTM gebildet. Das entsprach einer nachlassen-
den Produktivität von ≈ 75 %. Für alle organischen Säuren war ein ähnlicher Verlauf bei
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Abb. 3.23: Speziﬁsche Produktivität der organischen Säuren Succinat, Acetat und Propionat unter anaeroben
Bedingungen mit Fructose als C-Quelle bei verschiedenen Umschalt-Zelldichten nach 48 h Produktionsphase
(links). Extrazelluläres molares Verhältnis Succ
Ace
nach 48 h Produktionsphase bei verschiedenen Umschalt-Zell-
dichten (rechts). Jeweils 1 Kultivierung. Biostat CT5-2 Fermentationsparameter. 3,5 L Arbeitsvolumen.
Abb. 3.23/rechts gibt das molare Verhältnis Succ
Ace
für unterschiedliche Umschalt-Zell-
dichten A660 nach 48 h Produktionszeit an. Das Verhältnis stieg von SuccAce = 0,85 bei
A660 = 2,1 auf SuccAce = 2,69 bei A660 = 57,2 an. Das bedeutet, dass bei höheren Um-
schalt-Zelldichten im Verhältnis mehr Succinat als Acetat gebildet wurde. Möglicherweise
lässt sich diese Verschiebung des Succ
Ace
-Verhältnisses mit der zurückgehenden Bildung pho-
tosynthetischer Membranen erklären. In Abb. 3.21/A ist die speziﬁsche Bacteriochloro-
phyll-Konzentration zu sehen, welche mit steigender Zelldichte abnahm. Da Bacterio-
chlorophyll aus Succinyl-CoA gebildet wird (vgl.a. Abb. 1.14), könnte somit eine verrin-
gerte Bacteriochlorophyll-Bildung die Ursache für die verstärke Succinat-Ausscheidung
in höheren Zelldichten sein. Ähnliche Eﬀekte wurden bereits bei der pigmentlosen Mu-
tante Pigment− beobachtet, welche weder Carotinoide noch Bacteriochlorophyll produ-
zierte (vgl.a. Abschn. 3.3.5). Auch hier war die Succinat-Ausscheidung im Vergleich zum
R. rubrum Wildtyp erhöht.
Da Succinat in den letzten Jahren ein interessantes Produkt aus fermentativen Pro-
zessen geworden ist, sind in Tab. 3.17 die einzelnen Konzentrationen und Raum-Zeit-
Ausbeuten für Succinat zusammengefasst. Mit steigenden Umschalt-Zelldichten in einem
2-Stufen-Prozess wurden stetig höhere Endkonzentrationen an Succinat erzielt. Bei einer
Umschalt-Zelldichte von A660 = 57,2 wurden mit 286,7 mM die bisher höchsten Konzen-
trationen für R. rubrum erzielt. Die speziﬁsche RZA war bei der höchsten untersuchten
Umschalt-Zelldichte mit 0,26 mmol
gBTM ·h
geringer als bei A660 = 2,1 (0,84 mmolgBTM ·h). Die RZA
für Succinat verhielt sich damit ebenso wie die RZA für Bacteriochlorophyll und Was-
serstoﬀ. Diese Beobachtung traf nicht auf die erreichten Konzentrationen zu. Während
die Bacteriochlorophyll-Konzentration bei A660 > 20 stetig abnahm, stieg die Succinat-
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konzentration weiter an (s.a. Tab. 3.17).
Tab. 3.17: Produktion von Succinat in R. rubrum unter anaeroben Bedingungen mit Fructose bei verschiedenen
Umschalt-Zelldichten. Dargestellt sind die Succinatkonzentrationen nach 48 h Produktionsphase, die maximale
Succinatkonzentration sowie die RZA nach 48 h Produktionsphase. Jeweils 1 Kultivierung. Biostat CT5-2
Fermentationsparameter. 3,5 L Arbeitsvolumen.
Umschalt-Zelldichte Succinat48 h Succinatmaximal Succinat48 h
A660 [ ] mmol/L mmolL ·h
mmol
gBTM ·h
2,1 28,8 56,6 0,60 0,84
10,4 106,3 106,3 2,21 0,62
20,0 155,6 145,0 3,24 0,48
26,7 221,2 172,2 4,61 0,51
57,1 233,2 286,7 4,86 0,26
3.4.4 PHB
Die PHB-Bildung unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln mit Fructose als C-Quelle
scheint in R. rubrum nicht negativ von der Umschalt-Zelldichte beeinﬂusst zu sein. Bei
den untersuchten Zelldichten fanden sich steigende PHB-Mengen von 7,6 % (A660 = 2,1)
bis auf 13,1 % (A660 = 57,2). Auch die PHB-Konzentrationen stiegen kontinuierlich mit
höheren Umschalt-Zelldichten (maximal: 2254,0 mg/L PHB bei A660 = 57,2). Das bedeu-
tet eine über 10-fach höhere Konzentration als bei A660 = 2,1 (197,5 mg/L PHB). Einzig
bei der Kultivierung mit einer Umschalt-Zelldichte von A660 = 20 fanden sich geringere
PHB-Mengen und Raum-Zeit-Ausbeuten. Hier wurde Fructose zu Beginn der anaero-
ben Produktionsphase stark limitierend (Fructose ≈ 1 g/L) zugefüttert, wohingegen bei
den anderen Fedbatch-Kultivierungen Fructose in höheren Konzentrationen während der
anaeroben Produktionsphase vorlag (Fructose > 19 g/L). An dieser Stelle lässt sich spe-
kulieren, ob die extrazelluläre Fructosekonzentration einen Einﬂuss auf die PHB-Bildung
in R. rubrum hat. Es ist durchaus vorstellbar, dass bei Überﬂuss der entsprechenden
Kohlenstoﬀquelle verstärkt Speicherstoﬀe gebildet werden, um den Vorrat später unter
Kohlenstoﬀmangel wieder nutzen zu können.
Bei einem Vergleich der unter anaeroben Bedingungen erzielten PHB-Konzentrationen
mit der aeroben Fedbatch-Kultivierung mit Acetat/Fructose fällt auf, dass bei der letz-
teren genannten Kultivierung deutlich höhere PHB-Mengen erzielt werden konnten. Mit
4860 mg/L wurden ca. doppelt so hohe Konzentrationen und mit 85 mgPHB
L ·h ungefähr 6,5-
fach höhere Raum-Zeit-Ausbeuten erreicht (vgl.a. Abschn. 3.2.2). Zur Produktion von
PHB mit R. rubrum scheinen daher die Sauerstoﬀbedingungen ausschlaggebend zu sein,
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Tab. 3.18: Produktion von PHB in R. rubrum unter anaeroben Bedingungen mit Fructose bei verschiedenen
Umschalt-Zelldichten. Aufgezeigt werden der Anteil PHB an der BTM, die maximale Konzentration sowie die
RZA. Die RZA wurde für die gesamte anaerobe Produktionsphase berechnet. Jeweils 1 Kultivierung. Biostat
CT5-2 Fermentationsparameter. 3,5 L Arbeitsvolumen.
Umschalt-Zelldichte PHB
A660 [ ] in % mg/L
mg
L ·h
2,1 7,60 197,5 1,61
10,4 7,52 450,9 4,58
20,0 3,71 338,5 2,01
26,7 10,72 1093,0 11,8
57,1 13,06 2254,0 13,0
denn Acetat wird von R. rubrum unter anaeroben Bedingungen gebildet, so dass unter
anaeroben Bedingungen ebenfalls eine Art Acetat/Fructose-Substrat zur Verfügung steht.
Trotzdem waren unter anaeroben Bedingungen geringere PHB-Konzentrationen zu ver-
zeichnen, so dass für einen Prozess zur PHB-Produktion aerobe Sauerstoﬀbedingungen
unter Einsatz von Acetat/Fructose als Substrat gewählt werden sollten.
3.4.5 Coenzym Q10
Auch die Bildung von Coenzym Q10 wurde in R. rubrum in Abhängigkeit von der
Umschalt-Zelldichte untersucht. In Tab. 3.19 sind die Ergebnisse dargestellt. Hinsichtlich
der speziﬁschen Produktivität war kein eindeutiger Trend in den maximal speziﬁschen
Q10-Mengen zu erkennen. Zwar wurde bei einer Umschalt-Zelldichte von A660 = 2,1 mit
maximal 5,70 µmol/gBTM die höchste speziﬁsche Konzentration gemessen, jedoch sank
die Produktivität bei A660 = 26,1 mit maximal 3,94 µmol/gBTM um ca. 30 %. Das ist
eine wesentlich geringere Abnahme als bei den vorher gezeigten Produkten Bacteriochloro-
phyll, Wasserstoﬀ und Succinat. Es muss jedoch kritisch bemerkt werden, dass zwischen
A660 = 10,4 und A660 = 20 die Q10-Menge mit ≈ 2,7 µmol/gBTM geringer ausﬁel als
bei A660 = 2,1 bzw. A660 = 26,7, wofür eine einsichtige Erklärung bisher fehlt. Vermutet
werden könnte, dass Varianzen in der Messgenauigkeit für die unterschiedlichen Werte ver-
antwortlich sind und daher ein Mittelwert von ≈ 3,8 µmol/gBTM als konstante speziﬁsche
Produktivität für alle Umschalt-Zelldichten angenommen werden kann.
Weiterhin ist in Tab. 3.19 ersichtlich, dass mit steigenden Zelldichten höhere volume-
trische Produktivitäten erreicht werden können. Der maximal gemessene Wert für die
Produktion von Q10 mit R. rubrum beträgt demnach 37,6 µmol/L. Auch die Raum-Zeit-
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Ausbeuten stiegen mit höheren Zelldichten (auf maximal 0,445 µmol
L ·h ). Ein Vergleich der
gemessenen Coenzym Q10-Mengen mit bereits etablierten Verfahren wird in Abschn. 4
erfolgen.
Tab. 3.19: Intrazelluläre Coenzym Q10-Produktivitäten in R. rubrum unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln.
Aufgezeigt werden die speziﬁschen und volumetrischen Produktivitäten sowie die RZA. Die RZA wurde bis zum
Erreichen der maximalen speziﬁschen Produktivität berechnet. n.b.: nicht bestimmt. Jeweils 1 Kultivierung. Biostat
CT5-2 Fermentationsparameter. 3,5 L Arbeitsvolumen.
Umschalt-Zelldichte Coenzym Q10
A660 [ ] µmol/gBTM µmol/L
µmol
L ·h
2,1 5,70 7,96 0,125
10,4 2,68 13,36 0,124
20,0 2,84 24,19 0,275
26,7 3,94 37,63 0,445
57,1 n.b. n.b. n.b.
In Abb. 3.24 ist der Verlauf der speziﬁschen Coenzym Q10-Menge innerhalb eines
aerob/anaeroben-Umschaltprozesses des R. rubrum Wildtyps und der Mutante Pigment−
dargestellt. Deutlich zu erkennen ist, dass der speziﬁsche Coenzym Q10-Gehalt sowohl
im Wildtyp als auch in der Mutante Pigment− nach dem Umschalten auf anaerob deut-
lich anstieg (von aerob: ≈ 2 µmol/gBTM auf anaerob: ≈ 5 µmol/gBTM). Weiterhin ist in
Abb. 3.24/A zu sehen, dass nur im R. rubrum Wildtyp das Verhältnis A880/A660 nach Um-
schalten auf anaerobe Bedingungen anstieg, was durch die Ausbildung photosynthetischer
Membranen und die purpurne Färbung widergespiegelt wurde. In der Mutante bleibt das
Verhältnis auch nach dem Umschalten bei A880/A660 ≈ 0,55 (s.a. Abb. 3.24/B).
Durch die Membransynthese erhöhen sich die Kapazitäten für das lipophile Coenzym
Q10 und damit auch die speziﬁschen Mengen [Cluis et al., 2007]. In Abb. 3.24 ist jedoch
ersichtlich, dass auch in der pigmentlosen Mutante der Anteil Coenzym Q10 nach dem
Umschalten auf anaerob ansteigt. Das deutet darauf hin, dass die Neusynthese und Inva-
gination der Membran auch in der Mutante Pigment− stattﬁndet, welche zum Anstieg des
Coenzym Q10-Anteils führt. Im Gegensatz zum Wildtyp werden jedoch keine Pigmente in
die Membran eingebaut.
Im aerob/anaeroben Fedbatch-Verfahren mit Fructose als alleiniger C-Quelle (pH-
Regelung mit K2CO3) konnte eine deutliche Abnahme der speziﬁschen Produktivitä-
ten für photosynthetische Membranen (Bacteriochlorophyll und Carotinoide), molekula-
ren Wasserstoﬀ und organische Säuren mit steigender Zelldichte beobachtet werden. Für
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Abb. 3.24: Speziﬁsche Coenzym Q10-Produktion und A880/A660-Verhältnis in R. rubrum Wildtyp S1 (A) und der spontan
aufgetretenen Mutante Pigment− (B) beim aerob/anaeroben Umschaltprozess mit Fructose als alleiniger C-Quelle (switch:
Zeitpunkt des Umschaltens). pH-Regelung mit K2CO3. Daten sind repräsentativ für mind. 2 Kultivierungen. Biostat CT5-2
Fermentationsparameter.
Bacteriochlorophyll und Wasserstoﬀ war eine Abnahme von > 90 % bei einer Umschalt-
Zelldichte von A660 = 57,2 im Vergleich zu A660 = 2,1 zu verzeichnen. Bei den organischen
Säuren ﬁel auf, dass in höheren Zelldichten das Verhältnis von extrazellulärem Succinat zu
extrazellulärem Acetat steigt. Hier verursacht der ausbleibende Abzug von Succinyl-CoA
als Precursor durch den Rückgang der Bacteriochlorophyllbildung eine erhöhte Succinat-
produktion. Die Produktion von PHB und Coenzym Q10 bleibt hingegen auch in höheren
Zelldichten konstant.
3.5 Kontinuierliche Kultivierung unter Zellrückhaltung
Durch den Einsatz einer kontinuierlichen Kultivierung unter Zellrückhaltung sollte die
Inhibierung der Ausbildung photosynthetischer Membranen in hohen Zelldichten ver-
hindert werden. Erste Hinweise auf das Vorliegen eines sogenannten quorum sensing-
Phänomens gab es durch Experimente mit zellfreiem Kultivierungsüberständen. Durch
die Zugabe dieser Überstände auf Membran-bildende Zellen wurde diese Membranbildung
signiﬁkant inhibiert (Ergebnisse innerhalb der Arbeitsgruppe, MPI Magdeburg, Daten
nicht gezeigt). Durch den kontinuierlichen Austausch des extrazellulären Mediums und
der gleichzeitigen Zellrückhaltung sollte eine Abreicherung der potentiell störenden Sub-
stanzen bei gleichzeitigem Wachstum der Zellen erzielt werden.
Für die erste Kultivierung unter Zellrückhaltung kam eineWatson-Marlow Pumpe (Typ
40 1U/D1) in Verbindung mit einem Silikonschlauch (Durchmesser 2,79 mm) für die Um-
wälzung zur Anwendung. Die Begrenztheit der Pumpenleistung dieser Art Pumpe wurde
nach kurzer Zeit deutlich und führte zu einem relativ unsteten Volumen sowie wechseln-
der Feed- und Permeatraten. Trotzdem war dieser erste Versuch ein erfolgversprechender





Durch den kontinuierlichen Austausch des Mediums unter Zellrückhaltung sollten in-
hibitorische Substanzen aus der Kulturbrühe abgereichert und damit eine Ausbildung
photosynthetischer Membranen auch in hohen Zelldichten ermöglicht werden. Abb. 3.25
zeigt den Verlauf der speziﬁschen Bacteriochlorophyll-Konzentration unter komplett mi-
kroaeroben Bedingungen einer Fedbatch- und der Perfusionskultivierung mit Fructose
als alleiniger C-Quelle. In beiden Fällen wurde kein 2-stuﬁger Prozess durchgeführt, wie
unter den Abschn. 3.3, 3.4 beschrieben, sondern es wurden von Beginn an mikroaerobe
Sauerstoﬀbedingungen (Redoxpotential = -300 mV) eingestellt. Dies sollte zum einen ein
Wachstum neben der Produktbildung erlauben, zum anderen sollte die Prozessführung
einfach gehalten werden.
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Abb. 3.25: Bacteriochlorophyllbildung im Fedbatch-Prozess und Perfusionsprozess mit Fructose als alleini-
ger C-Quelle unter mikroaeroben Sauerstoﬀbedingungen (Redoxpotential = -300 mV). A: Batch-Phase. B:
Fedbatch- bzw. Perfusionsphase. Austauschrate: ≈ 0,075 L/h. Perfusion: 1 Kultivierung. Fedbatch: 2 Kultivie-
rungen. Biostat CT5-2 Fermentationsparameter. 3,5 L Arbeitsvolumen.
In Abb. 3.25 wird der positive Eﬀekt auf die Bacteriochlorophyllproduktion durch den
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Austausch des Mediums deutlich. Nach ca. 120 h lag der speziﬁsche Bacteriochlorophyll-
Anteil im Perfusionsprozess bei 5,01 µmol/gBTM . Wohingegen im Fedbatch-Prozess der
Bacteriochlorophyll-Anteil bereits nach 43,2 h abnahm und nach 118 h nur noch bei
2,81 µmol/gBTM lag (s.a. Abb. 3.25/oben).
Weiterhin ist in Abb. 3.25/unten der Verlauf der Biomasseproduktion zu sehen. So-
wohl im Fedbatch-Prozess als auch im Perfusionsbetrieb wurden ähnliche Wachstumsra-
ten erreicht (Fedbatch: µexp = 0,031 h−1 bzw. Perfusion: µexp = 0,038 h−1). Nach 80 h
Fermentationszeit war das Wachstum im Perfusionsprozess sogar etwas erhöht, so dass
die erreichte End-Biomasse mit A660 = 41,9 etwas höher war als beim Fedbatch-Prozess
(A660 = 33,6). Diese Daten zeigen, dass das Wachstum von R. rubrum nicht durch den
Perfusionsbetrieb (Erhöhung von Scherkräften durch das Abpumpen und die Filtration)
beeinträchtigt wurde. Darüber hinaus konnte deutlich der positive Eﬀekt des Austausches
auf die Ausbildung photosynthetischer Membranen, durch eine Verdopplung der spezi-
ﬁschen Bacteriochlorophyll-Mengen, aufgezeigt werden. Um das System auch in hohen
Zelldichten (A660 > 40) anwenden zu können, sind weitere Optimierungsschritte nötig.
Der Prozess sollte auf einen 2-Stufen-Prozess übertragen werden, um eine schnelle Bio-
masseproduktion während der aerobenWachstumsphase zu gewährleisten. Darüber hinaus
sollte die Filterﬂäche vergrößert werden (> 200 cm3), um auch in Zelldichten von A660 > 42
eﬃzient zu ﬁltrieren. Jedoch kann diese erste Kultivierung durchaus als ein erster Schritt
zur Überwindung der inhibitorischen Eﬀekte bei der Produktion photosynthetischer Mem-
branen unter O2-limitierenden Bedingungen im Dunkeln angesehen werden.
Einﬂuss der Austauschrate
Da eine genaue Kinetik der inhibitorischen Substanzen fehlte, wurden im Rahmen der
kontinuierlichen Kultivierungen unter Zellrückhaltung verschieden hohe Austauschraten
angewendet und deren Eﬀekt auf die Bildung photosynthetischer Membranen untersucht.
Eine apparativ vorteilhaftere Lösung bot sich durch den Einsatz einer peristaltischen
Tandempumpe (Tandem 1082, Sartorius) im Gegensatz zur leistungsschwächeren Watson-
Marlow-Pumpe an. Damit konnten deﬁnierte Austauschraten realisiert werden.
In Tab. 3.20 wird der Eﬀekt einer Erhöhung der Austauschrate deutlich. Bei allen 3
Austauschraten (0,1-0,3 L/h) konnte eine deutliche Abnahme des A880/A660-Verhältnisses
verzeichnet werden. Einzig bei der ersten Perfusionskultivierung mit ≈ 0,075 L/h blieb
die Membranbildung in etwa konstant (vgl.a. Abb. 3.25). Interessant hierbei war, dass bei
Austauschraten zwischen 0,1-0,3 L/h die Austauschrate direkt mit der Membranabnahme-
rate korrelierte. Mit zunehmender Austauschrate nahm die Rate der Membranabnahme
zu. Das Biomassewachstum blieb unter der Variation der Austauschrate ungefähr gleich
(µexp ≈ 0,032 h−1). Das bedeutet zum einen, dass durch eine Erhöhung der Austauschrate,
bei gleichbleibenden Feedzusammensetzungen nach Tab. 2.10, keine Wachstumslimitation
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auftrat, zum anderen aber auch, dass nicht Zelllyse durch erhöhte Scherkräfte der Grund
für den Rückgang der Membranbildung war.
Tab. 3.20: Membranabnahmeraten und exponentielle Wachstumsraten bei verschiedenen Austauschra-
ten des Perfusions-Prozesse im Vergleich zum Fedbatch-Verfahren. Die Membranabnahmeraten und die
Wachstumsraten wurden mind. über einen Zeitraum von 10 h berechnet. Daten jeweils aus 1 Kultivierung.










Ein Grund für den Rückgang des A880/A660-Verhältnisses könnte in einer verringer-
ten CO2-Verfügbarkeit bei höheren Austauschraten begründet sein. Die Bedeutung von
Kohlendioxid für die Bildung photosynthetischer Membranen im Dunkeln wurde bereits
unter Abschn. 3.3.4 verdeutlicht. Endogenes und extern zugeführtes CO2 löst sich in einem
Gleichgewicht im Kultivierungsmedium und führt zur Bildung der wasserlöslichen Zwi-
schenstufen HCO3− und CO32−. HCO3− und Carbonat würden bei einer Erhöhung des
Mediumswechsels auch vermehrt ausgewaschen und stünden der Zelle somit nicht mehr
zur Verfügung.
3.6 Maximale Produktivitäten
Im 2-Stufen-Prozess hat die Zelldichte zum Zeitpunkt des Umschaltens einen großen
Einﬂuss auf die nachfolgende anaerobe Produktivität mit Fructose als C-Quelle. So konn-
ten stark abnehmende speziﬁsche Produktivitäten für die Bildung photosynthetischer
Membranen (Bacteriochlorophyll), molekularen Wasserstoﬀs und organischer Säuren (z.B.
Succinat) mit steigender Zelldichte beobachtet werden. Konstant hingegen blieb die spe-
ziﬁsche Bildung von PHB und Coenzym Q10. Die einzelnen maximalen Werte zur Cha-
rakterisierung der Produktbildung sind in Tab. 3.21 zusammengefasst. Bacteriochloro-
phyll wurde mit maximal 7,74 µmol/gBTM und 40,5 µmol/L gebildet. Die maxima-
le Wasserstoﬀ-Bildungsrate betrug 0,53 mmol
L ·h . Diese maximalen Produktkonzentrationen






















































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































maximal 7,74 µmol/gBTM und 40,5 µmol/L gebildet. Die maximale Wasserstoﬀ-Bildungs-
rate betrug 0,53 mmol
L ·h . Diese maximalen Produktkonzentrationen wurden bei Umschalt-
Zelldichten von A660 = 20 erreicht. Bei höheren Zelldichten ging die Produktivität zu-
rück. Hingegen war bei der Bildung von organischen Säuren eine stetige Abnahme der
speziﬁschen Produktivität zu beobachten, die extrazelluläre Produktkonzentration im
Mediumsüberstand nahm jedoch kontinuierlich zu. So wurden bei Umschaltzelldichten
von A660 = 57,2 maximal 286,73 mM Succinat gebildet. Ein vielversprechender Ansatz zur
Ausbildung photosynthetischer Membranen im Dunkeln stellt der kontinuierliche Prozess
unter Zellrückhaltung dar. In einer ersten mikroaeroben Cross-Flow-Kultivierung konnte
so die Membranbildung von 2,81 µmol/gBTM auf maximale 5,01 µmol/gBTM bei vergleich-
baren Zelldichten nahezu verdoppelt werden.
Im Gegensatz zu Bacteriochlorophyll, Wasserstoﬀ und organische Säuren bleiben die
speziﬁschen Mengen von PHB und Coenzym Q10 zwischen Umschalt-Zelldichten von
A660 = 2,1 und A660 = 57,2 relativ konstant. Bei der Bildung von PHB ﬁndet sich so-
gar ein leichter Anstieg der speziﬁschen PHB-Konzentration auf maximal 13,1 % und
2254 mgPHB/L. Diese Mengen sind allerdings vergleichsweise gering gegenüber den auf
Acetat/Fructose-Mischsubstrat festgestellten Konzentrationen unter aeroben Bedingun-
gen (maximal 33 % und 4860 mgPHB/L). Coenzym Q10 wurde mit durchschnittlich
3,94 µmol/gBTM gebildet. Die maximal erreichte Konzentration betrug 37,6 µmol/L.
Für die klassische Verfahrensentwicklung und -optimierung sind an dieser Stelle die
Möglichkeiten zur Steigerung der Produktbildung ausgeschöpft. Dazu gehörten u.a. die
Optimierung des Basismediums hinsichtlich verschiedener Mediumskomponenten und die
Entwicklung geeigneter Zufütterungsstrategien. Darüber hinaus wurden externe, prozess-
relevante Parameter wie die Gelöstsauerstoﬀkonzentration und die CO2-Zufuhr untersucht
und optimiert. Die erhaltenen, maximalen Produktmengen für diese optimierten Bedin-
gungen wurden bestimmt und sind in Tab. 3.21 zusammengefasst. Ein detaillierter Ver-
gleich mit bereits existierenden mikrobiellen Produzenten wird in Abschn. 4 erfolgen.
Um die Produktbildung an dieser Stelle weiter zu steigern, müsste der R. rubrum Wild-
typ genetisch und metabolisch optimiert werden. Mit Hilfe von Deletionsmutanten und
der Überexpression bestimmter Stoﬀwechselwege oder Enzymen ist es möglich deutlich
höhere Produktmengen und Raum-Zeit-Ausbeuten zu erzielen, als mit Wildtyp-Stämmen
(metabolic engineering) [Stephanopoulos et al., 1998]. Aus diesem Grund wurde neben den
klassischen Verfahren der Prozessoptimierung der Zentralstoﬀwechsel in R. rubrum, über
den zum Teil noch recht wenig bekannt ist, untersucht. Dazu wurden intrazelluläre Me-
tabolite des zentralen Kohlenstoﬀwechsels in Abhängigkeit vom Substrat, der Sauerstoﬀ-
zufuhr und im zeitlichen Verlauf der Membranbildung bestimmt. Des Weiteren erfolgte
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eine Bestimmung von intrazellulären Kohlenstoﬀﬂüssen mit Hilfe von 13C-Markierungs-
experimenten hinsichtlich verschiedener Kohlenstoﬀquellen sowohl für aerobe als auch
anaerobe Bedingungen.
3.7 Untersuchung von zentralen Stoﬀwechselwegen
unter Wachstums- und Produktionsbedingungen
Das Wachstum in jedem mikrobiellen System hängt von der Leistung des Zentralstoﬀ-
wechsels ab. So ist zum Beispiel die Bereitstellung ausreichender Mengen NADPH es-
senziell für verschiedene Biosynthesewege (Fettsäurebiosynthese) [Nelson and Cox, 2001].
Auch die Bildung verschiedener Produkte hängt im Wesentlichen von der Bereitstellung
sogenannter Precursor (Vorläufermoleküle) aus dem Zentralstoﬀwechsel ab. Daher erfolgte
eine systematische Charakterisierung des Metaboloms von R. rubrum, um das Wachstum






































Abb. 3.26: Reaktionen des zentralen Kohlenstoﬀwechsels in R. rubrum. Die Precursor für die Biosynthese
der Produkte H2, Carotinoide, PHB, Coenzym Q10, Bacteriochlorophyll, Porphyrine und Vitamin B12 sind
entsprechend Literaturangaben gekennzeichnet (vgl. a. Abschn. 1.3). Aus Übersichtlichkeitsgründen wurden
Pyruvat und GAP als Precursor für die Bacteriochlorophyll-Biosynthese nicht dargestellt.
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Abb. 3.26 zeigt den Zentralstoﬀwechsel sowie einzelne Produkte und deren Precursor in
R. rubrum unter chemoheterotrophen Bedingungen im Dunkeln. Da die Charakterisierung
des Wachstums und der Produktbildung hauptsächlich für diese Bedingungen erfolgte,
wurden phototrophe Reaktionen, wie der CBB-Zyklus, nicht abgebildet. Die G6P-De-
hydrogenase konnte in R. rubrum nicht nachgewiesen werden und ist daher entsprechend
gekennzeichnet [Grammel et al., 2003].
Die Biosynthese von Bacteriochlorophyll, anderen Porphyrinstrukturen und Vitamin B12
beginnt mit Succinyl-CoA aus dem TCA-Zyklus. Die Produktion von Wasserstoﬀ aus dem
PFL/FHL-System unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln erfolgt hingegen aus intra-
zellulärem Pyruvat [Gorrell and Uﬀen, 1977; Schön and Voelskow, 1976].
Für die Biosynthese von Terpenoiden für Carotinoide kommen mehrere Precursor in
Frage, zum Teil bedingt durch die zwei theoretisch möglichen Wege: dem Mevalonat-
weg (Acetyl-CoA) und dem DOXP-Weg (Pyruvat und GAP). Da der DOXP-Weg für
R. rubrum bestätigt werden konnte [Takaichi, 2009], wurden in Abb. 3.26 nur die
Precursor dieses Weges berücksichtigt. Das betriﬀt auch die Biosynthese der Polyiso-
prenoid-Seitenkette von Coenzym Q10 und der Geranylgeranyl-Seitenkette vom Bacterio-
chlorophyll. Aus Übersichtlichkeitsgründen wurden Pyruvat und GAP als Precursor für
die Bacteriochlorophyll-Biosynthese nicht dargestellt. Die Biosynthese des Benzolrings
erfolgt in R. rubrum ausgehend von PEP und E4P (vgl.a. Abb. 1.3.3).
Die Bildung von Carotinoiden und Bacteriochlorophyll ist eng mit der Bildung intra-
cytoplasmatischer Membranen verknüpft. Das weitreichende Membransystem erfordert
die Biosynthese von Proteinen und Lipiden, insbesondere von Phospholipiden [Schröder
and Drews, 1968]. Für die Produktion von Bacteriochlorophyll oder Carotinoiden sind
aus diesem Grund nicht nur Pyruvat, GAP und/oder Acetyl-CoA entscheidend, sondern
zum Beispiel auch die Biosynthese der einzelnen Aminosäuren und Lipidgrundgerüste
(Zusammenhänge sind nicht abgebildet).
Für die Biosynthese von PHB wiederum wird Acetyl-CoA benötigt. Wichtig ist darüber
hinaus, dass Reduktionsäquivalente in Form von NADH bereitgestellt werden. Die Bedeu-
tung von NADH und die Regulation der Precursor-Verfügbarkeit für die PHB-Synthese
werden später eingehender beschrieben (s.a. Abschn. 3.7.1.2).
Im Folgenden sollen die Konzentrationen intrazellulärer Metabolite des Zentralstoﬀ-
wechsels in R. rubrum in Abhängigkeit vom Substrat und der O2-Zufuhr aufgezeigt wer-
den. Dabei wird sowohl auf das gesamte Metabolitenspektrum eingegangen werden als
auch auf einzelne Metabolite spezieller Biosynthesewege (z.B. PHB-Biosynthese). Dar-
über hinaus wird ein zeitlicher Verlauf der in Abb. 3.26 aufgezeigten Precursor während
der Bildung photosynthetischer Membranen gezeigt werden. Damit können direkte Rück-




Die quantitative Erfassung von Poolgrößen wichtiger intrazellulären Intermediate des
zentralen Kohlenstoﬀwechsels kann wertvolle Hinweise auf Stoﬀwechsellagen und die Ver-
fügbarkeit von Precursorn liefern. Einige wachstumscharakterisierende Parameter wur-
den bereits in Abschn. 3.1 genauer beschrieben und sollen an dieser Stelle im Zusam-
menhang mit den Metabolomdaten neu diskutiert werden. Im Einzelnen werden intra-
zelluläre Konzentrationen beim Wachstum auf den Einzelsubstraten Acetat, Succinat
und Fructose sowie den Mischsubstraten Succinat/Fructose und Acetat/Fructose gezeigt.
Die Konzentration einzelner intrazellulärer Metabolite des PHB-Biosyntheseweges wur-
den gemessen. Zum Schluss sollen Veränderungen in Poolgrößen beim 2-Stufen-Prozess
aerob/mikroaerob mit M2SF-Medium und aerob/anaerob mit M2F-Medium deutlich ge-
macht werden. Im Folgenden soll zunächst auf Metabolitenkonzentrationen beim aeroben
Wachstum auf verschiedenen Kohlenstoﬀsubstraten eingegangen werden.
3.7.1.1 Aerobe Wachstumsbedingungen mit verschiedenen Substraten
Die aerobe Wachstumsphase von R. rubrum auf verschiedenen Kohlenstoﬀsubstraten
ist gekennzeichnet durch verschieden hohe Wachstumsraten, Substrataufnahmeraten so-
wie CO2-Abgaberaten (vgl.a. Abschn. 3.1). Intrazelluläre Stoﬀwechselintermediate kön-
nen Hinweise auf einzelne Stoﬀwechselrouten geben oder entschlüsseln. Die intrazelluläre
Precursor-Verfügbarkeit unter aeroben Bedingungen könnte unter Umständen für die an-
schließende Produktbildungsphase unter O2-limitierenden Bedingungen entscheidend sein.
Aus diesem Grund wurden zunächst die aeroben Poolgrößen verschiedener Intermediate
(s.a. Anhang A1) des Stoﬀwechsels bestimmt. In Abb. 3.27 sind ausgewählte Stoﬀwechsel-
intermediate des zentralen Kohlenstoﬀstoﬀwechsels in R. rubrum dargestellt.
Abhängig von der eingesetzten Kohlenstoﬀquelle traten unterschiedlich hohe intrazel-
luläre Konzentrationen auf. So führte zum Beispiel die Verwendung von Fructose zum
Auftreten von F1P, wohingegen auf gluconeogenetischen Substraten, wie Acetat und Suc-
cinat, F1P als Stoﬀwechselintermediat nicht auftrat (s.a. Abb. 3.27). Die Verhältnisse der
Metabolitenpools von F6P/G6P der einzelnen Substrate fanden sich auch bei Intermedia-
ten des EMP-Weges (2-/3-PG, PEP), wobei niedrigere glycolytische Poolgrößen bei M2F
und M2S und höhere bei den Mischsubstraten M2SF und M2AF, und auch überraschend
mit Acetat (M2A), als alleinige C-Quelle auftraten.
Im Vergleich zu glycolytischen Intermediaten waren die intrazellulären Konzentrationen
der Metabolite des PPP-Weges R5P und Ribu5P/Xylu5P für alle Substrate vergleichswei-
se niedrig. Mit Ausnahme von M2SF galt das auch für S7P. R5P bzw. Ribu5P/Xylu5P
stiegen in R. rubrum beim aeroben Wachstum auf den betrachteten Substraten nicht
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über 0,3 µmol/gBTM an. Beim Wachstum auf Fructose war die Konzentration des Pools
2-/3-PG > 50-fach höher als der des Ribu5P/Xylu5P-Pools. Für M2S lagen die Pools
von 2-/3-PG um das 6,6-fache und für M2A um das 14,8-fache höher als die jeweili-


























Abb. 3.27: Intrazelluläre Metabolitenkonzentrationen des Zentralstoﬀwechsels in R. rubrum unter aeroben Bedingungen
mit verschiedenen C-Quellen. : Acetat. : Succinat. : Fructose. : Succinat/Fructose. : Acetat/Fructose. An-
gaben in µmol/gBTM mit Standardabweichungen aus je 3 technischen Replikaten. Für Acetat, Fructose und Acetat/Fru-
ctose: 5 % CO2. n.b.: nicht bestimmt. Roter Pfeil: nicht detektiert. F1P: Fructose-1-phosphat. G6P: Glucose-6-phosphat.
F6P: Fructose-6-phosphat. 2-/3-PG: 2-/3-Phosphoglycerat. R5P: Ribose-5-phosphat. Ribu5P: Ribulose-5-phosphat. Xylu5P:
Xylulose-5-phosphat. PEP: Phosphoenolpyruvat. DASGIP-Kultivierungsparameter.
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G6P-Dehydrogenase Reaktion des oxidativen Zweiges des PPP-Weges, konnte bei allen
verwendeten Substraten nicht detektiert werden. Das bestätigt die Untersuchungen von
Grammel et al. [2003], wonach keine G6P-Dehydrogenase-Aktivität in R. rubrum festge-
stellt werden konnte. Ebenso schlug eine Genannotierung der G6P-Dehydrogenase fehlt
[Grammel et al., 2003]. Durch das Fehlen der G6P-Dehydrogenase kann eine Limita-
tion des oxidativen PPP-Weges vermutet werden. Somit könnte zum Beispiel NADPH
nicht ausreichend zur Verfügung gestellt werden. Das Fehlen des oxidativen Zweiges des
PPP-Weges könnte auch die im Vergleich zu anderen etablierten Mikroorganismen gerin-
geren Wachstumsraten unter aeroben Bedingungen erklären (vgl.a. Abschn. 3.1.1). Die
Biosynthese von R5P für DNA-/RNA- oder Cofaktor-Synthesen erfolgt in R. rubrum
ausschließlich aus F6P und GAP über die reversiblen Reaktionen von Transaldolase und
Transketolase (s.a. Abb. 1.6).
Bei den Intermediaten des TCA-Zyklus fällt auf, dass Substrate mit Succinat als
C-Quelle (M2S bzw. M2SF) hohe intrazelluläre Konzentrationen an Malat (bis zu
58,9 µmol/gBTM) und Fumarat (bis zu 5,07 µmol/gBTM) im Gegensatz zu Medien, die
Acetat oder Fructose enthalten (Fumarat < 0,36 µmol/gBTM), aufweisen. Eine hohe
Succinataufnahmerate könnte beim Wachstum auf M2S bzw. M2SF dazu führen, dass
Fumarat, und vor allem Malat, als overﬂow -Metaboliten auftreten. In aeroben Batch-
Kultivierungen mit M2S-Medium wurde darüber hinaus eine Ausscheidung von Fumarat
und Malat in das extrazelluläre Medium beobachtet (maximal 0,32 mM Fumarat bzw.
1,31 mM Malat).
Beim Wachstum auf Fructose als alleinige C-Quelle konnten die Metabolite des TCA-
Zyklus Malat, Fumarat und Succinat nicht detektiert werden. Bei Luo et al. [2007] wer-
den die Nachweisgrenzen für die angewandte Methode (s.a. Abschn. 2.5.4) für Malat mit
250 nM, für Fumarat mit 25 nM und für Succinat mit 50 nM angegeben. Die Konzentration
der Metabolite in den Extraktionen müsste demnach unterhalb dieser Werte liegen. Hin-
gegen konnten die Metabolite Succinyl-CoA, α-KG und Citrat/Isocitrat beim Wachstum
auf Fructose detektiert werden, obwohl die intrazellulären Konzentrationen vergleichs-
weise gering ausﬁelen. So war beispielsweise die intrazelluläre α-KG-Konzentration auf
M2S-Medium mit 15,4 µmol/gBTM um das 6,6-fache höher als mit Fructose als Substrat.
Die intrazelluläre Citrat/Isocitrat-Konzentration mit Acetat als alleinige C-Quelle war um
das 7,1-fache höher als beim Wachstum auf Fructose. Weiterhin auﬀällig war, dass die Ver-
hältnisse der Metabolitenpools von Acetyl-CoA mit denen von Citrat/Isocitrat weitgehend
ähnlich waren (s.a. Abb. 3.27). So waren die höchsten Citrat/Isocitrat-Konzentrationen
und die höchsten Acetyl-CoA-Konzentrationen beim Wachstum auf Acetat (Citrat/Iso-
citrat: 21,4 ± 5,3 µmol/gBTM und Acetyl-CoA: 0,89 ± 0,08 µmol/gBTM) und Acetat/Fru-
ctose (Citrat/Isocitrat: 15,7 ± 1,5 µmol/gBTM und Acetyl-CoA: 1,05 ± 0,07 µmol/gBTM)
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zu ﬁnden. Dieser Zusammenhang wird in Verbindung mit den intrazellulären Pools des
PHB-Biosyntheseweges im nachfolgenden Abschnitt detaillierter diskutiert.
3.7.1.2 Intrazelluläre Metabolite der PHB-Bildung
Die PHB-Bildung wird in Bakterien durch Limitation von nicht-Kohlenstoﬀ-Substraten
bei gleichzeitigem Überschuss an C-Quelle gebildet. In R. eutropha regulieren NADH und
CoA die Aktivität der PDH, β-Ketothiolase und Citratsynthase unter PHB-bildenden Be-
dingungen [Trotsenko and Belova, 2000]. Für R. rubrum ist die Rolle des Substrats unter
photoheterotrophem Wachstum für die Art der gebildeten Speicherform (PHB bzw. Gly-
cogen) beschrieben (vgl.a. Abschn. 1.3.4). Eine detaillierte Untersuchung der Bildung und
Regulation von PHB unter chemotrophen Bedingungen im Dunkeln fehlt bislang. Aus die-
sem Grund sollten intrazelluläre Metabolite des PHB-Biosyntheseweges sowie die Bestim-
mung von intrazellulären Redoxpools (NAD(H), NADP(H) und Coenzym Q10) und ATP,
ADP und AMP (Energy Charge) die Produktion und Regulation von PHB in R. rubrum
genauer aufzeigen. Der Energy Charge stellt den Energiestatus der Zelle dar und berech-
net sich aus dem Verhältnis von ATP + 1
2
ADP zur Summe aller Adenosylnukleotide.
Würde ausschließlich ATP vorliegen, hätte der Energy Charge den Maximalwert 1.
In Tab. 3.22 sind die Ergebnisse der einzelnen Messungen zusammengefasst. Als intra-
zelluläre Intermediate des PHB-Syntheseweges wurden die Konzentrationen von Acetyl-
CoA, Acetoacetyl-CoA, β-Hydroxybutyryl-CoA und Crotonyl-CoA bestimmt. Die zwei
Enantiomere von β-Hydroxybutyryl-CoA konnten mit der verwendeten LC-MS/MS-
Methode nicht einzeln aufgelöst werden.
Ausgangspunkt war die Beobachtung, dass bereits unter nicht-limitierenden Bedin-
gungen auf verschiedenen C-Quellen unterschiedlich hohe PHB-Anteile vorhanden waren,
wobei mit 34,3 % der höchste PHB-Gehalt mit Acetat auftrat. Auf den Substraten Fru-
ctose und Succinat/Fructose wurden hingegen nur sehr geringe PHB-Mengen bestimmt
(1,52 bzw. 1,49 %) (s.a. Tab. 3.22). Selbst in Kultivierungen unter Ammonium-limitierten,
aeroben Bedingungen wurden die maximalen PHB-Konzentrationen bereits vor einer indu-
zierten Stickstoﬀ-Limitation erreicht (M2AF-Medium, Daten nicht gezeigt). Gleichzeitig
ließ sich mit steigendem PHB-Gehalt eine Abnahme der exponentiellen Wachstumsrate
feststellen. Demnach wies M2A mit µexp = 0,052 h−1 die niedrigste Wachstumsrate und
M2SF mit µexp = 0,156 h−1 die höchste Wachstumsrate unter den verwendeten Medien
auf (s.a. Tab. 3.22). Trotzdem wurden auf M2AF-Medium mit 10,62 % maximale Wachs-
tumsraten von µexp = 0,122 h−1 erreicht.
Auﬀällig bei der Analyse dieser Metabolite des PHB-Stoﬀwechselweges waren höhere
Poolgrößen der Intermediate bei Medien, welche Acetat enthielten (M2A bzw. M2AF) im















































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































her in M2A (0,808 µmol/gBTM gegen 0,092 µmol/gBTM) und 4,6-fach höher konzentriert in
M2AF-Medium im Vergleich zu M2SF. Weitere Beispiele sind Tab. 3.22 zu entnehmen.
Diese Ergebnisse zeigen, dass Acetat als Substrat eine höhere Precursor-Konzentration
für die intrazelluläre Bildung von PHB bereitstellt. Aus diesem Grund fanden sich auf
Acetat-haltigen Medien auch höhere Mengen von akkumuliertem PHB (s.a. Tab. 3.22).
Überraschend ist diese Beobachtung in dem Zusammenhang, dass mit 34,3 % bereitsunter
nicht-limitierten Bedingungen für R. rubrum sehr hohe PHB-Mengen vorliegen, die nicht
durch eine Limitation von zum Beispiel Ammonium oder Phosphat hervorgerufen wor-
den ist. Das entspricht einer Substrat-abhängigen Bildung von PHB in R. rubrum unter
chemotroph, aeroben Bedingungen im Dunkeln.
Das von Fuller [1995] aufgestellte Schema zur Regulation von PHB in R. rubrum kann
mit den Beobachtungen nicht vollständig in Einklang gebracht werden, da dort Acetyl-
CoA unter nicht-limitierten Bedingungen (ausreichend NADH- und Energie) zur Kohlen-
stoﬀ- und Energiegewinnung innerhalb des TCA-Zyklus' verwendet wird. In diesem Fall
wird kein PHB gebildet, sondern Biomasse. Trotzdem weist R. rubrum mit Acetat als
Substrat einen Energy Charge von EC = 0,92 bei gleichzeitiger PHB-Akkumulation von
34,3 % und einem sehr geringen Wachstum (µexp = 0,052 h−1) auf (Tab. 3.22).









Kohlenstoﬀsubstrate dargestellt. Auﬀällig war der stark oxidierte NADH-Pool beim
Wachstum auf Acetat ( NADH
NADH + NAD+
= 0,052). Wohingegen reduziertere Pools auf Succi-
nat oder Fructose zu beobachten waren ( NADH
NADH + NAD+
= 0,171 bzw. NADH
NADH + NAD+
= 0,216).
Der reduzierteste Pool war mit ≈ 24,3 % auf den Substraten Succinat/Fructose zu ﬁn-
den (vgl.a. Tab. 3.22). Ähnliche Verhältnisse fanden sich auch für das NADPH
NADPH + NADP+
-
Verhältnis. Wobei hier der reduzierteste Pool bei Acetat/Fructose auftrat
( NADPH
NADPH + NADP+





= 0,045 beim Wachstum auf Acetat.
Die Verhältnisse von reduzierten Redoxpoolgrößen setzen sich auch für Coenzym Q10




oxidiertesten. Reduziertere Pools traten dahingegen beim Wachstum auf Succinat und
Succinat/Fructose-Medium auf ( Q10H2
Q10H2+Q10
= 0,517 bzw. Q10H2
Q10H2+Q10
= 0,505).
Zusammenfassend lässt sich feststellen, dass sowohl Wachstumsraten als auch die ver-
schiedenen Redoxpoolgrößen mit dem PHB-Gehalt korrelierten. Das äußerte sich in ei-
ner Substrat-abhängigen Bildung von PHB unter aeroben Bedingungen im Dunkeln. Der
höchste PHB-Gehalt wurde auf Acetat als C-Quelle festgestellt (34,3 %). Ein sehr stark
oxidierter NADH-Pool ( NADH
NADH + NAD+
= 0,052) lässt weiterhin eine Limitation von NADH
für die Biosynthese von PHB vermuten.
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3.7.1.3 Mikroaerobe und anaerobe Produktionsbedingungen
Die Organisation des Zentralstoﬀwechsels unter mikroaeroben Bedingungen im Dun-
keln in R. rubrum wurde bisher hauptsächlich durch die Bestimmung verschiedener
Enzymaktivitäten untersucht [Grammel et al., 2003]. Einige Enzyme des oxidativen
TCA-Zyklus waren dabei unter mikroaeroben Bedingungen in ihrer Aktivität herabge-
setzt (z.B. α-KG-Dehydrogenase, Isocitrat-Dehydrogenase und Succinat-Dehydrogenase).
Wohingegen andere Enzyme in ihrer Aktivität hochreguliert waren, wie zum Beispiel
die Pyruvat-Dehydrogenase oder Fumarat-Reduktase [Grammel et al., 2003]. Komplett
anaerobe Bedingungen im Dunkeln mit Fructose als C-Quelle wurden nicht untersucht.
In Abb. 3.28 sind die Konzentrationen ausgewählter Intermediate des EMP-Weges, des
TCA-Zyklus und des PPP-Weges im zentralen Kohlenstoﬀwechsel von R. rubrum unter
(A): mikroaeroben (M2SF) und (B): anaeroben (M2F) Bedingungen dargestellt. Zum
Vergleich sind auch die Poolgrößen unter den jeweilig aeroben Bedingungen, vor dem
Umschalten, abgebildet.
Extrazelluläre Raten
Beim Umschalten von aerobe auf mikroaerobe bzw. anaerobe Bedingungen veränderten
sich die extrazellulären Raten wie Substrataufnahmeraten, Wachstumsraten oder CTR-
Werte. Tab. 3.23 gibt einen Überblick über die extrazellulären Raten für den 2-Stufen-
Prozess aerob/mikroaerob mit M2SF als Medium und aerob/anaerob mit M2F als Medi-
um. Sie werden in die Interpretation und Beurteilung der Metabolitenmuster in Abb. 3.28
einbezogen.
Beim Umschalten von aerob auf O2-limitierte Bedingungen reduzierten sich sowohl un-
ter mikroaeroben, als auch unter anaeroben Bedingungen die Wachstumsraten (vgl.a. Ab-
schn. 3.3.3). Die Wachstumsrate unter mikroaeroben Bedingungen verringerte sich um
≈ 22,4 % und unter anaeroben Bedingungen um ≈ 73,4 % jeweils im Vergleich zur
aerob erreichten Wachstumsrate. Die Aufnahmerate von Succinat halbierte sich unter
mikroaeroben Bedingungen auf 0,872 mmolSucc
gBTM ·h
, wohingegen die Fructoseaufnahmerate um
≈ 49,8 % stieg. Beim Umschalten auf anaerobe Bedingungen fand sich eine leicht ver-
ringerte Fructoseaufnahmerate (1,036 mmolFruc
gBTM ·h
) im Vergleich zu aeroben Bedingungen
(1,352 mmolFruc
gBTM ·h
). Unter anaeroben Bedingungen fand ebenfalls die Ausscheidung der orga-
nischen Säuren Succinat, Acetat und Propionat, in sehr geringen Mengen auch Fumarat,
Malat und Formiat (< 1 mM maximal) statt. Die Ausscheiderate von Acetat war mit
0,553 mmolAce
gBTM ·h




Die Gesamtkohlenstoﬀ-Aufnahmerate verändert sich abhängig von der Wachstumsrate,
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Tab. 3.23: Extrazelluläre Raten der 2-Stufen-Prozesse aerob/mikroaerob auf M2SF-Medium und aerob/anaerob auf
M2F-Medium. Die Werte sind Mittelwerte aus je 3 unabhängigen Kultivierungen mit Standardabweichungen. Die
Werte wurden mind. für einen Zeitraum von 8 h berechnet. DASGIP-Kultivierungsparameter.
Succinat/Fructose Fructose
Aerob Mikroaerob Aerob Anaerob









) 0,729 ± 0,097 1,092 ± 0,094 1,352 ± 0,124 1,036 ± 0,105
qSucc−ex (mmolSuccgBTM ·h )    0,416 ± 0,063








) 12,39 ± 0,76 10,12 ± 0,46 8,11 ± 0,75 6,22 ± 0,63
wobei höhere Aufnahmeraten zu höheren Wachstumsraten führen. Die höchste molare
Gesamtkohlenstoﬀ-Aufnahmerate fand sich daher unter aeroben Bedingungen mit M2SF
als Medium (12,39 mmolC
gBTM ·h
).
Metabolite des EMP-Weges und Pentosephosphatweges
Die Veränderungen der extrazellulären Raten fanden sich auch als veränderte Pool-
größen in den intrazellulären Metabolitenkonzentrationen wieder. Metabolite des EMP-
Weges (F1P, DHAP, 2,3-PG und PEP) stiegen unter anaeroben Bedingungen im Ver-
gleich zu aeroben Bedingungen, wohingegen sie unter mikroaeroben Bedingungen sanken
(s.a. Abb. 3.28). DHAP zum Beispiel stieg beim Umschalten von aerob auf anaerob um
das 7-fache, beim Umschalten von aerob auf mikroaerob sank DHAP dagegen um das 3,7-
fache. Die intrazelluläre Konzentration von F6P, G6P und S7P nahmen dagegen unter
anaeroben Bedingungen ab, jedoch unter mikroaeroben zu.
Das spiegelt das allgemeinen Schema des Zentralstoﬀwechsels aus Abb. 3.26 wider,
wonach in R. rubrum nach Fructoseaufnahme F1P zu FBP phosphoryliert und anschlie-
ßend über GAP/DHAP, 2,3-PG und PEP zu Pyruvat abbaut wird. F6P und G6P gehö-
ren in R. rubrum nicht, wie in anderen Bakterien (z.B. E. coli oder C. glutamicum),
zu den Reaktionen des EMP-Weges, sondern zum oxidativen Zweig des PPP-Weges.
Die Metabolitenverhältnisse von F6P und G6P passen daher zu S7P und nicht zu den
Metabolitenverhältnisse des EMP-Weges. Es muss dabei aber kritisch bemerkt werden,



























































































































































































































































































































































































chen Substraten nicht zu beobachten war. Vermutlich kam hier dem Einﬂuss des Substra-
tes an den verschiedenen Eingangspunkten in den Stoﬀwechsel eine größere Bedeutung
zu.
Auﬀällig war die stark erhöhte Konzentration an intrazellulärem Alanin unter anaero-
ben Bedingungen mit Fructose (2,59 µmol/gBTM) im Vergleich zu aeroben Bedingungen
(0,12 µmol/gBTM). Alanin ist über eine Transaminierungsreaktion im Gleichgewicht mit
Pyruvat verknüpft und kann daher auch als Indikator für den Pyruvat-Pool herangezo-
gen werden. Die Messung und Interpretation von intrazellulärem Pyruvat gestaltete sich
aufgrund unerwartet hoher Poolgrößen und Abwesenheit von Pyruvat in den Quenching-
Überständen schwierig. Die intrazelluläre Konzentration kann darüber hinaus durch den
spontanen Zerfall von Oxaloacetat bei der Lagerung der Proben bzw. dem Transport
verfälscht gewesen sein. Aus diesem Grund wurde der Alanin-Pool abgebildet. Der star-
ke Anstieg von Alanin/Pyruvat unter anaeroben Bedingungen könnte in einem redu-
zierten Fluss des TCA-Zyklus aufgrund des O2-Mangels gelegen haben. In Abwesenheit
von Sauerstoﬀ läuft in einer Reihe von Mikroorganismen der TCA-Zyklus nicht mehr
in die oxidative Richtung (im Uhrzeigersinn), sondern reduktiv (gegen den Uhrzeiger-
sinn) [Inui et al., 2007; Gray et al., 1966]. Pyruvat wird vorwiegend zur Regeneration
von Reduktionsäquivalenten innerhalb des PFL/FHL-Systems zu Acetat, CO2 und H2
umgesetzt. Im Gegensatz zu anaeroben Sauerstoﬀbedingungen zeigte sich keine Verän-
derung des Alaninpools unter mikroaeroben Bedingungen. Hier kann vermutet werden,
dass ausreichend Sauerstoﬀ vorhanden war, um eine oxidative Richtung des TCA-Zyklus
zu ermöglichen. Diese Vermutung wurde durch eine für mikroaerobe Bedingungen noch
recht hohe Wachstumsrate (µexp = 0,121 h−1) im Vergleich zu anaeroben Bedingungen
(µexp = 0,029 h−1) bestätigt, welche hohe Mengen an ATP erforderlich machen. Im Ge-
gensatz zum Gärungsstoﬀwechsel können hohe Mengen an ATP (32 ATP) nur aus der
Atmungskette in der Endoxidation von Reduktionsäquivalenten gebildet werden.
Metabolite des TCA-Zyklus
Die Metabolite des TCA-Zyklus stellen eine weitere Gruppe Zentralstoﬀwechsel-
intermediate dar, die sich beim Umschalten von aerob auf mikroaerob im Vergleich
zum Umschalten von aerob auf anaerob unterschiedlich verhalten. Auﬀällig ist, wie oben
bereits diskutiert, dass weder Malat, Fumarat noch Succinat unter aeroben Bedingun-
gen auf Fructose als alleiniger C-Quelle nachgewiesen werden konnten; Citrat, Isoci-
trat, α-KG, Succinyl-CoA dagegen sehr deutlich (vgl.a. Abb. 3.28/B). Beim Wachs-
tum auf Succinat/Fructose hingegen konnten die Pools aller Intermediate des TCA-
Zyklus bestimmt werden. Beim Umschalten auf mikroaerobe Bedingungen mit M2SF-
Medium zeigten alle Pools bis auf Malat und Fumarat abnehmende Konzentrationen. Ci-
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trat, zum Beispiel, verringerte sich um die Hälfte unter mikroaeroben Bedingungen (auf
3,42 µmol/gBTM). Auch α-KG verringerte sich von 7,4 µmol/gBTM auf 5,2 µmol/gBTM .
(vgl.a. Abb. 3.28/A).
Ein völlig umgekehrtes Bild erhält man in Abb. 3.28/B. Die Pools von Citrat, Isoci-
trat und α-KG veränderten sich beim Umschalten von aerobe auf anaerobe Bedingungen
kaum oder nur sehr geringfügig. Hingegen erhöhte sich die Konzentration von Malat,
Fumarat, Succinat und auch Succinyl-CoA stark. Der Grund hierfür lag sehr wahrschein-
lich in der unter Abschn. 3.3.3 bereits angesprochenen Reorganisation des TCA-Zyklus,
wonach der Zyklus nicht mehr oxidativ, sondern reduktiv (gegen den Uhrzeigersinn)
unter Einbeziehung der anaplerotischen Reaktionen zur CO2-Fixierung verlief. Die Aus-
scheidung von Succinat ins extrazelluläre Medium implizierte, dass die nachfolgenden
Reaktionen unter anaeroben Bedingungen nicht mehr abliefen, obwohl zumindest die Bil-
dung von Succinyl-CoA aus Succinat möglich gewesen sein musste, da ansonsten keine
Bildung photosynthetischer Membranen beobachtbar gewesen wäre. Obwohl der redukti-
ve TCA-Zyklus für R. rubrum unter phototroph, anaeroben Bedingungen gezeigt wurde,
konnten, allein aus den Metabolitendaten, keine Rückschlüsse auf ein Operieren dieses
Zyklus' zur CO2-Fixierung geschlossen werden. Deutlich wurde jedoch in den einzelnen
Metabolitenpools, dass der Zentralstoﬀwechsel sich mikroaerob anders als anaerob um-
organisierte; zum Beispiel im Vergleich zu aeroben Sauerstoﬀverhältnissen. Eine genaue
Bestimmung der Flusslagen sollte durch 13C-Markierungsexperimente erfolgen und wird
unter Abschn. 3.7.3 genauer beschrieben.
Auch die Bildung von Propionat über Methylmalonyl-CoA und Propionyl-CoA aus
Succinyl-CoA unter anaeroben Bedingungen wurde anhand der Metabolitenmuster deut-
lich. Ebenso wie Succinyl-CoA wurden beim Umschalten auf mikroaerobe Bedingungen
mit M2SF-Medium die Poolgrößen von Methylmalonyl-CoA (um ≈ 65,3 %) und Prop-
ionyl-CoA (um ≈ 68,7 %) kleiner. Im Gegensatz zu anaeroben Bedingungen, wo sich die
intrazelluläre Konzentration von Succinyl-CoA (um das 2,4-fache), Methylmalonyl-CoA
(um das 1,3-fache) und Propionyl-CoA (um das 4,2-fache) erhöhten. Unter mikroaeroben
Bedingungen wurde keine Ausscheidung von Propionat beobachtet.
Energy Charge, PHB-Gehalt und Dinukleotid-Redoxstatus





dargestellt. Für ein besseres
Verständnis der zwei Sauerstoﬀzustände mikroaerob und anaerob soll an dieser Stelle
kurz auf diese intrazellulären Redoxpoolgrößen eingegangen werden. In R. rubrum war
der Energy Charge mit EC = 0,48 in M2SF-Medium unter aeroben Bedingungen am
geringsten; mit M2F-Medium hingegen bei EC = 0,82. Nach Umschalten auf mikroaero-
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be/anaerobe Bedingungen stieg der Energy Charge, mikroaerob um ≈ 15 % auf EC = 0,56
bzw. anaerob um ≈ 22 % auf EC = 0,88, leicht an. Das legt den Schluss nahe, dass die
Zellen durch die O2-Limitation nicht unter ATP-Mangel litten. Es ist überraschend, dass
ausgerechnet unter anaeroben Bedingungen, wo allein der Gärungsstoﬀwechsel zur ATP-
Gewinnung dient, den höchsten Energy Charge aufwies.
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Abb. 3.29: Energy Charge (A), PHB-Gehalt (B), NADH (C)- und NADPH (D)-Verhältnisse im 2-Stufen-
Prozess beim Umschalten von aerob auf mikroaerob (M2SF) bzw. aerob auf anaerob (M2F). Mittelwerte
und Standardabweichungen aus 3 technischen Replikaten. Jeweils 1 repräsentative Kultivierung. DASGIP-
Kultivierungsparameter.
Auch der PHB-Gehalt wurde zumindest leicht von den Sauerstoﬀbedingungen beein-
ﬂusst. Während der PHB-Gehalt unter mikroaeroben Bedingungen zunahm (von 1,5 %
auf 2,5 %), war unter anaeroben Bedingungen eine Abnahme zu verzeichnen (von 1,5 %
auf 0,5 %). Die Bedeutung und der Einﬂuss der Reservestoﬀe beim Übergang von aeroben
zu anaeroben Bedingungen haben Schön [1969] sowie Schön and Drews [1966] ausführ-
lich dargelegt. Demnach wird der ATP-Spiegel unter anaeroben Bedingungen durch den
Abbau von Reservestoﬀen aufrecht gehalten. Das könnte sowohl den hohen Energy Char-
ge unter anaeroben Bedingungen als auch den Anstieg bei mikroaeroben Bedingungen
erklären.
Bei der Untersuchung der Dinukleotide NADH/NAD+ und NADPH/NADP+ fällt
auf, dass mit Ausnahme des aerob/mikroaeroben Umschaltprozesses die Pools unter O2-
limitierenden Bedingungen reduzierter werden als unter den jeweilig aeroben Bedingun-
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gen. Dabei ﬁndet jedoch nur eine leichte Erhöhung des NADH
NADH+NAD+
-Verhältnisses von
0,216 auf 0,286 durch das Umschalten auf anaerobe Bedingungen statt. Stärker steigt
hingegen das NADPH
NADPH + NADP+
-Verhältnis. Beim Umschalten von aerobe auf mikroaerobe
Bedingungen (M2SF-Medium) steigt das Verhältnis um das 1,8-fache, beim Umschalten
auf anaerobe Bedingungen um das 2,8-fache (vgl.a. Abb. 3.29/C,D).
3.7.1.4 Intrazelluläre Precursor-Konzentrationen
In Tab. 3.24 sind die intrazellulären Konzentrationen von DHAP/GAP, Alanin,
Acetyl-CoA und Succinyl-CoA aus Abb. 3.28 zusammengefasst. Diese Metabolite stel-
len Precursor für die verschiedenen Produkte in R. rubrum dar (vgl.a. Abb. 3.26). Bis
auf Acetyl-CoA war beim Umschalten von aerobe auf anaerobe Bedingungen eine Zunah-
me der Precursor DHAP/GAP, Alanin und Succinyl-CoA zu beobachten. Am stärksten
war der Anstieg bei den Precursorkonzentrationen aus dem EMP-Weg; DHAP/GAP und
Alanin (Pyruvat). So stieg DHAP unter anaeroben Bedingungen um das 4,5-fache auf
1,26 µmol/gBTM und Alanin um mehr als das 20-fache auf 2,59 µmol/gBTM im Vergleich
zu aeroben Sauerstoﬀbedingungen an.
Hingegen war eine Abnahme fast aller betrachteten Vorläufermoleküle beim aerob/mikro-
aeroben Umschaltprozess zu verzeichnen. So sank DHAP um das 3,7-fache und Succinyl-
CoA um das 2,2-fache im Vergleich zu aeroben Sauerstoﬀbedingungen an. Lediglich
die Konzentrationen von Acetyl-CoA und Alanin (Pyruvat) änderte sich durch die O2-
Limitation kaum.
Tab. 3.24: Intrazelluläre Precursor-Konzentrationen bei den 2-Stufen-Prozessen aerob/mikroaerob
mit Succinat/Fructose und aerob/anaerob mit Fructose als C-Quelle. Daten jeweils aus der mitt-
leren Phase der Membranbildung. Standardabweichungen aus 3 technischen Replikaten. DASGIP-
Kultivierungsparameter.
Succinat/Fructose Fructose
Aerob Mikroaerob Aerob Anaerob
DHAP 3,86 ± 0,09 1,03 ± 0,08 0,18 ± 0,07 1,26 ± 0,39
GAP 1,49 ± 0,03 0,61 ± 0,00 0,33 ± 0,02 0,39 ± 0,06
Alanin 0,10 ± 0,06 0,14 ± 0,04 0,12 ± 0,02 2,59 ± 0,17
Acetyl-CoA 0,43 ± 0,02 0,38 ± 0,02 0,64 ± 0,04 0,54 ± 0,02
Succinyl-CoA 0,38 ± 0,02 0,17 ± 0,02 0,11 ± 0,01 0,26 ± 0,01
Die in Tab. 3.24 dargestellten Precursor-Konzentrationen bilden die intrazellulären
Poolgrößen während des Wachstums und der Produktbildung ab. Für eine präzise Aussage
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über die Verfügbarkeit von Vorläufermolekülen im Verlauf der Produktbildung wurde die
Konzentration der Precursor zu verschiedenen Zeitpunkten der Produktbildung bestimmt.
Da die Produktbildung unter anaeroben Bedingungen mit Fructose als alleinige C-Quelle
im Laufe der Prozessentwicklung und -optimierung diverse Vorteile gegenüber mikroaero-
ben Produktionsbedingungen aufzeigte, sollte der Verlauf der Precursor-Konzentrationen
nur für anaerobe Produktionsbedingungen aufgezeigt werden. E4P konnte als einziger
Precursor nicht detektiert werden. Auch bei anderen Experimente gelang der Nachweis
dieses Metaboliten nicht. Luo et al. [2007] berichten, passend zu diesem Ergebnis, gerin-





































Abb. 3.30: Relative intrazelluläre Metabolitenkonzentrationen in R. rubrum unter aeroben Wachstumsbe-
dingungen und anaeroben Produktionsbedingungen im Dunkeln (Abb. unten). Die relativen Konzentrationen
beziehen sich auf die unter aeroben Bedingungen gemessene Metabolitenkonzentration (graue Balken). Farbli-
che Balken kennzeichnen den Zeitpunkt der Probennahme aus einer typischen aerob/anaeroben Kultivierung
(Abb. oben). Die Ergebnisse sind Mittelwerte aus 3 technischen Replikaten.
151
Ergebnisse und Diskussion
In Abb. 3.30 ist der Verlauf der optischen Dichte A660, das Verhältnis A880A660 sowie der
relative Verlauf der Precursor Succinyl-CoA, DHAP, GAP und Acetyl-CoA zu sehen. Die
Precursor-Konzentrationen sind alle auf den aeroben Ausgangswert bezogen. So nahm
Succinyl-CoA im Verlauf der Membranbildung um das ≈ 1,8-fache zu, ﬁel aber zum Ende
der Produktbildungsphase wieder leicht und erreichte fast wieder Ausgangsniveau. Ein
ähnlicher Verlauf konnte auch für die Precursor GAP und DHAP beobachtet werden.
Hier war der Anstieg allerdings stärker (3 bis 4-fache). Auch PEP zeigte einen ähnlichen
charakteristischen Verlauf. Eine Ausnahme bildete Acetyl-CoA, dass mit Ausnahme des
Zeitpunktes nach 85 h, während der Produktbildungsphase kontinuierlich um > 80 %
abnahm.
Insbesondere die Werte in der mittleren Phase der Produktbildung (Zeitpunkt 75 h
und 85 h) lassen darauf schließen, dass ausreichend Precursor für die Bildung der ein-
zelnen Produkte vorhanden war. Einzig Acetyl-CoA zeigte stark abnehmende Tendenzen
vom Beginn der Produktbildung bis zur Phase nachlassender Produktbildung. Da nach
95 h maximale photosynthetische Membranlevel erreicht werden (A880
A660
= 1,124), kann
Acetyl-CoA jedoch nicht limitierend für die Produktbildung sein. Allerdings könnte die
sehr geringe intrazelluläre Konzentration für die nur mäßig ausgeprägte PHB-Bildung un-
ter anaeroben Bedingungen mit Fructose als alleinige C-Quelle verantwortlich gewesen
sein. Sowohl im Batch- als auch im Fedbatch-Prozess waren die Mengen gebildeten PHB
vergleichsweise gering (vgl.a. Abschn. 3.2.1, 3.2.3, 3.4).
Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass charakteristische Metabolitenproﬁle für
R. rubrum gefunden worden sind. Diese sind unter aeroben Bedingungen abhängig vom
eingesetzten Substrat und führen daher zu unterschiedlichen intrazellulären Konzentratio-
nen. Das spiegelt sich zum Beispiel bei den Intermediaten des PHB-Biosyntheseweges wi-
der. Ebenfalls einen großen Einﬂuss hat die Sauerstoﬀzufuhr. Betrachtet wurden mikroae-
robe und anaerobe Bedingungen, wo sich charakteristische Änderungen beim Umschalten
von aerobe auf die jeweils O2-limitierte Bedingung zeigte. Weiterhin interessant war der
Verlauf intrazellulärer Precursor während der Produktion photosynthetischer Membranen
unter anaeroben Bedingungen Dunkeln. Hier zeigte sich sowohl eine Zunahme von Precur-
sorn (DHAP, GAP) als auch eine Abnahme von Precursorn (Acetyl-CoA). Succinyl-CoA
dagegen stieg zu Beginn der Produktbildung leicht an und ging danach wieder auf das
Ausgangsniveau zurück. Die Untersuchungen der intrazellulären Metabolite in R. rubrum
leistet somit einen wichtigen Beitrag zum Verständnis des Stoﬀwechsels und zur Anwend-




3.7.2 Stöchiometrische Modellierung des Zentralstoﬀwechsels
Die stöchiometrische Modellierung des Zentralstoﬀwechsels in R. rubrum wurde durch-
geführt, um theoretische Ausbeutekoeﬃzienten der einzelnen Produkte mit Fructose als
alleinige C-Quelle zu ermitteln. So sollte ein Vergleich mit real gemessenen Ausbeuten
unter den gleichen Bedingungen ermöglicht werden. Dazu wurde das, ursprünglich von
Hädicke et al. [2011]; Klamt et al. [2007] veröﬀentlichte, stöchiometrische Netzwerk ent-
sprechend angepasst, da eine Reihe von Stoﬀwechselreaktionen nur unter phototrophen
Bedingungen stattﬁnden bzw. unter Verwendung von Fructose nicht aktiv sind (s.a. An-
hang B). Außerdem wurde der Einﬂuss möglicher Deletionen auf die Produktausbeute
vorhergesagt. Darüber hinaus konnten maximal mögliche Produktausbeuten des gesamten
Stoﬀwechselnetzwerkes ermittelt werden. Für die stöchiometrische Modellierung wurde so-
wohl das Optimierungspaket GLPKMEX als auch die Methode mit Hilfe der Bestimmung
der Elementarmoden verwendet (s.a. Abschn. 2.8). Die Produkte Lycopin und Coenzym
Q10 wurden nicht untersucht.
Für die stöchiometrische Modellierung des metabolischen Netzwerkes mit Hilfe des
CellNetAnalyzer wurde zunächst die Biomassezusammensetzung für aerob, im Dunkeln
gewachsene Zellen und, ausgehend davon, für anaerob, im Dunkeln gewachsene Zellen mit
Fructose als C-Quelle festgelegt. In Tab. 3.25 sind die berücksichtigten Komponenten sowie
deren Anteile für die jeweiligen Bedingungen zu sehen. Der Anteil von Bchl, Glycogen und
PHB wurde nach den Ergebnissen dieser Arbeit festgelegt (s.a. Tab. 3.25). Schröder and
Drews [1968] berichten einen 70 %igen Anstieg der Lipidbildung durch die Bildung von
photosynthetischen Membranen im Vergleich zu aeroben Zellen, bei denen die Ausbildung
photosynthetischer Membranen inhibiert war. Um diese Veränderungen der Biomasse-
zusammensetzung für die anaeroben Sauerstoﬀbedingungen zu realisieren, mussten die
Anteile von Protein, DNA, RNA, Peptidoglycan, LPS und Polyphosphate entsprechend
geringfügig angepasst (s.a. Tab. 3.25).
Succinatproduktion
Für die stöchiometrische Modellierung der Succinatproduktion unter anaeroben Gärungs-
bedingungen wurden die in Tab. 3.23 ermittelten extrazellulären Raten verwendet. Als
Zielfunktion für das Optimierungspaket GLPKMEX wurde die Succinatausscheidung
(Succ_ex) ausgewählt. Unter verschiedenen Ausscheide- und Wachstumsbedingungen
wurde mit Hilfe des CellNetAnalyzer die Succinatausbeute berechnet.
In. Tab. 3.26 sind die Succinatausbeuten unter verschiedenen Bedingungen hinsichtlich
der Ausscheidung der organischen Säuren Acetat und Propionat sowie des Wachstums
dargestellt. Eine beträchtliche Steigerung der Succinatausbeute würde sich durch das
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Tab. 3.25: Biomassezusammensetzung (in %) für die theoretische Modellierung in R. rubrum unter aeroben
und anaeroben Bedingungen mit Fructose als C-Quelle. DNA und RNA aus [Lengeler et al., 2009]. Lipide nach













Ausschalten der Acetat- und Propionatproduktion erzielen lassen. Die Succinatausbeute
könnte sich auf diese Weise um ca. 36 % (von 0,76 auf 1,32 molSuccinat
molFructose
) steigern lassen.
In gleicher Weise hatte auch das Wachstum einen Einﬂuss auf die Succinatausbeute.
Mit µexp = 0,029 h−1 war das Wachstum unter anaeroben Bedingungen zwar vergleichs-
weise gering, hatte jedoch einen entscheidenden Einﬂuss auf die Succinatausbeute. So




erzielen. Dieser Wert war auch der theoretisch maximale Wert für
R. rubrum im stöchiometrischen Netzwerk unter anaeroben Bedingungen mit Fructose
als alleinige C-Quelle im Dunkeln (s.a. Anhang B).
Der maximale theoretische Wert entspricht nicht Y(P/S) = 2,0, da für die Bildung von
2 mol Succinat aus 1 mol Fructose 2 [H] zu wenig Reduktionsäquivalente über den redukti-
ven Ast des TCA-Zyklus gebildet werden. Diese Lücke wird zum Teil durch den oxidativen
Ast des TCA-Zyklus geschlossen, welcher die NADH-bildenden Reaktionen Isocitrat-De-
hydrogenase und α-KG-Dehydrogenase beinhaltet. Jedoch wird bei diesen Reaktionen
CO2 gebildet, welches nun nicht mehr für die Succinatbildung zur Verfügung steht und
somit die Ausbeute verringert.
Eine Auswertung der Elementarmoden zeigte, dass die maximale Succinatausbeute
sowohl mit den metabolischen Wegen des CBB-Zyklus' als auch mit der Reaktion der
Anaplerotik (vgl.a. Abschn. 1.1.5) möglich gewesen wäre; oder mit beiden zusammen.
Der Einﬂuss der RuBisCO im Dunkeln und in Anwesenheit einer Kohlenstoﬀquelle wird
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Tab. 3.26: Theoretische Modellierung der Succinatausbeute in R. rubrum mit
dem CellNetAnalyzer. +: vorhanden. : nicht vorhanden. Extrazelluläre Raten
wie in Tab. 3.23 angegeben verwendet.






+ + + 0,76
 + + 1,10
+  + 0,97
+ +  1,19
  + 1,32
   1,71
allerdings im Vergleich zu photoautotrophen Bedingungen als gering eingeschätzt [Ander-
son and Fuller, 1967c].




. Diese Ausbeute ist deutlich geringer als die mit Hilfe des stöchio-
metrischen Modells bestimmte theoretische Ausbeute (alle gemessenen Aufnahme- und
Ausscheideraten als Nebenbedingungen gesetzt). Eine erhöhte Bildung von Speicherstoﬀen
wie PHB und Glycogen konnte durch entsprechende Messungen ausgeschlossen werden.
Im Gegenteil, unter anaeroben Bedingungen war sogar ein Rückgang der Speicherstoﬀe
zu verzeichnen (vgl.a. Abschn. 3.2.1, 3.7.1.3). In die Argumentation muss miteinbezogen
werden, dass die Bestimmung der einzelnen extrazellulären Raten zum Teil stark fehlerbe-
haftet war. Der relative Fehler lag zum Beispiel bei der Acetatausscheiderate bei 21,1 %,
bei der Fructoseaufnahmerate bei 10,1 % und bei der Propionatausscheidung bei 14,9 %.
Der Fehler ergab sich aus 3 biologisch unabhängigen Fermentationen. Ein Herabsetzen
der Fructoseaufnahmerate auf den unteren Fehlerbereich und Heraufsetzen der Acetat-
bzw. Propionatausscheidung auf den oberen Fehlerbereich beispielsweise würde in einer
theoretischen Ausbeute von Y(P/S) = 0,42
molSuccinat
molFructose
resultieren, welche dem experimentell
bestimmten Wert entsprechen würde.
Die Ergebnisse der theoretischen Modellierung zeigen dennoch, dass für eine Opti-
mierung der Succinatausbeute mit R. rubrum eine gezielte Stammoptimierung durch
Eliminierung der Acetat- und Propionatausscheidung vorgenommen und wenn möglich
das zelluläre Wachstum unter anaeroben Bedingungen weiter eingeschränkt werden muss.
Dies könnte prozesstechnisch durch gezielte Limitation einer Mediumskomponente (z.B.




Zur Bestimmung der theoretischen Bacteriochlorophyll-Ausbeuten mit dem
CellNetAnalyzer wurde eine theoretische Ausscheidereaktion für Bacteriochlorophyll mit
bchla_ex als externer Metabolit deﬁniert. Diese Reaktion (Bacteriochlorophyll-Aus-
scheidung: 1 bchla = 1 bchla_ex) wurde dann als Zielfunktion der Optimierung gesetzt.
Da Bacteriochlorophyll als Bestandteil der Biomasse von R. rubrum die Optimierung
jederzeit an das Wachstum koppeln würde, wurde Bacteriochlorophyll aus der Biomasse-
zusammensetzung herausgenommen und der Proteinanteil von 49 % auf 50 % erhöht.
Auf welchen Teil der Biomasse die 1 % Bacteriochlorophyll dazu gezählt wurden, führ-
te zu keiner signiﬁkanten Beeinträchtigung des Ergebnisses (Daten nicht gezeigt). Als
Ausgangswerte wurden wieder die in Tab. 3.23 angegeben Raten verwendet.
Die Optimierung lieferte mit den experimentell ermittelten extrazellulären Raten eine
Bacteriochlorophyll-Ausbeute von Y(P/S) = 0,0019
molBchl
molFructose
. Auch die Verhinderung der
Ausscheidung von Acetat, Propionat und/oder Succinat änderte an diesem Wert nichts.
Bezogen auf die molare Kohlenstoﬀausbeute ﬁel auf, dass die Ausbeute für Bacterio-
chlorophyll (0,017 molC ,Bchl/molC ,Fructose) um einiges niedriger als die Succinatausbeute
(1,14 molC ,Bchl/molC ,Fructose) war. Der Grund hierfür liegt in der Biosynthesereaktion
von einem Molekül Bacteriochlorophyll, wofür insgesamt 6 verschiedene Precursor in zum
Teil mehrfacher Menge vorliegen müssen (s.a. Gl. 3.2). Zum Beispiel müssen bereits 2
Moleküle Fructose aufgebracht werden, um 4 Moleküle Pyruvat bilden zu können, was
die Ausbeute bereits um die Hälfte reduziert. Der im Experiment bestimmte Wert lag
bei Y(P/S) = 0,0003
molBchl
molFructose
und war somit ungefähr 6,3-fach geringer als der theore-
tisch bestimmte Wert. Als Gründe können die gleichen wie bei der Bewertung der realen
Succinatausbeute angeführt werden.
4 Pyruvat+ 4 G3P + 8 SuccCoA+ 3 NADPH + 8 Glycin+ 1 ADP + 1 Pi =
1 ATP + 18 CO2 + 4 NH
+
4 + 1 Bacteriochlorophyll + 8 CoA+ 3 NADP
+
(3.2)
Weiterhin bemerkenswert war nun, dass, trotz der Herausnahme von Bacteriochloro-
phyll aus der Biomasse, Bacteriochlorophyll nicht ohne Wachstum (mue) gebildet wer-
den konnte. Wurde die Rate mue im CellNetAnalyzer auf 0 gesetzt, so ließ sich das
Optimierungsproblem zwar lösen, die Ausbeute Y(P/S) war jedoch stets 0.
Zwei Herausforderungen waren charakteristisch für die Modellierung der Bacterio-
chlorophyll-Ausbeute. Die erste war die Bildung von 4 Molekülen NH4+, welche nur
in Richtung Biomassebildung verstoﬀwechselt werden konnten. Somit war die Bacterio-
chlorophyll-Bildung wieder an die Bildung von Biomasse gekoppelt. Durch eine zwischen-
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zeitig gesetzte, theoretische Ausscheidung von NH4+, ergab sich allerdings nach wie
vor eine Ausbeute von 0 bei mue = 0. Das zweite Problem stellte die Biosynthese-
reaktion der Aminosäure Glycin dar, welche durch die Bildung von Methyltetrahydro-
folat stets an Wachstum gekoppelt ist. Methyltetrahydrofolat kann nur über Reaktio-
nen, die zur Biomassebildung führen, weiterverstoﬀwechselt werden. Eine theoretische,
temporär eingeführte Glycinaufnahme behob das Problem der Wachstum-gekoppelten
Bacteriochlorophyll-Bildung vollständig und erlaubte auch ohne Wachstum die Synthe-
se von Bacteriochlorophyll. Da bislang keine natürliche NH4+- bzw. Glycinausscheidung
bei R. rubrum beobachtet worden ist, lässt sich festhalten, dass die Bacteriochlorophyll-
Bildung in R. rubrum direkt an das Wachstum gekoppelt ist.
Durch eine Elementarmoden-Analyse ohne Einbeziehung der extrazellulären Raten




ermittelt werden. Diese Ausbeute wäre allerdings nur bei gleich-
zeitigemWachstum von µ= 0,0943 gBTM/molFructose möglich, was unter anaeroben Bedin-
gungen im Dunkeln weit außerhalb der gemessenen Werte (0,023 gBTM/molFructose) liegt.
Somit würde sich die Bacteriochlorophyll-Ausbeute durch eine Erhöhung der Wachstums-
rate steigern lassen.
Der Zusammenhang zwischen Wachstum und Bacteriochlorophyll-Bildung könnte auch
im Kontext der fehlenden Ausbildung photosynthetischer Membranen in hohen Zelldichten
von Bedeutung sein. Gleichzeitig mit dem Rückgang der speziﬁschen Bacteriochlorophyll-
Mengen war bei A660 = 57,2 im Vergleich zu A660 = 2,1 eine nachlassende Wachstumsrate
um über 80 % zu verzeichnen. Somit könnte ein Grund für das Fehlen der Ausbildung
photosynthetischer Membranen in dem stark reduzierten Wachstum liegen. Aus welchem
Grund das Wachstum in hohen Zelldichten stagnierte ist nicht näher ermittelt worden,
da im Rahmen der Vorversuche der Nährstoﬀbedarf präzise festgelegt und innerhalb der
Kultivierungen realisiert worden ist (vgl.a. Abschn. 3.1.1).
PHB-Produktion
Die theoretische Ausbeute von PHB wurde analog zur Ermittlung der Bacteriochloro-
phyll-Ausbeute durch Deﬁnition einer PHB-Ausscheidereaktion (PHB_Ex) durch die
theoretische Ausscheidung von Hydroxybutyrat, dem Monomer von PHB, bestimmt. An-
schließend wurden die Auswirkungen verschiedener Bedingungen auf die theoretische
PHB-Ausbeute untersucht. Als Ausgangswerte wurden wieder die in Tab. 3.23 angegeben
Raten verwendet. In Tab. 3.27 sind die Ergebnisse der stöchiometrischen Modellierung
zur PHB-Produktion zu sehen.
Bei gleichzeitiger Produktion von organischen Säuren und Biomasse lag die theoretische
PHB-Ausbeute bei lediglich Y(P/S) = 0,181
molHydroxybutyrat
molFructose
. Fiel die Produktion organi-
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wenn sowohl die Produktion der organischen Säuren als auch das Wachstum auf 0 gesetzt
wurde. Eine höhere Ausbeute war mit Fructose als Substrat nicht möglich, da zur Bildung
von Acetyl-CoA aus Pyruvat CO2 abgespalten werden mussten, welches somit verloren
ging. Aus 2 Molekülen Acetyl-CoA konnte dann nur 1 Molekül Hydroxybutyrat gebildet
werden. Auch über die Pyruvat-Formiat-Lyase wurde keine höhere Ausbeute erzielt, da
das entstehende Formiat nicht zur Acetyl-CoA Bildung genutzt werden konnte und somit
Kohlenstoﬀ verloren ging. Für die Beurteilung der tatsächlichen PHB-Ausbeute musste
zusätzlich berücksichtigt werden, dass zur Bildung des Polymers PHB mehrere Monome-
re Hydroxybutyrat eingesetzt werden mussten, welche äquivalent zur benötigten Menge
Fructose waren (pro Molekül Hydroxybutyrat wird 1 Molekül Fructose benötigt).
Tab. 3.27: Theoretische Modellierung der Hydroxybutyrat-Produktion in R. rubrum mit dem
CellNetAnalyzer [Klamt et al., 2007, 2003]. +: vorhanden. : nicht vorhanden. Extrazelluläre Raten
wie in Tab. 3.23 angegeben verwendet.
Acetat- Succinat- Propionat- Wachstum Ausbeute Y(P/S)





+ + + + 0,181
 + + + 0,447
+  + + 0,381
+ +  + 0,290
+ + +  0,423
   + 0,757
    1,000




Ausbeuten erzielt, als mit Hilfe des biochemischen Netzwerkes vorhergesagt worden waren.
Als mögliche Ursachen können ähnliche Gründe angeführt werden, wie sie bereits bei der
Succinat- und Bacteriochlorophyll-Produktion diskutiert worden sind. Essenziell bei einer
Optimierung der PHB-Produktion mit R. rubrum ist die Ausschaltung des Wachstums
und der Produktion von organischen Säuren. Weitaus wichtiger jedoch ist die Substrat-
abhängige Bildung von PHB in R. rubrum, die dazu führte, dass mit 34,3 % der höchste
PHB-Gehalt mit Acetat als C-Quelle vorlag. Mit Fructose wurden dagegen lediglich 1,5 %
erreicht. Eine Optimierung würde auf dieser Basis keinen Sinn ergeben, da die gebildeten




Ebenfalls untersucht wurde die theoretisch maximal mögliche Wasserstoﬀproduktion
von R. rubrum unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln mit Fructose. Da die Uptake-
Hydrogenase nur unter photoautotrophen Bedingungen maximale Aktivität zeigte [Ma-
ness and Weaver, 2001], wurde die Uptake-Hydrogenase auf 0 gesetzt.
Die theoretische Wasserstoﬀausbeute lag unter Anwendung aller in Abschn. 3.7.1 be-
stimmten Raten (s.a. Tab. 3.23) bei Y(P/S) = 0,89
molH2
molFructose
. Da Wasserstoﬀ im verwen-
deten DASGIP-System nicht bestimmt werden konnte (vgl.a. Abschn. 2.4.3), konnten für
einen Vergleich lediglich Wasserstoﬀproduktionsraten aus dem Braun Biostat C herange-
zogen werden. Hier lag die Wasserstoﬀ-Ausbeute unter vergleichbaren Bedingungen zum
DASGIP-System zwischen Y(P/S) = 0,25
molH2
molFructose




damit nur halb so groß wie der theoretisch berechnete Wert. Der Grund dafür liegt höchst-
wahrscheinlich, wie schon bei den Ergebnissen zur Succinatproduktion diskutiert, in den
Fehlerbereichen der für die im Modell eingesetzten, experimentell ermittelten, extrazellu-
lären Raten.
Die maximal mögliche Wasserstoﬀ-Ausbeute unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln




Maximale Produktausbeuten des gesamten stöchiometrischen Netzwerkes
Um das biotechnologische Potenzial des gesamten stöchiometrischen Netzwerkes von
R. rubrum für die einzelnen Produkte und Substrate abschätzen zu können, wurde das
komplette, von Hädicke et al. [2011]; Klamt et al. [2007] publizierte, stöchiometrische
Netzwerk verwendet. Darunter waren auch die zuvor ausgeschalteten Reaktionen der
RuBisCO, die Photosynthesereaktion, Sauerstoﬀaufnahme und für das Substrat Acetat,
die Reaktionen des Ethylmalonyl-CoA-Weges. Auch die Reaktionen der Pyruvatsynthase
und α-KG-Synthase wurden freigegeben. Im Folgenden werden die Ergebnisse der linearen
Optimierung für die theoretische Berechnung der Ausbeuten des gesamten stöchiometri-
schen Netzwerkes im Detail erläutert.
In Tab. 3.28 sind die jeweiligen Produktausbeuten für verschiedene Kohlenstoﬀquel-
len dargestellt. Neben dem molaren Ausbeutekoeﬃzient ist auch der Ausbeutekoeﬃzient
bezogen auf die Anzahl der C-Atome der jeweiligen C-Quelle angegeben. Somit kann
unterschieden werden, ob eine Ausbeute nur deshalb erhöht ist, weil das Substrat eine
höhere Anzahl an C-Atome aufweist, oder ob eine erhöhte Ausbeute aufgrund günstigerer
Stoﬀwechselleistungen vorliegt.
Zunächst ist auﬀällig, dass Fructose zu den höchsten molaren Ausbeutekoeﬃzienten bei
allen Produkten führte. Der Grund hierfür liegt, wie bereits oben erwähnt, in der Anzahl
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Tab. 3.28: Maximale Produktausbeuten des gesamten stöchiometrischen Netzwerkes auf verschiedenen Einzel-
substraten mit dem CellNetAnalyzer [Klamt et al., 2007, 2003]. molS : molSubstrat. molC : molKohlenstoff
(bezogen auf die Anzahl der C-Atome der jeweiligen Produkte und Kohlenstoﬀquellen.)
Substrat Succinat Bacteriochlorophyll Hydroxybutyrat H2
(PHB)
bezogen auf molS molC molS molC molS molC molS molC
Fructose 1,714 1,143 0,0073 6,69x10−2 1,333 0,889 12,0 
Succinat   0,0043 5,91x10−2 0,778 0,778 7,0 
Acetat 0,571 1,142 0,0024 6,00x10−3 0,444 0,888 4,0 
Propionat 1,000 1,333 0,0043 7,88x10−2 0,778 1,037 7,0 
Malat 0,857 0,857 0,0037 5,09x10−2 0,667 0,667 6,0 
der C-Atome, die bei Fructose mit 6 C-Atomen am höchsten ist. Wurde die Ausbeute
auf die Anzahl der C-Atome bezogen, wird ersichtlich, dass Propionat zu den höchs-
ten Ausbeuten aller Produkte führte. Der Grund hierfür liegt in der Carboxylierung von
Propionyl-CoA zu Methylmalonyl-CoA, wodurch Kohlenstoﬀ ﬁxiert wird. Somit hat Pro-
pionat ein hohes Potenzial zur Eignung als Substrat. Es könnte für einen späteren Prozess
aus der Aufarbeitung von Stärke-haltigen Abwässern als Feedstock-Lösung zum Einsatz
kommen. Diese Feedstock-Lösungen bestehen zu 60-80 % aus Acetat, zu 10-30 % aus Pro-
pionat und zu 5-40 % aus Butyrat und wurden bereits erfolgreich für die PHA-Produktion
mit R. eutropha eingesetzt [Yu, 2001]. Da R. rubrum in der Lage ist, alle diese Substrate
zu verwerten, könnte die von Yu [2001] eingesetzte Substratlösung auch für die Produktion
mit R. rubrum erfolgversprechend sein.
3.7.3 13C-Stoﬀﬂussanalyse in Abhängigkeit vom Substrat und
Sauerstoﬀkonzentration
Zur genauen Charakterisierung des Stoﬀwechsels von R. rubrum sowie Feststellung
der Anwendbarkeit der 13C-Methodik in R. rubrum wurden 13C-Markierungsexperimente
zur Bestimmung intrazellulärer Kohlenstoﬀﬂüsse durchgeführt. Die 13C-Markierungs-
experimente wurden in Batch-Kultivierungen (Prinzip des pseudo-steady-state) auf den
Substraten Fructose, Succinat, Succinat/Fructose und Acetat/Fructose unter aeroben,
dunklen Bedingungen durchgeführt. Zusätzlich wurden Experimente unter mikroaeroben
Bedingungen (Succinat/Fructose) und anaeroben Bedingungen (Fructose) im Dunkeln
durchgeführt. Zuletzt sollten auch die Stoﬀﬂüsse unter anaeroben, phototrophen Bedin-
gungen bestimmt. Der experimentelle Aufbau entspricht den Versuchen zur Bestimmung
der intrazellulären Precursor (s.a. Abschn. 2.4.3). Eine Übersicht der durchgeführten 13C-






































Abb. 3.31: Übersicht über die durchgeführten 13C-Markierungsexperimente.
Zur Bestimmung der extrazellulären Raten (Wachstumsrate, Substrataufnahmerate
und CO2-Bildungsrate) wurden zunächst jeweils mindestens 3 unabhängige Batch-Kulti-
vierungen auf unmarkiertem Substrat durchgeführt. Für das 13C-Markierungsexperiment
wurde dann das unmarkierte Substrat durch das jeweilige 13C-markierte Substrat er-
setzt (s.a. Abschn. 2.4.3). Intrazelluläre 13C-markierte Metabolite wurden, wie unter Ab-
schn. 2.4.6 beschrieben, extrahiert und mit Hilfe von LC-MS/MS bestimmt (s.a. 2.5.4). Die
Anpassung der 13C-Stoﬀﬂüsse erfolgte mit dem Programm 13CFLUX wie in Abschn. 2.8
beschrieben.
Die Ergebnisse für Fructose, Succinat und Succinat/Fructose (aerob) sind in den Ab-
bildungen 3.32/A,B,C zu sehen. Die 13C-Stoﬀﬂussanalyse für Fructose (anaerob) wird in
Abb. 3.33/A,B ersichtlich. Zum Vergleich wird hier das Ergebnis der aeroben Kultivierung
mit Fructose noch einmal abgebildet.
In Abb. 3.32 ist der Einﬂuss des Substrates auf die intrazellulären Kohlenstoﬀﬂüsse
in R. rubrum unter aeroben Bedingungen deutlich zu sehen. Während Fructose bzw.
Succinat/Fructose zu glycolytischen Flüssen (EMP-Weg) in Richtung TCA-Zyklus führ-
te, traten gluconeogenetische Flüsse mit Succinat als alleinige C-Quelle auf. Bei Succi-
nat/Fructose teilte sich der aufgenommene Gesamtkohlenstoﬀ auf. So wurden 31,1 % des
Gesamtkohlenstoﬀes als Fructose, hingegen 68,9 % des Gesamtkohlenstoﬀes als Succinat
aufgenommen.
Bei einem Vergleich der Flüsse des TCA-Zyklus ﬁel auf, dass der Kohlenstoﬀﬂuss
des TCA-Zyklus mit Succinat als C-Quelle am höchsten war (114,7 % ± 2,4 %). Ähn-
























































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































Fructose. Am geringsten war der Fluss des TCA-Zyklus bei Fructose als alleinige C-Quelle
(60,7 % ± 11 %). Dieser geringere Kohlenstoﬀﬂuss wurde bereits bei der Bestimmung
von intrazellulären Metaboliten des TCA-Zyklus vermutet, wo die Metabolite Succinat,
Fumarat und Malat mit Fructose unter aeroben Bedingungen nicht detektiert werden
konnten. Auf Succinat-haltigen Medien konnten dagegen alle Metabolite des TCA-Zyklus
in ihrer Konzentration bestimmt werden (vgl.a. Abschn. 3.7.1.1).
Die verschiedenen Flüsse der Anaplerotik wurden als eine einzige Reaktion (von
Pyruvat zu Oxaloacetat) zusammengefasst. Auf diese Weise konnte den reversiblen
Reaktionen der Anaplerotik ein deﬁnierter Fluss mit Standardabweichung zugeordnet
werden (Abb. 3.32/gelb gekennzeichnet). Der Anaplerotik-Fluss war für Succinat mit
86,7 % ± 1,4 % am höchsten. Dieses Ergebnis spiegelt die Bedeutung der Anaplerotik
beim Wachstum auf gluconeogenetischen Substraten wider. Passend dazu war der Fluss
über die Anaplerotik bei Fructose am geringsten (21,7 % ± 10,9 %) und darüber hinaus
in entgegengesetzter Richtung. Mit Succinat/Fructose wurde ein Anaplerotik-Fluss von
54,5 % ± 5,0 % in Richtung Pyruvat berechnet.
Die Kohlenstoﬀﬂüsse des PPP-Weges waren erwartungsgemäß sehr gering, da benötig-
ter Kohlenstoﬀ lediglich für die Biomassebildung in Richtung R5P-Biosynthese abgezogen
wurde. In R. rubrum kann die NADPH-Bildung nicht über den PPP-Weg erfolgen, da die
G6P-Dehydrogenase fehlt [Grammel et al., 2003]. NADPH kann von R. rubrum nur über
die Reaktion der Isocitrat-Dehydrogenase bzw. über das Malatenzym gebildet werden
[Hoover and Ludden, 1984; Iwakura et al., 1978].
In Abb. 3.33 sind die 13C-Stoﬀﬂüsse für aerobe (A) und anaerobe (B) Bedingungen
mit Fructose als alleiniger C-Quelle aufgezeigt. Der anaerobe Zustand wies im Vergleich
zum aeroben Zustand eine vielfach geringere Wachstumsrate auf (µexp = 0,029 h−1). Das
spiegelte sich in sehr geringen PPP-Flüssen (max. 1,5 % ± 0 %) und geringen CO2-
Abgaberaten (47,7 % ± 23,0 %) wider. Die glycolytischen Flüsse gehen in Richtung
TCA-Zyklus. Mit 194,2 % ± 11,5 % betraf das nahezu den gesamten, aufgenommenen
Kohlenstoﬀ (theoretisch maximal 200 %). Durch die 13C-Stoﬀﬂussanalyse konnte außer-
dem gezeigt werden, dass ein reduktiver TCA-Zyklus in Richtung Succinyl-CoA-Bildung
unter anaeroben Gärungsbedingungen vorlag. Der Fluss durch diesen reduktiven Ast
betrug 103,3 % ± 10,7 %. Nur ein sehr geringer Teil (11,4 % ± 8,3 %) ﬂoss über den
oxidativen Ast des TCA-Zyklus in Richtung α-KG-Bildung zur Biomassebildung. Diese
Flüsse entsprachen somit zum größten Teil den für E. coli bereits beschriebenen Flüssen
für anaerobe Bedingungen [Schmidt et al., 1998]. Ausgehend vom TCA-Zyklus erfolgt
die Ausscheidung von Succinat und Propionat. Die jeweiligen Kohlenstoﬀﬂüsse betrugen
58,8 % ± 8,9 % und 30,7 % ± 4,7 %. Die Produktion von Acetat in das extrazelluläre
Medium war mit 86,6 % ± 21,1 % am höchsten.
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Bei der Beurteilung der Güte von 13C-Stoﬀﬂussanalysen kam der sogenannte χ2-An-
passungstest zur Anwendung. Damit kann berechnet werden, ob die Anpassung eines
vorgegeben Stoﬀwechselnetzwerkes mit den gemessenen 13C-Daten abgelehnt werden muss
oder die Bestimmung der 13C-Stoﬀﬂüssen mit ausreichender Güte erfolgen kann. Der
Wert des kritischen Residuums (kritischer Wert) ist dabei abhängig von der Anzahl der
Messungen und Freiheitsgraden des Netzwerkes [Wiechert et al., 1997]. Die Ergebnisse
dieser Signiﬁkanzprüfung sind in Tab. 3.29 zu sehen.
Wurden alle gemessenen 13C-Daten (s.a. Anhang A2) in die Modellierung einbezogen,
ergab sich für alle betrachteten Zustände eine Ablehnung des Modells aufgrund der Über-
schreitung des kritischen Residuums. Für Fructose (aerob) beispielsweise musste der Wert
des Residuums kleiner als 68,8 sein. Unter Einbeziehung aller Messdaten lag das Endre-
siduum jedoch bei 150,0 (s.a. Tab. 3.29). Auﬀällig dabei war jedoch, dass der größte
Fehler durch die m+0-Spur (unmarkierter Teil des jeweiligen Metabolitenpools) entstand.
Wurden die m+0-Messwerte für alle Metabolite aus der 13C-Stoﬀﬂussmodellierung her-
ausgenommen, konnten die Anpassungen der Daten an das Modell mit ausreichender Güte
angenommen werden. So sank das Residuum für die Kultivierung mit Fructose (aerob)
auf 53,7, was deutlich unterhalb des kritischen Residuums von 64,3 lag. Ähnlich konnten
damit auch gültige Anpassungen der anderen beiden aeroben Zustände mit Succinat und
Succinat/Fructose erreicht werden (vgl.a. Tab. 3.29). Lediglich bei der anaeroben Kul-
tivierung mit Fructose als alleiniger C-Quelle muss die Anpassung weiterhin signiﬁkant
abgelehnt werden. Hier ergab sich ein Residuum von 82,5 bei einem kritischen Residuum
von 63,2.
Tab. 3.29: Residuen der 13C-Stoﬀﬂussanalyse im Vergleich zum berechneten Residuum des χ2-
Anpassungstests (α-Kriterium: 10 %). Residuum I: 13C-Modell mit allen gemessenen Daten (s.a. Anhang A2).
Residuum II: 13C-Modell mit Daten aus Anhang A2, allerdings ohne m+0.
Kultivierung Kritischer Wert Residuum I Kritischer Wert Residuum II
χ2-Test alle Daten χ2-Test ohne m+0
M2F  aerob 68,8 150,0 64,3 53,7
M2S  aerob 55,2 91,4 50,7 29,9
M2SF  aerob 68,8 171,3 56,4 30,0
M2F  anaerob 67,7 266,6 63,2 82,5
Für die 13C-Stoﬀﬂussanalysen Acetat/Fructose (aerob), Succinat/Fructose (mikroae-
rob) und Succinat (phototroph) konnten keine zufriedenstellenden Anpassungen an das
Modell erreicht werden. Hier lagen die Endresiduen > 1200. Der Grund für diese Schwierig-
keiten ist bislang unklar. Bei der Acetat/Fructose-Kultivierung könnte der bislang nicht
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vollständig aufgeklärte Acetatstoﬀwechselweg eine Rolle spielen. In Abschn. 3.7.4 wird
zwar gezeigt werden, dass unter aeroben Bedingungen der Ethylmalonyl-CoA-Weg für die
Assimilation von Acetat von R. rubrum genutzt wird, es kann jedoch nicht ausgeschlos-
sen werden, dass noch weitere bislang unbekannte Wege existieren. Da diese Wege im
bisherigen Netzwerk nicht berücksichtigt werden konnten, könnte sich durch Aufklärung
unbekannter Stoﬀwechselwege eine Verbesserung der Anpassung erzielen lassen.
Allgemein festzuhalten war eine starke Verschlechterung der Anpassung bei der Be-
trachtung sauerstoﬀlimitierter Zustände. Bereits der anaerobe Zustand zeigte mit ei-
nem Residuum von 266,6 eine weitaus schlechtere Anpassung als die anderen model-
lierten Zustände (171,3 maximal). Zu vermuten wären hier eventuell bislang unbekann-
te, und daher unberücksichtigte Reaktionen, die zu einem unvollständigen stöchiome-
trischen Netzwerk führen. Ebenfalls denkbar wäre ein Zusammenhang mit der Produk-
tion photosynthetischer Membranen, da diese ausschließlich unter sauerstoﬀlimitierten
Bedingungen gebildet werden. Der quasi-stationäre Zustand, welcher konstante extrazel-
luläre Auf- und Ausscheideraten als Voraussetzung hat, könnte durch die Produktion
von photosynthetischen Membranen gestört sein. Es konnte allerdings gezeigt werden,
dass über den Zeitraum der Probennahme und der Berechnung der extrazellulären Auf-
und Ausscheideraten die Membranbildungsrate konstant war. In zwei voneinander un-
abhängigen 13C-Experimenten konnten ähnliche Membranbildungsraten ermittelt werden
(s.a. Tab. 3.30).
Tab. 3.30: Gemittelte Membranbildungsraten von zwei unabhängigen mikroaeroben Kultivierun-
gen für 13C-Stoﬀﬂussanalysen. Die einzelnen Messpunkte (Messungen alle 1,5 h) wurden über den





1 0,081 ± 0,006 5,92
2 0,076 ± 0,005 5,58
3.7.4 Acetatstoﬀwechsel
Der Acetatstoﬀwechsel wurde aufgrund des Fehlens der Isocitratlyase in R. rubrum
untersucht. Die Isocitratlyase ist ein essenzielles Enzym in dem für das Wachstum auf C2-
Substraten weit verbreiteten Glyoxylatweges. Da dieser Weg ohne Isocitratlyase nicht
möglich ist, müssen alternative Wege für die Assimilation von Acetat zum Auﬀüllen
des TCA-Zyklus vorhanden sein, da R. rubrum in der Lage ist, auf Acetat als alleini-
ge C-Quelle zu wachsen [Sojka, 1978]. Unter Abschn. 1.1.3 wurden der Citramalatweg
und der Ethylmalonyl-CoA-Weg als mögliche Alternativen vorgestellt. Im Folgenden soll
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nun auf einzelne Untersuchungen zu diesen beiden Wegen eingegangen werden.
Analyse von homologen und annotierten Genen
Eine Analyse des Genoms auf Sequenzhomologien, mittels Blast, zeigte, dass die
CCR, Schlüsselenzym des Ethylmalonyl-CoA-Weges auch in R. rubrum annotiert ist
(Rru_A3063). Dagegen konnte kein Gen gefunden werden, welches für die Citramalatsynt-
hase, das Schlüsselenzym des Citramalatweges, codiert. Auch Sequenzhomologievergleiche
mit Bakterien, welche deﬁnitiv ein Gen für die Citramalatsynthase besitzen (z.B. leuA von
Leptospira interrogans, MJ_1392 von Methanocaldococcus jannaschii DSM 2661 [Howell
et al., 1999]), führten zu keinem Ergebnis.
Wachstum unter aeroben Bedingungen
Nach Kornberg and Lascelles [1960] ist das Wachstum von R. rubrum auf Acetat unter
anaeroben, phototrophen Bedingungen abhängig von der Zugabe von Bicarbonat. Aus
diesem Grund wurde das Wachstum von R. rubrum in Abhängigkeit von der Zufuhr
von CO2 für aerobe Bedingungen im Dunkeln untersucht. In Abb. 3.34 ist der Verlauf
von A660 bei verschiedenen CO2-Konzentrationen zu sehen. Sehr deutlich ist zu erkennen,
dass ohne die Zufuhr von externen CO2 kein Wachstum erfolgte. Hingegen war Wachstum
mit einer exponentiellen Wachstumsrate von µexp = 0,052 h−1 zwischen 2 % und 5 % CO2
möglich. Mit 10 % CO2 erfolgte wieder ein verlangsamtes Wachstum. CO2 wirkt hier
oﬀenbar inhibitorisch, was bereits in der Literatur für andere Bakterien beschrieben ist
[Haas et al., 1989; Dixon and Kell, 1989].
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Abb. 3.34: Wachstum von R. rubrum auf Acetat als alleinige C-Quelle unter aeroben
Bedingungen (pO2 = 10 %) mit verschiedenen CO2-Konzentrationen (1 %, 2 %, 5 %
und 10 %). Alle Kultivierungen wurden einmal, in der DASGIP-Anlage jedoch parallel




Abb. 3.35 zeigt CCR-Aktivitäten in R. rubrum unter verschiedenen Sauerstoﬀ- und
Lichtbedingungen. Unter allen untersuchten Bedingungen konnte CCR-Aktivität nach-
gewiesen werden. Jedoch war die Aktivität unterschiedlich hoch. Am geringsten war die
Aktivität unter phototroph, anaeroben Bedingungen (4,7 nmol
mgProtein ·min
). Steigende Akti-
vitäten konnten unter mikroaeroben und aeroben Sauerstoﬀbedingungen verzeichnet wer-
den (mikroaerob: 88,8 nmol
mgProtein ·min
, aerob: 132,4 nmol
mgProtein ·min
). Im Vergleich zu R. rubrum
sind die gemessenen CCR-Aktivitäten in Rb. sphaeroides mit 700 nmol
mgProtein ·min
unter pho-
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Abb. 3.35: CCR-Aktivitäten unter verschiedenen Sauerstoﬀbedingungen bei 1 % CO2 auf Acetat als alleini-
ge C-Quelle. Standardabweichungen aus jeweils 3 biologisch unabhängigen Kultivierungen. Maximales A880
A660
-
Verhältnis unter den verschiedenen Bedingungen zum Vergleich. DASGIP-Kultivierungsparameter.
Die Messung der Citramalatsynthase ergab lediglich unter phototroph, anaeroben Be-
dingungen eine Aktivität von < 3 nmol
mgProtein ·min
. In Anwesenheit von Sauerstoﬀ (aerobe
und mikroaerobe Bedingungen) konnte keine Aktivität der Citramalatsynthase detektiert
werden.
Bestimmung intrazellulärer Metabolite
Zur weiteren Untersuchung des Acetatstoﬀwechsels in R. rubrum wurden Daten zu in-
trazellulären Metabolitenkonzentrationen unter den verschiedenen Sauerstoﬀbedingungen
(anaerob/phototroph, mikroaerob und aerob) erhoben. Zusätzlich zu den bei Luo et al.
[2007] etablierten Metaboliten wurden Citramalat, Acetoacetyl-CoA, Crotonyl-CoA, Ethyl-
malonyl-CoA, Methylsuccinyl-CoA, Propionyl-CoA und 3-Methylmalyl-CoA bestimmt.
Ethylmalonyl-CoA und Methylsuccinyl-CoA sind nicht kommerziell erhältlich. Aus die-





































































































































































































































































































































































































































































































































In Abb. 3.36 sind die Ergebnisse dieser LC-MS/MS-Messungen zu sehen. Bei den
Metaboliten des Ethylmalonyl-CoA-Weges ﬁel auf, dass unter aeroben Bedingungen hö-
here Poolgrößen vorhanden waren. So war Ethylmalonyl-CoA/Methylsuccinyl-CoA um
das 1,7-fache, Crotonyl-CoA um das 2,5-fache und Acetoacetyl-CoA sogar um das 3,6-
fache erhöht. Interessanterweise fanden sich allerdings die höchsten Acetyl-CoA-Pools
unter phototroph, anaeroben Bedingungen (1,67 µmol/gBTM). Bemerkt werden muss al-
lerdings, dass Acetoacetyl-CoA und Crotonyl-CoA auch Metabolite der PHB-Biosynthese
in R. rubrum und nicht speziﬁsch für den Weg der Acetatassimilation sind (vgl.a. Ab-
schn. 1.3.4).
Bei der Messung von Citramalat konnte eine Instabilität dieses Metaboliten in der
Quenching-Lösung beobachtet werden (60 %iges Methanol, 5 mM Tricin), was dazu führte,
dass nach 12 h kein Citramalat mehr nachzuweisen war. Diese Degradation wurde nicht
bei einer wässrigen Lösung beobachtet (Daten nicht gezeigt). Aus diesem Grund konnte
sowohl im Extrakt als auch im Quenching-Überstand kein Citramalat detektiert werden.
In Abb. 3.35 ist deshalb die speziﬁsche extrazelluläre Citramalatkonzentration gezeigt.
Sie war in der phototroph, anaeroben Kultivierung rund 2,2-fach höher gewesen als in der
aeroben Kultivierung. Unklar ist jedoch, aus welchem Grund R. rubrum Citramalat in
das extrazelluläre Medium ausscheiden sollte.
Beide alternative Routen für die Acetatassimilation führen über 3-Methylmalyl-CoA zu
Malat und Succinat. Bei Propionyl-CoA ließen sich, ebenso wie im gesamten TCA-Zyklus,
unter aeroben Bedingungen höhere Poolgrößen feststellen als unter mikroaeroben und pho-
totroph, anaeroben Bedingungen (s.a. Abb. 3.36). So war die Konzentration von intra-
zellulärem Propionyl-CoA unter aeroben Bedingungen um das 5,1-fache gegenüber photo-
troph, anaeroben Bedingungen erhöht. Succinat war um das 3,2-fache höher konzentriert.
Ausnahmen bildeten neben Citramalat noch Glyoxylat, Malat und Acetyl-CoA, welche
unter phototroph, anaeroben Bedingungen höhere Konzentrationen aufwiesen als unter
aeroben Bedingungen im Dunkeln. Glyoxylat beispielsweise war unter phototroph, anae-
roben Bedingungen um das 5,6-fache erhöht (9,55 µmol/gBTM) im Vergleich zu aeroben
Bedingungen (1,71 µmol/gBTM) (vgl.a. Abb. 3.36).
Die Analyse der zentralen Stoﬀwechselintermediate und der Enzymaktivitäten zeigt,
dass der Ethylmalonyl-CoA-Weg von R. rubrum für die Assimilation von Acetat genutzt
wird. Keine CCR-Aktivität konnte in Succinat-gewachsenen Zellen detektiert werden (Da-
ten nicht gezeigt). Die CCR-Aktivität ist somit ein speziﬁscher Indikator für den Weg der
Acetatassimilation.
Aus den Daten lässt sich weiterhin schließen, dass der Ethylmalonyl-CoA-Weg bevor-
zugt unter aeroben Sauerstoﬀbedingungen im Dunkeln verwendet wird (Abb. 3.35). Weiter
oﬀen bleibt der Weg der Acetatassimilation unter phototroph, anaeroben Bedingungen,
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da hier sowohl die CCR als Enzym des Ethylmalonyl-CoA-Weges als auch die Citramalat-
synthase als Enzym des Citramalatweges mit 4,7 nmol
mgProtein ·min
bzw. < 3 nmol
mgProtein ·min
sehr
geringe Aktivitäten aufwiesen. Hier muss vermutet werden, dass neben diesen beiden We-
gen weitere Möglichkeiten der Assimilation von Acetat zur Auﬀüllung des TCA-Zyklus'
existieren.
Modellierung zum Acetat-Stoﬀwechselweg
Die Propionyl-CoA-Carboxylase (PCC) ist bei der Acetatassimilation über den Citra-
malatweg und den Ethylmalonyl-CoA-Weg beteiligt [Ivanovsky et al., 1997; Erb et al.,
2007]. Zur Untersuchung des Acetatstoﬀwechselweges wurden die theoretischen Aus-
wirkungen einer Inhibierung der PCC mit Hilfe des stöchiometrischen Netzwerkes von
R. rubrum analysiert (s.a. Anhang B). Entscheidend dabei sind die sauerstoﬀempﬁndlichen
Enzyme RuBisCO, Pyruvatsynthase und α-KG-Synthase, welche ausschließlich in Abwe-
senheit von Sauerstoﬀ aktiv sind. Dadurch verändert sich das theoretische Stoﬀwechsel-
netzwerk entscheidend im Hinblick auf die Acetatassimilation unter aeroben im Ver-
gleich zu anaeroben, phototrophen Bedingungen. PCC ist ein essenzielles Enzym bei
der Propionatassimilation und ließ sich im Experiment durch die Zugabe von Itaconat
inhibieren [Berg et al., 2002] (vgl.a. Abschn. 3.7.4).
Für aerobe Bedingungen wurden im Netzwerk die Reaktionen der RuBisCO, Pyruvat-
synthase und α-KG-Synthase aufgrund ihrer Sauerstoﬀsensitivität aus dem Netzwerk her-
ausgenommen. Das führte dazu, dass PCC unter aeroben Bedingungen essenziell für das
Wachstum wurde. Die Verwendung des linearen Optimierungsalgorithmus' GLPKMEX
mit der Zielfunktion Wachstum (mue) zeigte, dass unter diesen Bedingungen bei gleich-
zeitiger Lösbarkeit des Optimierungsproblems kein Wachstum mehr möglich war. Die Rate
mue war gleich 0.
Unter anaeroben Bedingungen im Licht war die Situation anders, da hier die Reaktio-
nen der RuBisCO, Pyruvatsynthase und α-KG-Synthase berücksichtigt werden mussten
und als aktiv angenommen wurden [Sarles Cook and Tabita, 1988; Buchanan et al., 1967;
Evans et al., 1966; Anderson and Fuller, 1967b]. Unter diesen Bedingungen war Wachstum,
unabhängig vom Citramalatweg und unabhängig vom Ethylmalonyl-CoA-Weg, möglich
und es konnte eine maximale Rate mue von µ = 0,063 h−1 erzielt werden. Dabei wa-
ren die Reaktionen der Pyruvatsynthase und RuBisCO für sich essenziell. α-KG-Synthase
konnte nicht als einziges Enzym für die Acetatassimilation dienen und führte zu einer Ra-
te mue von 0. Zwischen Pyruvatsynthase und RuBisCO dagegen konnte ﬂexibel gewählt
werden. Jede Enzymreaktion für sich erlaubte maximales Wachstum von µ = 0,063 h−1.
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Eﬀekt von extrazellulärem Itaconat
Die Propionyl-CoA-Carboxylase kann in R. rubrum in-vivo durch Itaconat, eine or-
ganische Dicarbonsäure, gehemmt werden [Berg et al., 2002]. Berg et al. [2002] konnten
eine starke Hemmung der in-vitro-Aktivität mit 20 mM Itaconat feststellen (um 77 %).
Mit der Zugabe von extrazellulärem Itaconat konnte allerdings nicht das Wachstum unter
anaeroben, phototrophen Bedingungen gehemmt werden. Berg et al. [2002] führen diese
Beobachtung auf das Unvermögen der Itaconat-Aufnahme durch R. rubrum oder Möglich-
keiten zum Abbau zur Detoxiﬁkation zurück. Itaconat ist als Hemmstoﬀ der Isocitratlyase
in methylotrophen Mikroorganismen bekannt und führt dort auch zu einer Hemmung des
Wachstums nach Zugabe von Itaconat [Bellion and Kelley, 1979].
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Abb. 3.37: Eﬀekt von extrazellulärem Itaconat auf das aerobe und anaerob, phototrophe Wachstum von
R. rubrum im Schüttelkolben bzw. Pyrexﬂaschen. A: Acetat, aerob. B: Succinat, aerob. C: Acetat, phototroph.
D: Succinat, phototroph. Gefüllte Symbole: mit Itaconat. Leere Symbole: ohne Itaconat. Pfeile: kennzeichnen
den Zeitpunkt der Itaconatzugabe (20 mM). Die Daten sind repräsentativ für jeweils 2 unabhängige Kultivie-
rungen im Schüttelkolben bzw. Pyrexﬂasche.
In Abb. 3.37 ist der Eﬀekt von extrazellulärem Itaconat auf das Wachstum von
R. rubrum unter aeroben Bedingungen im Dunkeln und phototroph, anaeroben Bedin-
gungen mit Acetat und Succinat als C-Quelle zu sehen. In Übereinstimmung mit den
Ergebnissen von Berg et al. [2002] wurde kein hemmender Eﬀekt auf das Wachstum unter
phototrophen Bedingungen gefunden, weder mit Acetat noch mit Succinat als C-Quelle
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(vgl.a. Abb. 3.37/C,D). Allerdings wurde eine sehr starke Hemmung des Wachstums un-
ter aeroben Bedingungen auf Acetat, jedoch nicht auf Succinat als Substrat, festgestellt
(vgl.a. Abb. 3.37/A,B). Das zeigt zum einen, dass Itaconat, im Widerspruch zu den Ar-
gumentationen von Berg et al. [2002], von R. rubrum aufgenommen werden kann, denn
andernfalls wäre das Wachstum der Zellen nicht beeinträchtigt. Zum anderen zeigen diese
Versuche deutlich, dass nur das aerobe Wachstum von der PCC-Aktivität abhängig ist
und dass sich der phototrophe Weg der Acetatassimilation von dem Weg der aeroben
Acetatassimilation unterscheidet.
Anhand der erhaltenen Daten ist es sehr wahrscheinlich, dass der phototrophe Weg
der Acetatassimilation in R. rubrum nicht über den Citramalatweg verläuft. Es konn-
te kein homologes Gen, welches für die Citramalatsynthase codiert, gefunden werden.
Darüber hinaus sind die speziﬁschen Aktivitäten mit < 3 nmol
mgProtein ·min
nur sehr gering.
Allerdings ist auch das alleinige Operieren des Ethylmalonyl-CoA-Weges keine echte Al-
ternative, da die Aktivitäten des der CCR als Schlüsselenzym ebenfalls sehr gering aus-
ﬁelen (4,7 nmol
mgProtein ·min
). Im Gegensatz dazu waren die CCR-Aktivitäten unter aeroben
Sauerstoﬀbedingungen sehr hoch (132,4 nmol
mgProtein ·min
) und das Wachstum sensitiv gegen-
über der Zugabe von Itaconat. Da diese Hemmung unter phototrophen Bedingungen nicht
zu beobachten war, ist es sehr wahrscheinlich, dass neben dem Citramalatweg und dem
Ethylmalonyl-CoA-Weg weitere Wege der Assimilation von Acetat in R. rubrum exis-
tieren. Das können zum Beispiel die Reaktionen der RuBisCO und/oder die Reaktionen
von Pyruvat-/α-KG-Synthase sein. Anderson and Fuller [1967c] konnten in diesem Zu-
sammenhang zeigen, dass die RuBisCO-Aktivität mit Acetat als C-Quelle ca. 8,6-fach
höher als mit Malat als C-Quelle unter phototrophen Bedingungen ist. Ebenso denkbar
ist die Existenz eines bisher komplett unbekannten Weges für die Acetat-Assimilation in
R. rubrum und anderen Isocitratlyase-negativen Bakterien.

4 Abschließende Diskussion
Im Rahmen dieser Arbeit wurde das biotechnologische Potenzial des fakultativ photo-
synthetischen Bakteriums R. rubrum im Dunkeln aufgezeigt und beurteilt. Dabei wurden
Verfahren der klassischen Prozessentwicklung und -optimierung mit Methoden zur Ana-
lyse des mikrobiellen Stoﬀwechsels kombiniert.
Mit Hilfe von Batch-Kultivierungen konnte gezeigt werden, dass durch eine geeignete
Zufuhr von CO2 auf den Einsatz von Succinat unter mikroaeroben Bedingungen verzich-
tet werden kann. So konnten mit Fructose als alleiniger C-Quelle ähnlich hohe speziﬁsche
Bacteriochlorophyll-Mengen erzielt werden (3,95 µmol/gBTM) wie unter Einsatz von Suc-
cinat und Fructose (3,81 µmol/gBTM). Noch weiter steigern lässt sich die Bacteriochloro-
phyll-Bildung durch die Einstellung anaerober Sauerstoﬀbedingungen. Auf diese Weise las-
sen sich 6,46 gegenüber 3,95 µmol/gBTM Bacteriochlorophyll erzielen. Die Bacteriochloro-
phyll-Ausbeute ist unter anaeroben Bedingungen sogar etwas höher (Y(P/S) = 1,57
µmolBchl
gSubstrat
gegenüber Y(P/S) = 1,33
µmolBchl
gSubstrat
). Fructose wird hierzu aber nur zu einem geringen Anteil
für die Bildung von Bacteriochlorophyll benötigt. Ein Gesamtanteil von lediglich 0,7 %
Bacteriochlorophyll an der BTM bestätigte diese Beobachtung.
Darüber hinaus wies eine anaerobe Prozessführung mehrere Vorteile gegenüber ei-
nem mikroaeroben Kultivierungsverfahren auf. So wurde unter anaeroben Gärungs-
bedingungen ein breiteres Produktspektrum abgedeckt als unter mikroaeroben Bedingun-
gen. Das betraf zum Beispiel die Bildung molekularen Wasserstoﬀs und organischer Säuren
(u.a. Succinat). So wurden unter mikroaeroben Bedingungen nur geringe Mengen Succinat
gebildet (nach 24 h: 0,3 mM) im Gegensatz zu anaeroben Sauerstoﬀbedingungen (nach
24 h: 16,5 mM). Der Grund dafür liegt höchstwahrscheinlich in einem reduktiven TCA-
Zyklus, der jedoch nicht vollständig ist. So konnten 13C-Stoﬀﬂussanalysen zeigen, dass die
Reaktion der α-KG-Synthase (von Succinyl-CoA zu α-KG) in Richtung CO2-Fixierung
unter diesen Bedingungen nicht abläuft. Als Folge davon wird Succinat ausgeschieden.
Des Weiteren konnte eine Zelldichte-abhängige Abnahme der Produktivitäten fest-
gestellt werden, welche sich in einer starken Verringerung der speziﬁschen Produkt-
konzentrationen von photosynthetischen Membranen (A880/A660 bzw. Bacteriochloro-
phyll) (um ≈ 91 %), Wasserstoﬀ (um ≈ 98 %) und organischen Säuren (um ≈ 87 %)
in Zelldichten von A660 > 20 äußerte. Lediglich PHB und Coenzym Q10 können von die-
ser Beobachtung ausgenommen werden. Der PHB-Gehalt stieg sogar leicht von 7,6 auf
13,1 %. Die maximale Konzentration für Bacteriochlorophyll betrug 40,5 µmol/L und für
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Succinat 286 mM. Die Wasserstoﬀbildungsrate betrug maximal 0,53 mmol H2
L ·h ; insgesamt
konnte ein Volumen von 940 mL H2 produziert werden.
Im Vergleich zu einer Reihe anderer photosynthetischer Bakterien wie Rb. sphaeroides,
Rb. capsulatus oder Rps. palustris weist R. rubrum einen höheren speziﬁschen Bacterio-
chlorophyll-Gehalt (7,74 µmol/gBTM) bei vergleichbaren Zelldichten auf. So wird bei Ura-
kami and Yoshida [1993] der Bacteriochlorophyll-Gehalt von beispielsweise Rb. sphaeroides
TK 5112 mit 3,23 µmol/gBTM angegeben. Rb. capsulatus TK 5102 bildet 4,61 µmol/gBTM .
Eine Ausnahme bildet anscheinend Rhodovulum sulﬁdophilum (Rhodobacter sulﬁdophi-
lus), welcher mit 14,6 µmol/gBTM die doppelte Menge zu R. rubrum bildet.
Als nicht-photosynthetisches Bakterium wurde E. coli für die Protoporphyrin-Bildung
optimiert Hier erzielte ein entsprechender Stamm nach Expression verschiedener Gene aus
Rb. capsulatus, Synechocystis sp. und Bacillus subtilis 89 µmol/L [Kwon et al., 2003]. Im
Vergleich dazu wies der Wildtyp E. coli einen Protoporphyrin-Gehalt von nur 0,2 µmol/L
auf. Eine besondere Bedeutung kommt hierbei der Abnahme der speziﬁschen Bacterio-
chlorophyll-Bildung in höheren Zelldichten in R. rubrum zu. Theoretische könnten mit
maximaler Membranausbildung in Zelldichten von A660 = 100: > 250 µmol/L Bacterio-
chlorophyll oder andere Tetrapyrrol-Komponenten gebildet werden.
Für den SLYC18-Stamm werden darüber hinaus die erreichten Lycopin-Konzentrationen
diskutiert. Maximal wurden speziﬁsche Mengen von 3,48 µmol/gBTM erzielt. Im Ver-
gleich zu rekombinanten E. coli -Stämmen fällt dieser Wert nur sehr gering aus. So wurde
durch Überexpression der Phosphoenolpyruvat-Synthase (pps-Genprodukt) eine speziﬁ-
sche Lycopin-Konzentration von 46,6 µmol/gBTM erreicht [Farmer and Liao, 2001]. Durch
die Zugabe von Arabinose wurden in Fedbatch-Kultivierungen maximale Konzentrationen
von 59,6 µmol/gBTM und 2,51 mM erzielt [Kim et al., 2011].
Im Vergleich zu anderen Produktionsorganismen ist die PHB-Produktion in R. rubrum
als eher gering einzuschätzen. Mit 78-83 % bildet R. eutropha KCTC 2662 mehr als das
doppelte der von R. rubrum produzierten PHB-Menge [Park and Kim, 2011]. Auch die
bisher beobachtete maximale Raum-Zeit-Ausbeute ist mit 1,0 gPHB
L ·h ca. 11-fach höher als
die bei R. rubrum (0,085 gPHB
L ·h ) [Riedel et al., 2011]. Dabei muss zudem berücksichtigt
werden, dass die maximalen PHB-Mengen mit R. rubrum (34,3 %) auf Acetat-haltigen
Medium beobachtet worden ist, dass sich aufgrund der sehr geringen Wachstumsrate von
µexp = 0,052 h−1 nicht für Fedbatch-Kultivierungen eignet. Fedbatch-Kultivierungen wer-
den bevorzugt eingesetzt, um die Produktmengen von Batch-Kultivierungen zu steigern.
Die Wasserstoﬀbildungsrate in R. rubrum unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln
ist verglichen mit anderen H2-bildenden Bakterien dagegen niedrig. Abhängig vom Aus-
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gangsmaterial bilden photosynthetische Bakterien unter phototrophen Bedingungen zwi-
schen 0,1 und 133 mmol H2
gBTM ·h
[Das and Veziroglu, 2001]. R. rubrum beﬁndet sich mit dem in
dieser Arbeit bestimmten Maximalwert von 0,5
mmolH2
gBTM ·h
im unteren Bereich, obwohl die




angegeben wird. Auch sind mittlerweile genetisch optimierte






lich höhere Mengen H2 bilden können als andere Bakterien [Yoshida et al., 2005]. Generell
werden unter anaeroben, fermentativen Bedingungen höhere H2-Bildungsraten beobachtet
als unter photosynthetischen Bedingungen [Das and Veziroglu, 2001]. Aus diesem Grund
ist die Eignung von R. rubrum als Wasserstoﬀ-Produzent unter den untersuchten Bedin-
gungen fraglich, da die in dieser Arbeit festgestellten H2-Bildungsraten unter anaeroben,
fermentativen Bedingungen deutlich niedriger sind als zum Beispiel bei E. coli und für
phototrophe Bedingungen keine höheren Raten zu erwarten sind.
Ein ähnliches Problem ergibt sich auch für die Produktion von Succinat mit R. rubrum.
Auch hier sind inzwischen erfolgreich genetisch optimierte E. coli -Stämme konstruiert
worden, welche hohe Titer Succinat produzieren können. Dennoch zeigt R. rubrum hier
ein erstaunlich hohes Potenzial zur Succinatbildung, welches bisher noch nicht voll-
ständig untersucht ist. Denn verglichen mit dem Wildtyp produziert R. rubrum mit
Ausbeuten von bis zu Y(P/S) = 0,73
molSuccinat
molFructose




) [Chatterjee et al., 2001; Gokarn et al., 1998]. Zusätzlich bil-
det E. coli neben Succinat noch Lactat, Formiat, Acetat und Ethanol. Im Gegensatz
dazu bildet R. rubrum mit Acetat und Propionat nur zwei Nebenprodukte in signiﬁkan-




geringer als in R. rubrum. Hier werden außerdem mit 205 mM sehr
hohe Mengen Lactat gebildet (aus 200 mM Glucose) [Inui et al., 2004]. Auch im Vergleich
zu Mannheimia succiniciproducens MBEL55E, einem aus dem Rinderpansen isolierten
Bakteriums, produziert R. rubrum vergleichbar höhere Konzentrationen. Die maximale
Succinatkonzentration lag hier bei rund 93 mM Succinat [Lee et al., 2006]. Wie aber bereits
bei der Wasserstoﬀproduktion gezeigt, wurden in den letzten Jahren gezielte genetische
Modiﬁkationen in beispielsweise E. coli vorgenommen, die zu einer vielfach gesteigerten
Succinatproduktion im Vergleich zum Ausgangsstamm führten. So konnten Sánchez et al.
[2005] unter anaeroben Bedingungen rund 350 mM mit dem Stamm SBS550MG, der
keine Alkoholdehydrogenase (∆adhE ), Lactatdehydrogenase (∆ldhA) und keine Acetat-
kinase/Phosphotransacetylase (∆ack-pta) mehr besitzt, erzielen. Darüber hinaus wurde
der Glyoxylatweg in Anwesenheit von Glucose durch Inaktivierung des Repressorproteins
iclR aktiviert, um die NADH-Verfügbarkeit zu erhöhen. Zwischen 622-733 mM Succinat
177
Abschließende Diskussion
konnten bisher mit E. coli maximal unter aeroben Bedingungen erzielt werden [Jantama
et al., 2008].
Die Coenzym Q10-Produktivität in R. rubrum liegt, verglichen mit alternativen Sys-
temen, im unteren Bereich. Die maximale Coenzym Q10-Konzentrationen in R. rubrum
betrug 5,70 µmol/gBTM . Abhängig vom jeweiligen Mikroorganismus werden in bakte-
riellen Systemen zwischen 0,33 bis 37,6 µmol/gBTM Coenzym Q10 erzielt [Jeya et al.,
2010]. Hier scheint E. coli kein geeigneter Wirtsorganismus zu sein, da selbst durch ver-
schiedene Optimierungen (heterologe Expression des Mevalonatweges aus Streptococcus
pneumoniae) eine speziﬁsche Konzentration von 2,81 µmol/gBTM Coenzym Q10 nicht
überschritten werden konnte [Zahiri et al., 2006]. Neben E. coli weist Agrobacterium
tumefaciens ein hohes Potenzial zur Coenzym Q10-Produktion auf. Mit Hilfe eines de-
ﬁnierten Saccharosefeeds konnten maximal speziﬁsche Mengen von 10,7 µmol/gBTM und
725,7 µmol/L erreicht werden [Ha et al., 2007]. Für R. rubrum konnte eine erhöhte Q10-
Produktion unter Verwendung von Tabakhydrolysaten gezeigt werden. Unter Einsatz von
25 % Tabakhydrolysat konnte so die speziﬁsche Q10-Menge um das 1,6-fache gesteigert
werden (auf 9,27 µmol/gBTM) [Tian et al., 2010].
Bei der Beurteilung der Produktivitäten muss berücksichtigt werden, dass Fedbatch-
Kultivierungen mit Fructose als alleinige C-Quelle nur bis zu Zelldichten von A660 = 57,2
durchgeführt worden sind. Zeiger and Grammel [2010] konnten eine maximale Zelldichte
von A660 = 160 mit R. rubrum erreichen. Daher kann vermutet werden, dass das biotech-
nologische Potenzial von R. rubrum vermutlich noch deutlich größer ist. Allerdings wurde
in diesen Hochzelldichte-Kultivierungen ein Succinat/Fructose Mischsubstrat verwendet,
welches zum einen, durch Succinat, ein kostenintensives Substrat darstellt und zum an-
deren für die Produktion von Succinat unter anaeroben Bedingungen nicht geeignet ist.
Mit Fructose als alleinige C-Quelle könnte das Wachstum auf Zelldichten A660 < 160 be-
schränkt sein, da in jeweils zwei unabhängigen Kultivierungen keine Zelldichte A660 > 57,2
erzielt werden konnte. Eine mögliche Ursache könnte in dem niedrigen Gehalt an PHB als
Acetyl-CoA-Quelle liegen, was das Wachstum in hohen Zelldichten vermindern könnte. Be-
kräftigt wird diese Vermutung durch die Beobachtung, dass das Wachstum auf einem Ace-
tat/Fructose Mischsubstrat schneller stattﬁndet als mit Fructose als alleiniger C-Quelle
ist (s.a. Abschn. 3.1.1), sowie einer höheren Zelldichte, die mit einem Acetat/Fructose-
Mischsubstrat erzielt werden konnte (s.a. Abschn. 3.2.2).
Ein weiterer wichtiger Aspekt dieser Arbeit betriﬀt die Interpretation der gemessenen
Verhältnisse A880/A660 und der spektrophotometrischen Vermessung von Bacteriochloro-
phyll. Es kann aus den A880/A660-Werten allein nicht direkt geschlussfolgert werden, ob
178
Abschließende Diskussion
eine Ausbildung und Invagination photosynthetischer Membranen vorliegt oder nicht. Es
wäre denkbar, dass in höheren Zelldichten lediglich eine fehlende Bildung von Bacterio-
chlorophyll und Carotinoiden vorliegt und sozusagen eine pigmentlose Membran gebildet
wird. Das wäre durch Messung des A880/A660-Verhältnisses nicht festzustellen. Für das
Vorliegen einer solchen pigmentlosen Membran spricht die Messung des Coenzym Q10-
Anteils in hohen Zelldichten und die Untersuchung der spontan aufgetretenen, pigment-
losen Mutante Pigment−. Es ist nahezu ausgeschlossen, dass das lipophile Molekül au-
ßerhalb der Lipiddoppelschicht vorkommt. In beiden Fällen konnte gezeigt werden, dass
die Coenzym Q10-Bildung unabhängig von den Mengen photosynthetischer Membranen
ist.
Für die Charakterisierung der Bildung der verschiedenen Produkte in R. rubrum
spielt der Zentralstoﬀwechsel eine wesentliche Rolle. Da dieser bisher noch wenig in
R. rubrum untersucht worden ist, sollte die Bestimmung von intrazellulärer Metaboliten-
pools, Enzymaktivitäten sowie Kohlenstoﬀﬂüssen mittels 13C-Stoﬀﬂussanalyse dazu bei-
tragen, den Stoﬀwechsel und die Produktbildung in R. rubrum besser zu verstehen.
Die Bestimmung intrazellulärer Precursor zeigte großer Veränderungen in Abhängig-
keit vom Substrat, Gelöstsauerstoﬀkonzentration und Phase der Produktbildung. So führ-
te beispielsweise die Substrat-abhängige intrazelluläre Bereitstellung von Acetyl-CoA zu
einer unterschiedlichen PHB-Akkumulation unter aeroben Sauerstoﬀbedingungen, wobei
Acetat mit 1,06 mmol/gBTM Acetyl-CoA zum höchsten PHB-Anteil führte (34,3 %). Wo-
hingegen eine starke Abnahme von Acetyl-CoA (um ca. 80 %) nach dem Umschalten von
aerobe auf anaerobe Bedingungen mit Fructose als C-Quelle zu beobachten war (nach
30 h Produktionszeit). Hier hat Acetyl-CoA nicht nur für die PHB-Bildung Bedeutung,
sondern vor allem für die Neubildung von Lipiden zur Produktion photosynthetischer
Membranen und die darin enthaltenen Carotinoide. Auch die Konzentrationen anderer
intrazellulärer Metaboliten änderte sich bei einem solchen Umschaltprozess. Während
Succinyl-CoA, Succinat, Fumarat und Malat unter aeroben Bedingungen mit Fructose als
Kohlenstoﬀquelle nicht detektierbar waren, stiegen die Konzentrationen dieser Metaboli-
te unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln stark an. Im Gegensatz zu Citrat/Isocitrat
und α-KG, deren Konzentrationen sich unabhängig vom Prozess des Umschaltens nicht
veränderten.
Die 13C-Stoﬀﬂussanalyse unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln zeigte nur noch
sehr geringe Kohlenstoﬀﬂüsse von Citrat zu α-KG in oxidativer Richtung, während von
Malat zu Succinat das Operieren eines reduktiven TCA-Zyklus gezeigt werden konn-
te. Zwischen Succinyl-CoA und α-KG wurde ein signiﬁkanter Kohlenstoﬀﬂuss mit 0 %
modelliert, was eine Aktivität der von Buchanan et al. [1967] unter phototrophen Be-
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dingungen beobachteten α-KG-Synthase unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln aus-
schließt. Auch die 13C-Stoﬀﬂussanalysen unter aeroben Bedingungen (Fructose, Succinat,
Succinat/Fructose) konnten zufriedenstellend mit den angewendeten Methoden aufgelöst
werden. Es konnte somit erstmalig ein 13C-Modellierungsalgorithmus in R. rubrum zur
Erstellung von 13C-Stoﬀﬂusskarten erfolgreich angewendet werden. Innerhalb der Grup-
pe der Nicht-Schwefel Purpurbakterien wurde dies bisher nur für Rps. palustris gezeigt
[McKinlay and Harwood, 2011].
Neben dem biotechnologischen Aspekt bot eine Analyse des Zentralstoﬀwechsels die
Möglichkeit die Assimilation von Acetat in R. rubrum näher zu charakterisieren. Durch
das Fehlen der Isocitratlyase gibt es in R. rubrum keinen Glyoxylatweg wie er beispiels-
weise für E. coli und C. glutamicum bekannt ist. Es müssen daher alternative Routen für
die Verstoﬀwechselung von Acetat zum Auﬀüllen des TCA-Zyklus existieren.
Für diese Isocitratlyase-negativen Bakterien (neben R. rubrum auch Rb. sphaeroides ,
Methylobacterium extorquens und Streptomyces coelicolor) wurden in den vergangenen
Jahren zwei Wege vorgestellt. Von diesen beiden konnte der Ethylmalonyl-CoA-Weg für
R. rubrum unter verschiedenen Bedingungen im Rahmen dieser Arbeit durch die Messung
der Aktivität der Crotonyl-CoA-Reduktase/Carboxylase gezeigt werden. Dabei konnte ei-
ne sauerstoﬀ-abhängige Regulation der Aktivität dieses Schlüsselenzyms festgestellt wer-
den, wobei unter phototroph, anaeroben Bedingungen die Aktivität < 5 nmol
mgProtein ·min
lag
und damit ca. 28-fach geringer als die Aktivität bei 10 % pO2 unter aeroben Bedingungen.
Im Vergleich zu den in Rb. sphaeroides gemessenen Werten (700 nmol
mgProtein ·min
, [Erb et al.,
2007]) sind die Aktivitäten der Crotonyl-CoA-Reduktase/Carboxylase in R. rubrum so-
mit wesentlich geringer (rund Faktor 150). Außerdem konnten Schlüsselmetabolite wie
Ethylmalonyl-CoA und Methylsuccinyl-CoA ausschließlich beim Wachstum auf Acetat
detektiert werden. Beim Wachstum auf Succinat schlug sowohl die Messung der Akti-
vität der Crotonyl-CoA-Reduktase/Carboxylase als auch der Nachweis der Metabolite
Ethylmalonyl-CoA und Methylsuccinyl-CoA fehl.
Die zweite, von Ivanovsky et al. [1997] vorgeschlagene Route zur Acetatassimilation, der
Citramalatweg, konnte für R. rubrum nicht bestätigt werden. Unter aeroben und mikro-
aeroben Bedingungen konnte in beiden Fällen keine Aktivität gemessen werden. Lediglich
für phototrophe Bedingungen wurde eine sehr geringe Aktivität von < 3 nmol
mgProtein ·min
festgestellt.
Oﬀen ist allerdings, ob der Ethylmalonyl-CoA-Weg eine annehmbare Alternative dar-
stellt, da die Aktivität der Crotonyl-CoA-Reduktase/Carboxylase unter anaeroben, photo-
trophen Bedingungen mit < 5 nmol
mgProtein ·min
ebenfalls vergleichsweise gering ausﬁel. Hier
könnten die beiden Ferredoxin-abhängigen Reaktionen der Pyruvatsynthase und α-KG-
180
Synthase bzw. der RuBisCO eine Rolle spielen, welche in dieser Arbeit allerdings nicht
weiter untersucht wurden. Eine Messung der Aktivität dieser hoch sauerstoﬀempﬁnd-
lichen Enzyme gestaltet sich im Experiment schwierig, da die Enzyme in Anwesenheit
von Sauerstoﬀ schnell inaktiviert werden.
Für einen Acetatassimilations-Weg, der unabhängig vom Ethylmalonyl-CoA-Weg und
Citramalatweg ist, können die Ergebnisse der extrazellulären Itaconatzugabe angeführt
werden. Durch Itaconat wird in R. rubrum ein essenzielles Enzym des Ethylmalonyl-CoA-
Weges und Citramalatweges, die Propionyl-CoA-Carboxylase, gehemmt. Das in Anwesen-
heit von Itaconat vorhandene Wachstum unter anaeroben, phototrophen Bedingungen,
zeigt sehr deutlich, dass alternative Wege zum Ethylmalonyl-CoA-Weg und zum Citra-
malatweg in R. rubrum existieren müssen. Unter aeroben Bedingungen konnte eine sehr
deutliche Hemmung des Wachstums auf Acetat nach Itaconatzugabe beobachtet werden.




Im Rahmen dieser Arbeit wurde das biotechnologische Potenzial des fakultativ photo-
synthetischen Bakteriums R. rubrum unter Sauerstoﬀ-limitierenden Bedingungen im Dun-
keln untersucht. Diese Untersuchungen wurden mit Methoden der modernen Metabolom-
analyse zur Charakterisierung des zentralen Kohlenstoﬀwechsels kombiniert.
Eine genaue Analyse der Gründe, die zur Inhibierung der Bildung photosynthetischer
Membranen in hohen Zelldichten führen, ist für biotechnologische Anwendungen von
R. rubrum ausschlaggebend. Die mit der Ausbildung photosynthetischer Produkte assozi-
ierten Produkte besitzen das größte Potential für eine zukünftige industrielle Anwendung.
Diese reichen von der biotechnologischen Herstellung von Pigmenten für die Nahrungs-
mittelindustrie (Bacteriochlorophyll, Carotinoide) bis hin zur Produktion von Coenzym
Q10 und rekombinanten Membranproteinen im medizinischen Bereich.
Eine Möglichkeit der Aufklärung der Inhibierung ist der Ausschluss eventueller Limita-
tionen durch Vitamine oder Spurenelemente aufgrund eines veränderten Bedarfs in hohen
Zelldichten. So könnte eine mögliche Ursache der fehlenden Ausbildung von Membra-
nen und der in diesem Zusammenhang beobachteten rückläuﬁgen Wachstumsrate in einer
veränderten Nährstoﬀkombination liegen. Aus Gründen des Aufwands war es nicht mög-
lich, alle einzelnen Spurenelemente des Nährmediums in ihrer Konzentration zu bestim-
men. Es sollte überprüft werden, ob eventuell eine Überfütterung einzelner Elemente vor-
liegt. Ein Überangebot von Magnesium beispielsweise könnte die von Zeiger and Grammel
[2010] beobachtete Bildung von Mg-PPIXMe in Hochzelldichte-Kultivierungen bewirken.
Eine erhöhte Bildung dieser Vorstufe könnte verschiedenste feedback -Regulationen weite-
rer Enzyme hervorrufen, die an der Biosynthese von Bacteriochlorophyll beteiligt sind.
Für Rb. sphaeroides ist dagegen für normale Wachstumsbedingungen die Ausscheidung
von Mg-PPIXMe in der Literatur beschrieben [Jones, 1963]. Der genaue Grund für diese
Beobachtung ist bislang nicht Gegenstand detaillierter Untersuchungen gewesen. Es sollte
jedoch eine exakte Messung der verschiedenen Vorstufen mittels HPLC-MS erfolgen, um
die Vorstufen in R. rubrum während der Hochzelldichte-Kultivierung zu charakterisie-
ren.
Darüber hinaus sollte eine Validierung des Aufbaus von Bioreaktor und Begasung erfol-
gen. Aufgrund der festgestellten Abhängigkeit des Wachstums und der Bildung photosyn-
thetischer Membranen von der CO2-Zufuhr, muss in hohen Zelldichten eine ausreichende
Versorgung mit Bicarbonat oder Begasung mit CO2 gewährleistet werden. Das könnte




Des Weiteren deuten aktuelle Ergebnisse der Arbeitsgruppe darauf hin, dass die Ausbil-
dung photosynthetischer Membranen in hohen Zelldichten durch die Bildung von verschie-
denen Homoserinlactonen im Sinne eines quorum sensing-Phänomens verhindert wird.
Ein entsprechender kontinuierlicher Prozess unter Zellrückhaltung zeigte dahingehend
erste vielversprechende Ergebnisse, muss jedoch hinsichtlich Zelldichte und Austausch-
rate weiter optimiert werden. Für das Erreichen höherer Zelldichten sollte ein System mit
einer vergrößerten Filterﬂäche (> 200 cm2) verwendet werden. Auch sollte in ein auto-
klavierbares Einspannmodul investiert werden, das im Vergleich zur Flüssigdesinfektion
einen zeitsparenden Aufbau ermöglicht und das Risiko einer Kontamination bei länge-
ren Kultivierungszeiten verringert. Eine zweite Möglichkeit die Bildung von Homoserin-
lactonen zu verhindern, könnte in der Deletion der Homoserinlacton-Synthase bzw. der
Überexpression einer Homoserinlactonase bestehen. Die vorgeschlagenen Maßnahmen füh-
ren zur Entfernung, Unfähigkeit zur Produktion bzw. zum Abbau der Homoserinlactone.
Im Detail aufgeklärt werden sollte, ob in der pigmentlosen Mutante Pigment− und
bei Zellen in hohen Zelldichten eine Invagination von Membranen erfolgt. Tatsächlich
wird durch die Messung der Absorption bei A880 nur der Lichtsammelkomplex (B880)
detektiert. Dabei kann keine konkrete Aussage über das Vorhandensein von Membran-
invaginationen getroﬀen werden. Demnach wäre es auch möglich, dass lediglich die Bio-
synthese von Bacteriochlorophyll a und Carotinoiden inhibiert ist. Das Vorhandensein
von Membraninvaginationen könnte durch eine elektronenmikroskopische Aufnahme der
Zellen nachgewiesen werden, wo Invaginationen der Zellmembran visuelle sichtbar werden
würden. Wäre dies der Fall, so könnte zumindest das Potenzial des R. rubrum Wildtyps
für die Produktion von Coenzym Q10 und Membranproteinen in hohen Zelldichten genutzt
werden.
Als Produktionsorganismus für PHB eignet sich R. rubrum nicht. Hier würde auch eine
Optimierung des Stammes durch metabolic engineering keinen Sinn ergeben, da die PHB-
Bildung in R. rubrum stark durch das Substrat kontrolliert wird. Mit Acetat konnten zwar
die höchsten PHB-Anteile (34,3 %) erreicht werden, jedoch eignet sich Acetat aufgrund
des nur sehr langsamen Wachstums (µexp = 0,052 h−1) nicht für Fedbatch-Kultivierungen.
Eine Optimierung der PHB-Produktion würde aus diesem Grund nicht erfolgversprechend
sein.
Die Konstruktion diverser Stoﬀwechselmutanten führte in den letzten Jahren zu einer
enormen Optimierung der Succinatproduktion mit E. coli. Der Wildtyp E. coli bildet
neben Succinat noch Lactat, Formiat, Acetat und Ethanol. R. rubrum scheidet dagegen
nur Acetat und Propionat als zusätzliche organische Säuren aus. Die Verhinderung die-
ser Nebenproduktbildung könnte daher mit einer einfachen Doppelmutante bewerkstelligt
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werden (z.B. Deletion von Acetatkinase und Methylmalonyl-CoA Mutase). Würde es in
R. rubrum gelingen die Bildung der Nebenprodukte Acetat (max. 107 mM) und Pro-
pionat (max. 68 mM) zu verhindern, ließe sich die maximalen Succinatkonzentrationen
deutlich steigern (bis auf 462 mM). Würde der Prozess darüber hinaus zu Zelldichten von
A660 > 57,2 geführt, wäre die Succinatbildung konkurrenzfähig zu etablierten Prozessen
mit E. coli (622-733 mM maximal).
Die Produktion von Succinat in R. rubrum könnte weiter durch eine Limitation des
Wachstums unter anaeroben Bedingungen gesteigert werden. Somit würde weniger Koh-
lenstoﬀ in die Bildung von Biomasse ﬂießen und könnte stattdessen zur Succinatbildung
verwendet werden. Darüber hinaus könnte auch eine externe Zufuhr von Reduktions-
äquivalenten, z.B. in Form von H2, in Betracht gezogen werden. Durch stöchiome-
trische Modellierung konnte gezeigt werden, dass dadurch die Succinatausbeute von
Y(P/S) = = 1,71
molSuccinat
molFructose




Bei der Modellierung der 13C-Stoﬀﬂussanalysen traten Probleme bei der Anpassung
der Markierungsdaten bei der Acetat/Fructose-Kultivierung unter aeroben Bedingungen,
der mikroaeroben Kultivierung mit Succinat/Fructose und des anaeroben, phototrophen
Experimentes mit Succinat auf. In allen drei Fällen konnte keine zufriedenstellende Anpas-
sung der 13C-Markierungsverhältnisse mit dem aufgestellten Stoﬀwechselnetzwerk erreicht
werden. Hier könnten bisher noch nicht etablierte Stoﬀwechselrouten und -reaktionen die
Ursache für die Probleme bei der Anpassung darstellen. Oﬀenkundig sind Reaktionen be-
troﬀen, die mit mikroaeroben und anaeroben, phototrophen Bedingungen bzw. mit Acetat
als Substrat zusammenhängen. Diese Zusammenhänge geben erste Hinweise an welcher
Stelle das Stoﬀwechselnetzwerk überprüft werden sollte.
Ebenfalls nicht vollständig aufgeklärt werden konnte der Weg der Acetatassimilation
in R. rubrum unter anaeroben, phototrophen Bedingungen. Sowohl der Ethylmalonyl-
CoA-Weg als auch der Citramalatweg konnten aufgrund sehr geringer Aktivitäten der
jeweiligen Schlüsselenzyme nicht als Assimilationsrouten für Acetat bestätigt werden. Die
Aktivität der alternativen Enzyme Pyruvatsynthase und α-KG-Synthase können aufgrund
ihrer Sauerstoﬀsensitivität nur unzuverlässig bestimmt werden. Hier sollte in zukünftigen
Projekten durch die Konstruktion verschiedener Deletionsmutanten herangezogen werden,
um den Weg der Acetatassimilation in R. rubrum deﬁnitiv aufzuklären.
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Anhang A1: Übersicht gemessene
Metabolite mit LC-MS/MS
Tab. 5.1: Abkürzung, Übergang im MS und Retentionszeit der gemessenen Metabolite nach der
Methode von Luo et al. [2007] für Bestimmung intrazellulärer Metabolitenkonzentrationen. Es
erfolgte eine externe Kalibrierung.
Metabolit Abkürzung Übergang [m/z] Retentionszeit in min
Glucose-6-phosphat G6P 259,0/97,0 7,2
Fructose-6-phosphat F6P 259,0/97,0 7,5
Fructose-1,6-bisphosphat FBP 339,0/96,8 16,0
Glycerinaldehyd-3-phosphat GAP 169,1/97,0 7,6
Dihydroxyacetonphosphat DHAP 169,1/96,9 9,9
2-/3-Phosphoglycerat 2-/3-PG 185,0/78,9 15,6
Phosphoenolpyruvat PEP 167.0/78.9 16,1
Pyruvat Pyr 87.0/43.2 8,9
Acetyl-CoA AceCoA 808.3/78.8 16,5
Citrat/Isocitrat CitIso 191,0/110,0 16,1
Citrat Cit 190,8/86,8 16,1
Isocitrat Iso 190,9/72,9 16,1
Aconitat Aco 173,0/85,0 16,2
α-Ketoglutarat α-KG 145,1/101,1 15,5
Succinyl-CoA SuccCoA 866,3/79,0 16,5
Succinat Succ 117,1/73,0 13,4
Fumarat Fum 115,0/71,0 15,8
Malat Mal 133,0/73,0 14,6
6-Phosphogluconat 6-PG 275,0/79,0 15,8




Ribose-5-phosphat R5P 229,1/96,8 7,4
Erythrose-4-phosphat E4P 199,0/96,8 7,7
Glyoxylat Glyox 73.2/45.0 6,5
Glyoxylat+H2O GlyoxH2O 91.7/72.9 6,5
AMP - 346.2/78.9 13,1
ADP - 426.1/78.9 16,2
ATP - 506.2/79.0 16,4
Xylulose-5-phosphat und Ribulose-5-phosphat können nicht getrennt gemessen werden
und stellen somit einen gemeinsamen Pool dar. Die Retentionszeiten sind beispielhaft für
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eine Einzelmessung, können aber abhängig von der LC-Säule und der mobilen Phase auch
schwanken. Durch die Mitführung von externen Standards war die eindeutige Identiﬁzie-
rung des Metaboliten jedoch gesichert.
Tab. 5.2: Abkürzung, Übergang im MS/MS und Retentionszeit der nicht in [Luo et al., 2007]
gemessenen Metabolite.
Metabolit Abkürzung Übergang [m/z] Retentionszeit in min
Fructose-1-phosphat F1P 259,1/96,9 8,76
Acetoacetyl-CoA Acace-CoA 849,6/78,8 16,51
3-Hydroxybutyryl-CoA 3OH-but-CoA 851,8/78,8 16,52
Propionyl-CoA PropCoA 821.7/79.0 16,65
Methylmalonyl-CoA MetmalCoA 866.0/821.7 16,52
Ethylmalonyl-CoA EthmalCoA 880.2/810.1 16,50
Methylsuccinyl-CoA MethsuccCoA 880.2/800.3 16,50
Crotonyl-CoA CrotCoA 834.2/78.9 16,57
Butyryl-CoA ButCoA 836.2/78.9 16,60
Citramalat Citmal 146.9/86.8 14,34
Ribulose-1,5-bisphosphat RBP 308.6/96.8 16,09
Ethylmalonyl-CoA und Methylsuccinyl-CoA sind nicht kommerziell erhältlich. Eine
Konzentrationsbestimmung ist damit nicht möglich gewesen.
Anhang A2: Übersicht gemessene
13C-markierte Metabolite mit
LC-MS/MS
Tab. 5.3: Abkürzung, Übergang im MS/MS und Retentionszeit der 13C-markierten Metabo-
lite nach der Methode von Luo et al. [2007].
Metabolit Abkürzung Übergang Retentionszeit 13C-
[m/z] markierte Metabolite
Glucose-6-phosphat G6P 259,0/97,0 12,4
Fructose-6-phosphat F6P 259,0/97,0 16,9
Fructose-1,6-bisphosphat FBP 339,0/96,8 38,6
Glycerinaldehyd-3-phosphat GAP 169,1/97,0 18,4
Dihydroxyacetonphosphat DHAP 169,1/96,9 18,4
2-/3-Phosphoglycerat 2-/3-PG 185,0/78,9 37,1
Phosphoenolpyruvat PEP 167.0/78.9 38,7
Pyruvat Pyr 87,0/43,2 19,1
Citrat/Isocitrat CitIso 191,0/110,0 39,5
Citrat Cit 190,8/86,8 39,5
Isocitrat Iso 190,9/72,9 39,5
Aconitat Aco 173,0/85,0 40,3
α-Ketoglutarat α-KG 145,1/101,1 35,8
Succinat Succ 117,1/73,0 28,8
Fumarat Fum 115,0/71,0 36,3
Malat Mal 133,0/73,0 39,5




Ribose-5-phosphat R5P 229,1/96,8 14,2
Erythrose-4-phosphat E4P 199,0/96,8 12,4
199
Tab. 5.4: Abkürzung, Übergang im MS und Retentionszeit der nicht in [Luo et al., 2007] gemessenen
13C-markierten Metabolite.
Metabolit Abkürzung Übergang Retentionszeit 13C-
[m/z] markierte Metabolite
Fructose-1-phosphat F1P 259,1/96,9 25,5
Citramalat Citmal 146,9/86,8 25,0
Ribulose-1,5-bisphosphat RBP 308,6/96,8 48,4
Anhang B: Reaktionen des
metabolischen Netzwerkes
Reaktion 1: mue : 20.869 ATP + 0.48779 Ala + 0.07909 Cys + 0.20818 Asp + 0.24935
Glu + 0.16 Phe + 0.5291 Gly + 0.08182 His + 0.25091 Ile + 0.29636 Lys + 0.38909 Leu
+ 0.13273 Met + 0.20818 Asn + 0.19091 Pro + 0.22728 Gln + 0.25545 Arg + 0.41318
Ser + 0.21909 Thr + 0.36545 Val + 0.04909 Trp + 0.11909 Tyr + 0.38198 rATP +
0.15844 rGTP + 0.098298 rCTP + 0.10615 rUTP + 0.017903 dATP + 0.030483 dGTP +
0.030483 dCTP + 0.017903 dTTP + 0.22682 Glyc3P + 0.45363 avg_FS + 0.013853 UD-
PGlc + 0.020735 CDPEth + 0.020735 OH_myr_ac + 0.020735 C14_0_FS + 0.020735
CMP_KDO + 0.020735 NDPHep + 0.013853 TDPGlcs + 0.02208 UDP_NAG + 0.02208
UDP_NAM + 0.02208 di_am_pim + 0.1232 ADPGlc + 0.581 hydr_butyCoA + 0.01145
bchla ==> 20.869 ADP + 20.869 Pi + 0.581 CoA
Reaktion 2: Fruc_up_pts : PEP + Fruc_ex ==> F1P + Pyr
Reaktion 3: O2_up : O2_ex ==> O2
Reaktion 4: N_up : NH4_ex ==> NH4
Reaktion 5: CO2_ex : CO2 <==>
Reaktion 6: Succ_up_aer : Hp + Succ_ex ==> Succ
Reaktion 7: S_up : 4 ATP + 4 NADPH + S_ex ==> S + 4 ADP + 4 Pi + 4 NADP
Reaktion 8: Ac_up : Ac_ex ==> Ac
Reaktion 9: Prop_ex : Prop ==> Prop_ex
Reaktion 10: Form_ex : Form ==>
Reaktion 11: F6P::G6P : F6P <==> G6P
Reaktion 12: F16P::F6P : F16P ==> F6P + Pi
Reaktion 13: F16P::T3P : F16P <==> G3P + DHAP
Reaktion 14: G3P::13PDG : G3P + Pi + NAD <==> NADH + 13PDG
Reaktion 15: 2PG::PEP : 2PG <==> PEP
Reaktion 16: PEP::Pyr : PEP + ADP ==> Pyr + ATP
Reaktion 17: Pyr::AcCoA : Pyr + CoA + NAD ==> AcCoA + CO2 + NADH
Reaktion 18: AcCoA::Cit : AcCoA + OxA ==> Cit + CoA
Reaktion 19: alKG::SuccCoA : alKG + CoA + NAD ==> SuccCoA + CO2 + NADH
Reaktion 20: SuccCoA::Succ : SuccCoA + ADP + Pi <==> ATP + Succ + CoA
Reaktion 21: Succ::Fum : Succ + Q ==> Fum + QH2
Reaktion 22: Fum::Mal : Fum <==> Mal
Reaktion 23: Mal::OxA : Mal + NAD <==> OxA + NADH
Reaktion 24: G6P::PGlac : G6P + NADP <==> NADPH + PGlac
Reaktion 25: Rl5P::X5P : Rl5P <==> X5P
Reaktion 26: Rl5P::R5P : Rl5P <==> R5P
Reaktion 27: Transket1 : R5P + X5P <==> G3P + S7P
Reaktion 28: Transaldo : G3P + S7P <==> F6P + E4P
Reaktion 29: Transket2 : E4P + X5P <==> F6P + G3P
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Reaktion 30: Rl5P::Rl15P : ATP + Rl5P <==> Rl15P + ADP
Reaktion 31: S17PSynth : E4P + DHAP <==> S17P
Reaktion 32: OxA::PEP : OxA + ATP ==> PEP + CO2 + ADP
Reaktion 33: AcCoA::AcP : AcCoA + Pi <==> AcP + CoA
Reaktion 34: Pyr::Form : Pyr + CoA ==> AcCoA + Form
Reaktion 35: Photo : 2 c2_red + Q + 2 pho_ex ==> QH2 + 2 c2vox
Reaktion 36: bc1 : QH2 + 2 c2_ox ==> 2 c2_red + 4 Hp + Q
Reaktion 37: NADHDehydro : NADH + Q <==> QH2 + 4 Hp + NAD
Reaktion 38: c2_Oxidase : 0.5 O2 + 2 c2_red ==> 2 Hp + 2 c2_ox
Reaktion 39: TransHydro : NADH + NADP <==> NADPH + NAD
Reaktion 40: ATPSynth : 3 Hp + ADP + Pi <==> ATP
Reaktion 41: ATPdrain : ATP ==> ADP + Pi
Reaktion 42: Chor_Synth : PEP + ATP + Shiki ==> Chor + ADP + 2 Pi
Reaktion 43: PRPP_Synth : R5P + ATP ==> PRPP + AMP
Reaktion 44: MTHF_Synth2 : Gly + NAD + THF ==> CO2 + NH4 + NADH + MTHF
Reaktion 45: Ala_Synth : Pyr + NH4 + NADH ==> Ala + NAD
Reaktion 46: Val_Synth : Glu + Valerate ==> alKG + Val
Reaktion 47: Leu_Synth : AcCoA + NH4 + Valerate ==> CO2 + Leu + CoA
Reaktion 48: Asn_Synth : NH4 + Asp <==> Asn
Reaktion 49: Asp_Synth : OxA + Glu ==> alKG + Asp
Reaktion 50: Lys_Synth : di_am_pim ==> CO2 + Lys
Reaktion 51: Met_Synth : AcCoA + NADPH + MTHF + Cys + HSer ==> Pyr + Ac
+ NH4 + Met + CoA + NADP + THF
Reaktion 52: Thr_Synth : ATP + HSer ==> Thr + ADP + Pi
Reaktion 53: Ile_Synth : Pyr + NADPH + Glu + Thr ==> alKG + CO2 + NH4 + Ile
+ NADP
Reaktion 54: His_Synth : ATP + CO2 + PRPP + Gln + 2 NAD ==> alKG + 2 NADH
+ His + 2 PPi + AMP
Reaktion 55: Glu_Synth : alKG + NH4 + NADH ==> Glu + NAD
Reaktion 56: Gln_Synth : ATP + NH4 + Glu ==> Gln + ADP + Pi
Reaktion 57: Pro_Synth : ATP + 2 NADPH + Glu ==> Pro + ADP + Pi + 2 NADP
Reaktion 58: Arg_Synth : ATP + CO2 + 2 NH4 + Asp + Pro ==> Fum + Arg + PPi
+ AMP
Reaktion 59: Trp_Synth : Chor + PRPP + Gln + Ser ==> Pyr + G3P + CO2 + Glu
+ Trp + PPi
Reaktion 60: Tyr_Synth : Chor + Glu + NAD ==> alKG + CO2 + NADH + Tyr
Reaktion 61: Phe_Synth : Chor + Glu ==> alKG + CO2 + Phe
Reaktion 62: Ser_Synth : 3PG + Glu + NAD ==> alKG + NADH + Ser + Pi
Reaktion 63: Gly_Synth : Ser + THF <==> MTHF + Gly
Reaktion 64: Cys_Synth : AcCoA + S + Ser ==> Ac + Cys + CoA
Reaktion 65: rATP_Synth : 3 ATP + Asp + IMP ==> Fum + rATP + 3 ADP + Pi
Reaktion 66: rGTP_Synth : 3 ATP + Gln + NAD + IMP ==> NADH + Glu + rGTP
+ 2 ADP + PPi + AMP
Reaktion 67: rCTP_Synth : ATP + NH4 + rUTP ==> rCTP + ADP + Pi
Reaktion 68: rUTP_Synth : 4 ATP + PRPP + Asp + Gln ==> Glu + rUTP + 4 ADP
+ Pi + PPi
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Reaktion 69: dATP_Synth : NADPH + rATP ==> dATP + NADP
Reaktion 70: dGTP_Synth : NADPH + rGTP ==> dGTP + NADP
Reaktion 71: dCTP_Synth : NADPH + rCTP ==> dCTP + NADP
Reaktion 72: dTTP_Synth : NADPH + MTHF + dCTP ==> dTTP + NADP + THF
Reaktion 73: DHAP::Glyc3P : NADH + DHAP ==> Glyc3P + NAD
Reaktion 74: avg_FS_Synth : 8.481 AcCoA + 7.481 ATP + 14.21 NADPH ==> avg_FS
+ 7.481 ADP + 7.481 Pi + 8.481 CoA + 14.21 NADP
Reaktion 75: UDPGlc_Synth : G6P + rATP ==> UDPGlc
Reaktion 76: CDPEth_Synth : ATP + Ac + NH4 + rATP + NAD ==> NADH + CD-
PEth + ADP + PPi
Reaktion 77: OH_myr_ac_Synth : 7 AcCoA + 6 ATP + 11 NADPH ==> OH_myr_ac
+ 6 ADP + 6 Pi + 7 CoA + 11 NADP
Reaktion 78: C14_0_FS_Synth : 7 AcCoA + 6 ATP + 12 NADPH ==> C14_0_FS +
6 ADP + 6 Pi + 7 CoA + 12 NADP
Reaktion 79: CMP_KDO_Synth : R5P + PEP + 2 ATP ==> CMP_KDO + 2 ADP
+ Pi
Reaktion 80: NDPHep_Synth : 1.5 G6P + ATP + 4 NADP ==> 4 NADPH + NDPHep
+ ADP + Pi
Reaktion 81: TDPGlcs_Synth : F6P + 2 ATP + NH4 ==> TDPGlcs + 2 ADP + 2 Pi
Reaktion 82: UDP_NAG_Synth : F6P + AcCoA + ATP + Gln ==> Glu + UDP_NAG
+ ADP + Pi + CoA
Reaktion 83: UDP_NAM_Synth : PEP + NADPH + UDP_NAG ==> UDP_NAM +
NADP
Reaktion 84: di_am_pim_Synth : Pyr + SuccCoA + NADPH + Glu + AspSAld ==>
alKG + Succ + di_am_pim + CoA + NADP
Reaktion 85: ADPGlc_Synth : G6P + ATP ==> ADPGlc + ADP + Pi
Reaktion 86: bchla_Synth : 4 Pyr + 4 G3P + 8 SuccCoA + 3 NADPH + 8 Gly + ADP
+ Pi ==> ATP + 18 CO2 + 4 NH4 + bchla + 8 CoA + 3 NADP
Reaktion 87: Succ_ex : Succ ==> Succ_ex
Reaktion 88: SuccCoA::alKG : SuccCoA + CO2 + Fd_red ==> alKG + CoA + Fd_ox
Reaktion 89: AcCoA::Pyr : AcCoA + CO2 + Fd_red ==> Pyr + CoA + Fd_ox
Reaktion 90: Cit::Aco : Cit <==> Aconitate
Reaktion 91: ICit::alKG : ICit + NADP <==> alKG + CO2 + NADPH
Reaktion 92: Ac_ex : Ac ==> Ac_ex
Reaktion 93: Rubisco : CO2 + Rl15P ==> 2 3PG
Reaktion 94: F6P::F16P : F6P + ATP ==> F16P + ADP
Reaktion 95: F1P::F16P : F1P + ATP ==> F16P + ADP
Reaktion 96: PGlac::PGluc : PGlac ==> PGluc
Reaktion 97: 3PG::2PG : 3PG <==> 2PG
Reaktion 98: 13PDG::3PG : 13PDG + ADP <==> 3PG + ATP
Reaktion 99: Fum::Succ : Fum + QH2 ==> Succ + Q
Reaktion 100: AcP::Ac : AcP + ADP <==> ATP + Ac
Reaktion 101: Glyox::Mal : AcCoA + Glyox ==> Mal + CoA
Reaktion 102: PropCoA::MMalCoA : ATP + CO2 + PropCoA <==> MMalCoA + ADP
+ Pi
Reaktion 103: Mal::Pyr : Mal + NADP ==> Pyr + CO2 + NADPH
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Reaktion 104: Pyr::OxA : Pyr + ATP + CO2 <==> OxA + ADP + Pi
Reaktion 105: CitLyase : Cit ==> OxA + Ac
Reaktion 106: S17P::S7P : S17P ==> S7P + Pi
Reaktion 107: Prop::PropCoA : ATP + Prop + CoA <==> PropCoA + ADP + Pi
Reaktion 108: MMalCoA::SuccCoA : MMalCoA <==> SuccCoA
Reaktion 109: Pyr::PEP : Pyr + ATP + Pi ==> PEP + PPi + AMP
Reaktion 110: DHAP::G3P : DHAP <==> G3P
Reaktion 111: Asp::AspSAld : ATP + NADPH + Asp ==> AspSAld + ADP + Pi +
NADP
Reaktion 112: AspSAld::HSer : NADPH + AspSAld ==> HSer + NADP
Reaktion 113: CitMal_synth : Pyr + AcCoA ==> CitMal + CoA
Reaktion 114: AcCoA::AcAcCoA : 2 AcCoA ==> CoA + AcAcCoA
Reaktion 115: MetCoA:Glyox : MetCoA <==> Glyox + PropCoA
Reaktion 116: CitMal::MesCoA : CitMal + CoA ==> MesCoA
Reaktion 117: Shiki_synth : PEP + E4P + NADPH ==> 2 Pi + NADP + Shiki
Reaktion 118: Aco::Icit : Aconitate <==> ICit
Reaktion 119: AcLac_synth : 2 Pyr ==> CO2 + AcLac
Reaktion 120: Valerate_synth : NADPH + AcLac ==> NADP + Valerate
Reaktion 121: IMP_synth : 5 ATP + CO2 + PRPP + 2 MTHF + Asp + Gly + 2 Gln
+ 2 NADP ==> Fum + 2 NADPH + 2 Glu + 5 ADP + 5 Pi + PPi + 2 THF + IMP
Reaktion 122: AcAcCoA::HyBuCoA : NADPH + AcAcCoA ==> hydr_butyCoA +
NADP
Reaktion 123: PPi::Pi : PPi <==> Hp + 2 Pi
Reaktion 124: AMP::ATP : ATP + AMP <==> 2 ADP
Reaktion 125: P_up : ==> Pi
Reaktion 126: MesCoA::MetCoA : MesCoA ==> MetCoA
Reaktion 127: Hydrogenase : Q + H2 <==> QH2
Reaktion 128: KDPG::PyrG3P : KDPG ==> Pyr + G3P
Reaktion 129: KDPG : PGluc ==> KDPG
Reaktion 130: Prop_up : Prop_ex ==> Prop
Reaktion 131: Mal_up : Mal_ex ==> Mal
Reaktion 132: H2_up : H2_ex ==> H2
Reaktion 133: H2_ex : H2 ==> H2_ex
Reaktion 134: Nitrogenase : 16 ATP + N2_ex + 8 Fd_red ==> 2 NH4 + 16 ADP + 16
Pi + H2 + 8 Fd_ox
Reaktion 135: QH2_oxidase : 0.5 O2 + QH2 ==> 2 Hp + Q
Reaktion 136: NADH::Fd : NADH + Fd_ox <==> NAD + Fd_red
Reaktion 137: HyBuCoA::CrotCoA : hydr_butyCoA ==> CrotCoA
Reaktion 138: CrotCoA::EthyCoA : CO2 + NADPH + CrotCoA ==> NADP + Ethy-
CoA
Reaktion 139: EthyCoA::MesCoA : Q + EthyCoA ==> QH2 + MesCoA
Reaktion 140: Nitrogenase2 : 4 ATP + Fd_red ==> 4 ADP + 4 Pi + H2 + Fd_ox
Reaktion 141: PGluc::Rl5P : PGluc + NADP ==> Rl5P + CO2 + NADPH
Reaktion 142: ICit::SuccGlyox : ICit ==> Succ + Glyox
Reaktion 143: PEP : PEP + CO2 <==> OxA
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Biosynthese von Makromolekülen:
Prot = 39.9455 ATP + 0.88727 Ala + 0.15818 Cys + 0.41636 Asp + 0.45455 Glu + 0.32
Phe + 1.0582 Gly + 0.16364 His + 0.50182 Ile + 0.59273 Lys + 0.77818 Leu + 0.26546
Met + 0.41636 Asn + 0.38182 Pro + 0.45455 Gln + 0.51091 Arg + 0.37273 Ser + 0.43818
Thr + 0.73091 Val + 0.09818 Trp + 0.23818 Tyr + -39.9455 ADP + -39.9455 Pi
RNA = 1.2488 ATP + 0.80488 rATP + 0.99024 rGTP + 0.61436 rCTP + 0.66341 rUTP
+ -1.2488 ADP + -1.2488 Pi
DNA = 4.4129 ATP + 0.59677 dATP + 1.0161 dGTP + 1.0161 dCTP + 0.59677 dTTP
+ -4.4129 ADP + -4.4129 Pi
Lip = 2.8352 ATP + 1.4176 Ser + 1.4176 Glyc3P + 2.8352 avg_FS + -2.8352 ADP +
-2.8352 Pi
LPS = 0.46176 UDPGlc + 0.69118 CDPEth + 0.69118 OH_myr_ac + 0.69118 C14_-
0_FS + 0.69118 CMP_KDO + 0.69118 NDPHep + 0.46176 TDPGlcs
PepGly = 5.52 ATP + 2.208 Ala + 1.104 Glu + 1.104 UDP_NAG + 1.104 UDP_NAM
+ 1.104 di_am_pim + -5.52 ADP + -5.52 Pi
Glyc = 6.16 ADPGlc
PHB = 11.62 hydr_butyCoA + -11.62 CoA
PolyP = 12.66 rATP
Bchl = 1.145 bchla
Reaktionen, die unter anaeroben Bedingungen im Dunkeln mit Fructose nicht berücksich-
tigt worden sind:
Reaktion 24: G6P::PGlac : G6P + NADP <==> NADPH + PGlac
Reaktion 141: PGluc::Rl5P : PGluc + NADP ==> Rl5P + CO2 + NADPH
Reaktion 106: S17P::S7P : S17P ==> S7P + Pi
Reaktion 93: Rubisco : CO2 + Rl15P ==> 2 3PG
Reaktion 129: KDPG : PGluc ==> KDPG
Reaktion 128: KDPG::PyrG3P : KDPG ==> Pyr + G3P
Reaktion 3: O2_up : O2_ex ==> O2
Reaktion 35: Photo : 2 c2_red + Q + 2 pho_ex ==> QH2 + 2 c2vox
Reaktion 132: H2_up : H2_ex ==> H2
Reaktion 134: Nitrogenase : 16 ATP + N2_ex + 8 Fd_red ==> 2 NH4 + 16 ADP + 16
Pi + H2 + 8 Fd_ox
Reaktion 140: Nitrogenase2 : 4 ATP + Fd_red ==> 4 ADP + 4 Pi + H2 + Fd_ox
Reaktion 89: AcCoA::Pyr : AcCoA + CO2 + Fd_red ==> Pyr + CoA + Fd_ox
Reaktion 105: CitLyase : Cit ==> OxA + Ac
Reaktion 8: Ac_up : Ac_ex ==> Ac
Reaktion 142: ICit::SuccGlyox : ICit ==> Succ + Glyox
Reaktion 131: Mal_up : Mal_ex ==> Mal
Reaktion 88: SuccCoA::alKG : SuccCoA + CO2 + Fd_red ==> alKG + CoA + Fd_ox
Reaktion 130: Prop_up : Prop_ex ==> Prop
Reaktion 138: CrotCoA::EthyCoA : CO2 + NADPH + CrotCoA ==> NADP + Ethy-
CoA
Reaktion 113: CitMal_synth : Pyr + AcCoA ==> CitMal + CoA

Anhang C: PCR und
Sequenzierungsdaten des




R. rubrum S1 R. rubrum G-9
Abb. 5.1: PCR des Rru_A0324 Gens (Länge: 2141) mit zugehörigen Promoterab-
schnitt (+200 bp) von R. rubrum S1 (links) und R. rubrum G9 (rechts). Gesamtlänge
des ampliﬁzierten Genabschnitts: 2241 bp.
Ergebnisse der Primer Walking Sequenzierung (Euroﬁns MWG):


















































































Anhang D: Verwendete Substanzen
und Chemikalien
Substanz/Chemikalie Hersteller Molare Masse
in g/mol
U-13C-Acetat Campro Scientiﬁc 84,0
Acetoacetyl Coenzym A Sigma-Aldrich 971,60
Acetonitril Roth ROTISOLV®HPLC


















Butyryl Coenzym A Sigma-Aldrich 837,63
Calciumchlorid Dihydrat Merck 147,02
Chloroform Roth 119,38
Cobalt(II)chlorid Hexahydrat Merck 237,93
Coenzym Q10 Sigma-Aldrich 863,34
Coomassie brilliant blue G-250 Merck 854,02
Crotonsäure Merck 86,09
Crotonyl Coenzym A Sigma-Aldrich 835,61
Diammoniumhydrogenphosphat Sigma-Aldrich 132,05








Anhang D: Verwendete Substanzen und Chemikalien
(DTNB)
Eisensulfat Heptahydrat Fluka 278
Eisessig Merck 60,05
Ethanol Roth 46,07
Ethylendiammintetraessigsäure (EDTA) Fluka 292,24
Ethylmalonyl Coenzym A  881,63
5-Ethylphenazinium Ethosulfat Sigma-Aldrich 334,42
D(+)-Fructose Fluka 180,16
U-13C-Fructose euroiso-top 186,16




















Kupfer(II)sulfat Pentahydrat Merck 249,68
Lycopin (aus Tomate) Sigma-Aldrich 536,9
Isopropanol Roth ROTISOLV®HPLC 60,10
Magnesium(II)chlorid Roth 95,21
Magnesiumsulfat Heptahydrat Fluka 246,48
Mangan(III)chlorid Tetrahydrat Fluka 197,91
Methanol Roth ROTIPURAN® 32,04
≥ 99,9 %
Methylmalonyl Coenzym A Sigma-Aldrich 891.34
Methylsuccinyl Coenzym A  881,63
NADH, NAD+ Roche 


















Nitrilotriessigsäure (Titriplex III) Fluka 372,24
(3-(N-Morpholino)propansulfonsäure Merck 209,26
(MOPS)
n-Propionyl Coenzym A Sigma-Aldrich 823,60
Phenazinmethosulfat Sigma-Aldrich 306,34
Phenol/Chloroform/Isoamylalkohol Roth




Salzsäure, 37 %, reinst Roth 36,46
Schwefelsäure Roth, 96 %ig, tech. 98,08
1,4-13C-Succinat Campro Scientiﬁc 120,09
Tetrazoliumbromid (MTT) Sigma-Aldrich 414,32
Thiamin Fluka 337,27
Triethanolamin (TEA) Merck 149,19
Tris Ultra Qualität Roth 121,14
Tricin Sigma-Aldrich 179,17
Vitamin B12 Sigma-Aldrich 1579,58
D(+)-Xylose Roth 150,13
Zink(II)sulfat Monohydrat Merck 179,45
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